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ABSTRACT	  	  For	  faithful	  segregation	  during	  meiosis,	  chromosomes	  must	  be	  physically	  linked	  by	  both	  sister	  chromatid	  cohesion	  (SCC),	  provided	  by	  cohesin,	  and	  at	  least	  one	  crossover	  (CO).	  In	  mitosis,	  cohesin	  is	  dynamically	  associated	  with	  chromatin	  and	  this	  has	  been	  shown	  to	  be	  crucial	  for	  the	  repair	  of	  DSBs.	  Although	  DSBs	  are	  purposely	  made	  to	  start	  meiotic	  recombination,	  it	  is	  unknown	  if	  meiotic	  cohesin	  is	  dynamically	  associated	  with	  chromatin.	  However,	  cohesin	  loss	  or	  degradation	  is	  thought	  to	  be	  involved	  in	  the	  high	  incidence	  of	  aneuploidy	  observed	  in	  human	  eggs.	  In	  Caenorhabditis	  elegans	  (C.	  elegans),	  the	  cohesin	  loader	  SCC-­‐2	  remains	  associated	  with	  the	  axial	  element	  of	  meiotic	  chromosomes	  following	  the	  completion	  of	  S-­‐phase,	  hinting	  that	  cohesin	  may	  be	  reloaded	  during	  meiotic	  prophase.	  To	  confirm	  this,	  I	  investigated	  if	  depleting	  SCC-­‐2	  by	  RNAi	  after	  entrance	  into	  meiotic	  prophase	  had	  an	  effect	  on	  cohesin	  association	  with	  chromosomes.	  This	  revealed	  loss	  of	  the	  cohesin	  subunit	  REC-­‐8	  from	  late	  prophase	  nuclei,	  suggesting	  that	  without	  reloading	  cohesin	  is	  removed	  from	  chromatin.	  Furthermore,	  scc-­‐2	  RNAi	  also	  resulted	  in	  the	  impairment	  of	  chiasmata,	  raising	  the	  possibility	  that	  cohesin	  reloading	  plays	  a	  role	  in	  CO	  formation	  or	  in	  chiasma	  maintenance.	  Two	  key	  mediators	  of	  cohesin	  removal	  are	  known	  to	  operate	  during	  the	  G2	  phase	  of	  the	  mitotic	  cell	  cycle:	  the	  presence	  of	  DSBs	  and	  the	  cohesion	  anti-­‐establishment	  factor	  Wapl1.	  Here	  I	  show	  for	  the	  first	  time	  that	  WAPL-­‐1	  modulates	  the	  cohesiveness	  of	  complexes	  containing	  the	  meiosis-­‐specific	  kleisins	  COH-­‐3	  and	  COH-­‐4.	  Furthermore,	  cohesin	  complexes	  containing	  different	  kleisins	  are	  differentially	  modulated	  by	  DSBs,	  and	  only	  REC-­‐8-­‐containing	  cohesin	  complexes	  can	  undertake	  the	  repair	  of	  DNA	  damage.	  Finally,	  I	  have	  developed	  several	  genetic	  tools	  to	  allow	  the	  visualization	  of	  cohesin	  turnover	  during	  meiosis.	  	  These	  findings	  show	  the	  exceptional	  complexity	  of	  cohesin	  dynamics	  during	  meiotic	  prophase,	  as	  well	  as	  demonstrating	  roles	  for	  cohesin	  outside	  of	  the	  provision	  of	  SCC.	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CHAPTER	  1:	  INTRODUCTION	  	  
1.1	  Background	  A	  cell	  contains	  in	  its	  nucleus	  the	  information	  that	  allows	  it	  to	  produce	  every	  protein	  it	  will	  need,	  giving	  it	  the	  capacity	  to	  grow,	  divide	  and	  responsed	  correctly	  to	  external	  stimuli.	  This	  information	  is	  stored	  as	  DNA,	  which	  is	  tightly	  packaged	  to	  form	  chromosomes,	  allowing	  DNA	  molecules	  that	  would	  otherwise	  be	  metres	  long	  to	  fit	  into	  a	  nucleus	  only	  a	  few	  microns	  in	  diameter.	  Cells	  must	  be	  able	  to	  maintain	  this	  information	  with	  almost	  perfect	  fidelity	  and	  pass	  it	  from	  one	  generation	  to	  the	  next.	  In	  order	  to	  do	  this,	  chromosomes	  must	  be	  replicated	  along	  their	  entire	  length,	  creating	  two	  identical	  copies,	  known	  as	  sister	  chromatids,	  which	  are	  then	  separated	  equally	  into	  two	  daughter	  cells.	  For	  the	  process	  of	  chromosome	  segregation	  to	  occur	  faithfully,	  sister	  chromatids	  must	  be	  held	  together	  from	  the	  completion	  of	  DNA	  replication	  until	  their	  separation	  on	  the	  mitotic	  spindle,	  a	  function	  that	  is	  performed	  by	  a	  protein	  complex	  known	  as	  cohesin,	  which	  associates	  with	  DNA	  to	  provide	  sister	  chromatid	  cohesion	  (SCC).	  Therefore,	  a	  crucial	  aspect	  of	  the	  mitotic	  cell	  cycle	  is	  the	  regulation	  of	  SCC,	  culminating	  with	  the	  sudden	  destruction	  of	  the	  cohesin	  complex	  at	  anaphase	  onset	  to	  allow	  segregation	  of	  sister	  chromatids	  into	  the	  daughter	  cells.	  	  	  In	  sexually-­‐reproducing	  organisms,	  another	  more	  complex	  cell	  division	  program	  called	  meiosis	  occurs.	  This	  is	  because	  these	  organisms	  carry	  two	  copies	  of	  each	  chromosome,	  which	  are	  known	  as	  homologous	  chromosomes	  or	  homologues,	  and	  therefore	  in	  order	  to	  maintain	  the	  chromosome	  number	  constant	  across	  generations	  the	  homologues	  need	  to	  be	  separated	  during	  gamete	  formation.	  Thus,	  when	  two	  gametes	  fuse,	  the	  resulting	  cell	  contains	  a	  complete	  complement	  of	  chromosomes,	  half	  from	  each	  parent,	  providing	  diversity	  in	  populations	  and	  driving	  evolution.	  In	  order	  to	  ensure	  that	  gametes	  receive	  a	  single	  copy	  of	  each	  chromosome,	  meiosis	  consists	  of	  a	  single	  round	  of	  DNA	  replication	  that	  is	  followed	  by	  two	  successive	  rounds	  of	  chromosome	  segregation.	  Homologues	  are	  separated	  during	  the	  first	  division	  and	  then	  sister	  chromatids	  are	  partitioned	  in	  the	  second	  meiotic	  division.	  In	  order	  for	  this	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segregation	  pattern	  to	  occur,	  homologous	  chromosomes	  must	  pair	  with	  one	  another	  and	  at	  least	  one	  inter-­‐homologue	  crossover	  event	  must	  be	  formed	  during	  meiotic	  recombination.	  Inter-­‐homologue	  crossovers	  events,	  together	  with	  sister	  chromatid	  cohesion,	  provide	  a	  temporary	  link	  between	  homologous	  chromosomes,	  which	  is	  required	  for	  their	  correct	  orientation	  on	  the	  first	  meiotic	  spindle.	  The	  selective	  destruction	  of	  cohesion	  in	  non-­‐centromeric	  regions	  allows	  the	  separation	  of	  the	  homologues	  towards	  opposite	  poles	  of	  the	  forming	  daughter	  cells	  at	  meiosis	  I,	  while	  ensuring	  that	  sister	  chromatids	  migrate	  together.	  Then,	  the	  dissolution	  of	  the	  remaining	  sister	  chromatid	  cohesion	  at	  meiosis	  II	  releases	  the	  sister	  chromatids,	  resulting	  in	  their	  ordered	  separation.	  It	  is	  therefore	  essential	  to	  life	  that	  the	  cohesin	  complex	  is	  tightly	  regulated	  throughout	  mitosis	  and	  meiosis.	  	  	  Cohesin	  also	  has	  a	  vital	  role	  in	  the	  repair	  of	  DNA	  damage,	  the	  formation	  of	  inter-­‐homologue	  crossovers	  in	  meiosis,	  and	  in	  the	  regulation	  of	  gene	  expression	  in	  differentiated	  cells.	  It	  is	  therefore,	  unsurprising	  that	  perturbing	  cohesin	  function	  can	  have	  serious	  deleterious	  effects,	  including	  impaired	  chromosome	  segregation	  and	  an	  inability	  to	  effectively	  repair	  DNA	  damage,	  both	  of	  which	  are	  implicated	  in	  the	  pathology	  of	  many	  cancers.	  	  When	  chromosome	  segregation	  is	  impaired	  in	  meiosis	  this	  can	  lead	  to	  the	  formation	  of	  aneuploid	  gametes,	  which	  is	  thought	  to	  be	  the	  leading	  cause	  of	  miscarriages	  and	  birth	  defects	  in	  humans.	  	  Therefore	  understanding	  the	  regulation	  of	  sister	  chromatid	  cohesion	  is	  not	  only	  key	  to	  furthering	  our	  knowledge	  of	  the	  fundamental	  events	  of	  cell	  division	  and	  consequently	  life,	  but	  may	  also	  lead	  to	  insights	  which	  have	  an	  impact	  on	  treatment	  of	  human	  disease.	  Despite	  this,	  there	  are	  many	  questions	  regarding	  the	  cohesin	  cycle,	  especially	  in	  meiosis,	  that	  remain	  unanswered.	  	  
	  
1.2	  Meiosis	  Meiosis	  is	  the	  specialized	  mode	  of	  cell	  division	  that	  results	  in	  the	  formation	  of	  gametes.	  It	  is	  characterized	  by	  a	  single	  round	  of	  genome	  duplication	  followed	  by	  two	  consecutive	  rounds	  of	  chromosome	  segregation	  resulting	  in	  cells	  with	  a	  haploid	  chromosome	  complement.	  The	  first	  meiotic	  division	  is	  reductional	  and	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separates	  homologous	  chromosomes	  from	  one	  another,	  whereas	  the	  second	  meiotic	  division	  is	  equational	  and	  separates	  sister	  chromatids,	  in	  a	  manner	  reminiscent	  of	  mitosis.	  Meiosis	  is	  an	  essential	  process	  for	  all	  sexually-­‐reproducing	  organisms.	  It	  involves	  the	  exchange	  of	  genetic	  material	  between	  parental	  chromosomes,	  creating	  diversity,	  and	  results	  in	  the	  creation	  of	  haploid	  gametes	  from	  diploid	  precursors.	  To	  do	  this,	  the	  mitotic	  cycle	  is	  highly	  modified	  and	  numerous	  meiosis-­‐specific	  events	  occur.	  During	  prophase	  of	  meiosis	  I,	  homologous	  chromosomes	  pair,	  align	  and	  synapse,	  before	  undergoing	  crossover	  recombination,	  thereby	  exchanging	  genetic	  material.	  This	  exchange	  between	  the	  two	  DNA	  molecules,	  along	  with	  sister	  chromatid	  cohesion	  (SCC)	  creates	  a	  physical	  link	  between	  homologous	  chromosome	  pairs,	  known	  as	  chiasmata,	  and	  it	  promotes	  proper	  segregation	  of	  the	  homologous	  on	  the	  meiotic	  spindle	  at	  metaphase	  I	  (Zickler	  and	  Kleckner,	  1999).	  At	  the	  first	  meiotic	  division	  only	  cohesion	  at	  the	  pericentromeric	  region	  of	  chromosome	  is	  maintained,	  while	  cohesin	  on	  the	  chromosome	  arms	  is	  lost.	  This	  facilitates	  the	  separation	  of	  homologues	  at	  anaphase	  I.	  At	  anaphase	  II	  the	  remaining	  pericentromeric	  cohesin	  is	  lost	  enabling	  sister	  chromatids	  to	  segregate.	  The	  cohesin	  complex	  therefore	  has	  an	  essential	  role	  that	  is	  specific	  to	  meiosis	  in	  addition	  to	  those	  functions	  critical	  to	  mitosis	  (See	  Fig.	  1	  for	  a	  summary	  of	  the	  key	  events	  of	  meiosis).	  	  
1.2.1	  Clinical	  relevance	  of	  meiosis	  The	  study	  of	  meiosis	  is	  of	  great	  significance	  medically	  as	  it	  is	  highly	  error	  prone	  in	  humans,	  particularly	  in	  females	  where	  aneuploidy	  originated	  during	  meiosis	  is	  thought	  to	  be	  the	  leading	  cause	  of	  spontaneous	  abortions,	  and	  causes	  genetic	  abnormalities	  and	  sterility	  in	  high	  frequencies.	  Analysis	  of	  human	  karyotypes	  from	  embryos	  at	  various	  developmental	  stages	  reveals	  the	  extent	  to	  which	  meiosis	  fails	  to	  occur	  properly.	  It	  is	  not	  possible	  to	  generate	  data	  accurately	  earlier	  than	  6	  weeks	  of	  gestation,	  however,	  between	  6	  and	  20	  weeks	  of	  gestation	  aneuploidy	  was	  detected	  in	  a	  staggering	  ~35%	  of	  clinically	  recognised	  spontaneous	  abortions.	  Later	  in	  pregnancy	  abnormal	  karyotypes	  were	  also	  high	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a	  ~4%	  of	  stillbirths,	  and	  ~0.3%	  of	  live	  births,	  carrying	  an	  abnormal	  karyotype	  (Hassold	  and	  Hunt,	  2001).	  	  	  The	  vast	  majority	  of	  aneuploidies	  are	  incompatible	  with	  life,	  however	  there	  are	  five	  trisomies	  that	  can	  be	  tolerated.	  Trisomy	  21,	  known	  as	  Down’s	  syndrome,	  and	  trisomies	  of	  the	  sex	  chromosomes,	  Kleinfelter’s	  syndrome	  (XXY)	  and	  Triple	  X	  syndrome	  (XXX)	  all	  have	  very	  high	  survivabilities,	  though	  cause	  an	  array	  of	  disorders	  with	  varying	  severities.	  Turner’s	  syndrome	  (XO)	  in	  which	  one	  X	  chromosome	  is	  missing	  presents	  another	  configuration	  of	  aneuploidy	  that	  can	  be	  tolerated	  to	  adulthood.	  Trisomies	  of	  chromosomes	  13	  and	  18,	  called	  Patau	  syndrome	  and	  Edwards	  syndrome	  respectively,	  however	  have	  a	  very	  poor	  prognosis,	  with	  more	  than	  80%	  of	  children	  with	  trisomy	  13	  dying	  in	  the	  first	  year,	  and	  even	  lower	  survival	  for	  infants	  with	  trisomy	  18.	  In	  the	  case	  of	  Down’s	  syndrome	  it	  has	  been	  long	  acknowledged	  that	  the	  incidence	  rises	  with	  increasing	  maternal	  age	  (Hassold	  et	  al.,	  2007;	  Yoon	  et	  al.,	  1996).	  It	  is	  unclear	  how	  and	  why	  there	  are	  such	  high	  levels	  of	  nondisjunction	  in	  human	  meiosis,	  but	  hopefully	  continuing	  study	  of	  this	  topic	  can	  yield	  insights	  that	  may	  lead	  to	  treatment	  of	  conditions	  such	  as	  human	  infertility,	  as	  well	  as	  illuminating	  the	  mechanisms	  underlying	  a	  fundamental	  biological	  process.	  	  
1.2.2	  C.	  elegans	  as	  a	  model	  organism	  for	  investigating	  meiosis	  Research	  into	  meiosis	  in	  humans	  poses	  two	  major	  difficulties;	  the	  ethical	  barriers	  to	  working	  with	  human	  tissues,	  and	  the	  scarcity	  of	  human	  meiotic	  cells,	  in	  particular	  oocytes.	  In	  addition	  to	  this,	  in	  females,	  meiotic	  prophase	  I	  begins	  in	  the	  embryo	  at	  around	  5	  months	  post	  implantation,	  after	  which	  time	  the	  oocytes	  are	  arrested,	  going	  on	  to	  complete	  meiosis	  I	  and	  II	  at	  ovulation	  and	  fertilization,	  greatly	  limiting	  the	  window	  of	  study.	  For	  this	  reason,	  it	  is	  necessary	  to	  employ	  the	  use	  of	  a	  number	  of	  divergent	  model	  organisms,	  through	  which	  evolutionarily	  conserved	  meiotic	  processes	  can	  be	  investigated.	  One	  such	  organism	  is	  the	  nematode	  C.	  elegans,	  first	  proposed	  as	  a	  model	  organism	  by	  Sydney	  Brenner	  in	  1974	  (Brenner,	  1974).	  C.	  elegans	  has	  the	  advantages	  of	  many	  model	  organisms:	  it	  is	  fast	  growing,	  providing	  an	  easily	  maintainable	  stock	  of	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animals	  which	  are	  highly	  amenable	  to	  molecular	  techniques.	  In	  addition	  to	  this,	  the	  adult	  worms	  have	  two	  large	  compartmentalised	  germline	  syncytia	  in	  which	  hundreds	  of	  nuclei	  are	  undergoing	  meiosis.	  An	  exceptional	  feature	  of	  the	  C.	  
elegans	  germline	  is	  that	  it	  is	  arranged	  in	  such	  a	  way	  as	  to	  provide	  a	  complete	  time	  course	  of	  meiosis,	  so	  the	  stage	  of	  meiosis	  that	  a	  nucleus	  is	  undergoing	  can	  be	  identified	  by	  its	  position	  within	  the	  gonad.	  	  Most	  C.	  elegans	  individuals	  carry	  two	  X	  chromosomes	  and	  are	  self-­‐fertilising	  hermaphrodites,	  a	  feature	  that	  enables	  large	  numbers	  of	  animals	  to	  be	  generated	  rapidly.	  Early	  in	  its	  lifecycle,	  the	  worm	  produces	  sperm	  which	  is	  stored	  in	  a	  sack	  called	  the	  spermatheca.	  Later	  on	  in	  development,	  sperm	  production	  is	  switched	  to	  production	  of	  oocytes,	  which	  are	  fertilised	  as	  they	  are	  pushed	  through	  the	  spermatheca.	  Males,	  of	  genotype	  XO,	  exist	  in	  the	  population	  at	  very	  low	  frequencies	  (about	  0.1%	  of	  the	  population)	  due	  to	  missegregation	  of	  the	  X	  chromosome	  during	  meiosis.	  	  The	  germline	  can	  be	  segmented	  into	  four	  distinct	  zones	  based	  upon	  position	  and	  the	  cytological	  features	  of	  the	  nuclei	  within	  them	  (Fig	  2).	  The	  distal	  tip	  of	  the	  germline	  contains	  a	  pool	  of	  undifferentiated,	  mitotically-­‐dividing	  nuclei	  that	  provides	  a	  flow	  of	  nuclei	  that	  will	  differentiate	  into	  spermatocytes	  and	  oocytes.	  Once	  these	  mitotically-­‐dividing	  nuclei	  have	  moved	  sufficiently	  far	  from	  the	  stem	  cell	  at	  the	  tip	  of	  the	  germline,	  they	  undergo	  meiotic	  S-­‐phase.	  The	  mitotic	  tip	  of	  the	  germline	  is	  followed	  by	  a	  region	  known	  as	  	  transition	  zone,	  which	  corresponds	  to	  the	  leptotene/zygotene	  stages	  of	  meiotic	  prophase	  I,	  when	  chromosome	  pairing	  occurs.	  The	  third	  germline	  zone	  corresponds	  to	  pachytene,	  in	  which	  meiotic	  recombination	  is	  completed	  yielding	  inter-­‐homologue	  crossover	  events.	  The	  fourth	  zone	  of	  the	  germline	  comprises	  nuclei	  at	  the	  stages	  of	  diplotene	  and	  diakinesis,	  with	  chromosomes	  undergoing	  substantial	  compaction	  and	  revealing	  the	  resolved	  bivalent	  structure.	  Finally,	  fertilisation	  triggers	  the	  meiotic	  divisions.	  	  The	  meiotic	  pathways	  that	  are	  analogous	  between	  humans	  and	  C.	  elegans	  are	  becoming	  increasing	  well	  characterised,	  and	  in	  the	  following	  sections	  there	  will	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be	  an	  outline	  of	  the	  current	  understanding	  of	  the	  mechanisms	  and	  regulation	  of	  meiosis	  and	  where	  possible,	  details	  of	  the	  peculiarities	  of	  this	  model	  organism’s	  meiotic	  cycle	  will	  be	  included.	  	  
1.2.3	  Initiation	  of	  Meiosis	  To	  begin	  meiosis,	  key	  regulatory	  genes	  must	  be	  expressed	  causing	  cells	  to	  transition	  from	  the	  G1	  phase	  of	  the	  mitotic	  cell	  cycle	  into	  the	  meiotic	  program.	  The	  exact	  mechanism	  by	  which	  this	  is	  achieved	  varies	  across	  organisms.	  In	  the	  unicellular	  Saccharomyces	  cerevisiae	  (S.	  cerevisiae)	  entry	  into	  meiosis	  is	  triggered	  by	  changes	  in	  the	  nutritional	  content	  of	  their	  environment.	  At	  the	  onset	  of	  meiosis,	  signals	  such	  as	  an	  increase	  in	  nitrogen	  (Kassir	  et	  al.,	  1988)	  or	  decrease	  in	  glucose	  (Gray	  et	  al.,	  2008)	  cause	  the	  transcriptional	  regulation	  of	  two	  genes;	  IME1,	  a	  transcription	  factor,	  and	  IME2,	  a	  Ser/Thr	  kinase.	  Transcription	  of	  these	  genes	  triggers	  entry	  into	  meiosis	  with	  the	  initiation	  of	  DNA	  replication	  and	  expression	  of	  later	  meiotic	  genes	  (Honigberg	  and	  Purnapatre,	  2003).	  Multicellular	  organisms	  have	  developed	  more	  diverse	  mechanisms	  by	  which	  to	  initiate	  meiotic	  entry.	  In	  C.	  elegans	  a	  single	  primordial	  stem	  cell,	  or	  distal	  tip	  cell	  (DTC),	  found	  at	  the	  distal	  tip	  of	  the	  germline,	  proliferates	  mitotically.	  This	  cell	  promotes	  mitotic	  proliferation	  in	  the	  adjacent	  region	  of	  the	  germline	  by	  GLP-­‐1/Notch	  signalling,	  inhibiting	  differentiation	  and	  creating	  a	  somatic	  niche.	  As	  nuclei	  are	  physically	  pushed	  away	  from	  the	  tip	  by	  DTC	  proliferation,	  they	  move	  through	  a	  signalling	  gradient,	  and	  the	  decreasing	  levels	  of	  GLP-­‐1/Notch	  initiate	  entry	  into	  the	  meiotic	  cell	  cycle	  (Crittenden	  et	  al.,	  2003).	  In	  mice,	  intrinsic	  factors	  such	  as	  the	  RNA-­‐binding	  protein	  DAZL	  enables	  postmigratory	  germ	  cells	  to	  respond	  to	  the	  vital	  extrinsic	  inducer,	  retinoic	  acid	  (RA),	  initiating	  meiosis	  (Bowles	  et	  al.,	  2006;	  Lin	  et	  al.,	  2008).	  	  
1.2.4	  Meiotic	  S-­‐phase	  As	  with	  mitosis,	  the	  onset	  of	  meiosis,	  begins	  with	  DNA	  replication.	  However,	  meiotic	  S-­‐phase	  takes	  place	  more	  slowly	  than	  its	  mitotic	  equivalent	  in	  yeast	  (Williamson	  et	  al.,	  1983),	  C.	  elegans	  (Jaramillo-­‐Lambert	  et	  al.,	  2007)	  and	  mammals	  (Sung	  et	  al.,	  1986).	  The	  reasons	  for	  this	  are	  not	  fully	  understood,	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however,	  it	  may	  be	  that	  chromosomes	  need	  to	  acclimatise	  in	  preparation	  for	  meiosis-­‐specific	  events,	  such	  as	  the	  inter-­‐homologue	  repair	  necessary	  for	  CO	  formation.	  In	  support	  of	  this,	  the	  length	  of	  pre-­‐meiotic	  S-­‐phase	  in	  S.	  cerevisiae	  is	  significantly	  reduced	  if	  recombination	  is	  prevented	  from	  occurring	  (Cha	  et	  al.,	  2000).	  Similarly,	  blocking	  meiotic	  replication,	  in	  yeast,	  prevents	  double-­‐strand	  break	  formation,	  and	  delaying	  replication	  of	  a	  chromosomal	  region	  delays	  break	  formation	  in	  that	  particular	  segment	  (Borde	  et	  al.,	  2000).	  However,	  this	  is	  not	  universal	  for	  all	  organisms.	  In	  S.	  pombe	  delay	  or	  inhibition	  of	  DNA	  replication	  has	  no	  effect	  on	  DSB	  formation	  (Murakami	  and	  Nurse,	  2001).	  In	  C.	  elegans	  different	  regions	  of	  the	  genome	  replicate	  at	  different	  times	  from	  one	  another.	  In	  particular,	  the	  X	  chromosome,	  which	  is	  more	  heterochromatic	  than	  the	  autosomes	  during	  meiosis,	  replicates	  much	  later	  in	  S-­‐phase	  (Jaramillo-­‐Lambert	  et	  al.,	  2007).	  	  In	  mitosis,	  genetically	  inactive	  heterochromatin	  replicates	  late	  during	  S	  phase,	  in	  mammalian	  cell	  culture	  (Dutrillaux	  et	  al.,	  1976;	  Holmquist	  et	  al.,	  1982).	  These	  data	  suggest	  that	  chromatin	  modifications	  and	  DNA	  topology	  influence	  replication	  timing.	  	  For	  the	  proper	  segregation	  of	  chromosomes	  in	  the	  meiotic	  divisions,	  it	  is	  critical	  that	  sister	  chromatid	  cohesion	  (SCC)	  is	  established	  during	  S-­‐phase.	  This	  holds	  sister	  chromatids	  together,	  providing	  the	  tension	  necessary	  to	  enable	  correct	  chromosome	  orientation	  at	  metaphase	  I.	  This	  will	  be	  discussed	  in	  detail	  in	  the	  later	  sections	  of	  this	  chapter.	  	  
1.2.5	  Homologous	  chromosome	  pairing	  As	  mentioned	  earlier,	  the	  first	  meiotic	  division	  is	  reductional,	  separating	  homologous	  chromosomes	  from	  one	  another	  rather	  that	  sister	  chromatids,	  as	  would	  be	  the	  case	  in	  mitosis.	  In	  order	  that	  this	  occurs,	  it	  is	  vital	  that	  each	  chromosome	  locates	  and	  pairs	  with	  its	  homologous	  partner.	  The	  manner	  in	  which	  this	  is	  achieved	  is	  still	  a	  matter	  of	  lively	  debate	  and	  diverse	  mechanisms	  have	  been	  elucidated	  in	  different	  organisms.	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A	  physical	  characteristic	  often	  associated	  with	  homologue	  pairing,	  is	  the	  formation	  of	  a	  chromosome	  bouquet	  (Scherthan	  et	  al.,	  1996).	  The	  telomeres	  of	  chromosomes	  are	  restricted	  in	  a	  tight	  cluster	  on	  the	  nuclear	  envelope.	  This	  is	  thought	  to	  confine	  the	  area	  in	  which	  chromosomes	  are	  present,	  thereby	  improving	  the	  chances	  of	  homologues	  locating	  one	  another	  (Rockmill	  and	  Roeder,	  1998).	  The	  bouquet	  structure	  itself	  is	  conserved	  in	  many	  model	  organisms,	  however,	  there	  are	  differences	  in	  the	  mechanisms	  by	  which	  it	  is	  formed	  amongst	  the	  different	  species.	  For	  example,	  in	  mammals,	  initially	  centromeric	  regions	  attach	  to	  the	  nuclear	  envelope	  and	  the	  telomeres	  are	  subsequently	  gathered	  in.	  In	  S.	  pombe	  however,	  the	  bouquet	  is	  directly	  linked	  to	  the	  spindle	  pole	  body	  (SPB).	  This	  SPB	  attachment	  leads	  to	  dynein	  driven	  oscillations	  in	  which	  the	  nucleus	  is	  pulled	  back	  and	  forth	  across	  the	  cell	  (Davis	  and	  Smith,	  2006).	  The	  importance	  of	  the	  bouquet	  is	  given	  further	  credence	  by	  the	  fact	  that	  mutations	  affecting	  its	  formation	  cause	  aberrant	  pairing.	  In	  addition	  to	  this,	  they	  cause	  polypolar	  and	  mislocalised	  spindles,	  indicating	  that	  there	  are	  high	  levels	  of	  signalling	  between	  chromosomes	  and	  the	  SPB.	  However,	  recent	  investigations	  in	  budding	  yeast	  show	  that	  pairing	  is	  actually	  promoted	  by	  telomere-­‐led	  chromosome	  movement,	  while	  the	  bouquet	  per	  se	  contributes	  little	  to	  pairing	  (Lee	  et	  al.,	  2012).	  Furthermore,	  in	  many	  organisms	  full	  pairing	  requires	  the	  initiation	  of	  meiotic	  recombination,	  since	  mutations	  that	  affect	  DSB	  formation	  and	  recombination	  affect	  the	  ability	  of	  homologous	  chromosomes	  to	  locate	  their	  partners	  (Loidl	  et	  al.,	  1994).	  	  In	  C.	  elegans	  the	  link	  between	  pairing	  and	  a	  polarised	  configuration	  of	  chromosomes	  during	  early	  meiotic	  prophase	  has	  long	  been	  recognised.	  Analysis	  of	  mutants	  lacking	  the	  worm	  homologue	  of	  the	  Chk2	  kinase	  showed	  that	  chromosomes	  failed	  to	  acquire	  the	  characteristic	  clustered	  formation	  typical	  of	  the	  transition	  zone	  of	  the	  germline,	  and	  that	  there	  was	  an	  concurrent	  failure	  of	  homologue	  pairing,	  suggesting	  a	  mechanistic	  link	  between	  the	  two	  events	  (MacQueen	  and	  Villeneuve,	  2001).	  Recently,	  the	  asymmetric	  organisation	  of	  chromosomes	  in	  the	  transition	  zone	  has	  been	  implicated	  as	  analogous	  to	  the	  chromosome	  bouquet	  in	  other	  organisms.	  The	  polarisation	  of	  chromosomes	  in	  
C.	  elegans	  has	  been	  shown	  to	  be	  actively	  driven	  by	  the	  molecular	  attachment	  of	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their	  ends	  to	  the	  nuclear	  envelope	  via	  a	  protein	  bridge	  comprised	  of	  the	  SUN-­‐1	  and	  ZYG-­‐12	  proteins.	  This	  bridge	  spans	  the	  nuclear	  envelope	  and	  allows	  cytoskeletal	  forces	  to	  be	  transmitted	  to	  the	  chromosomes,	  moving	  them	  around	  inside	  the	  nucleus,	  facilitating	  the	  homology	  search	  (Minn	  et	  al.,	  2009;	  Penkner	  et	  al.,	  2009;	  Sato	  et	  al.,	  2009).	  However,	  unlike	  the	  bouquet	  configuration	  in	  most	  other	  organisms,	  in	  C.	  elegans	  only	  a	  single	  chromosomal	  end	  attaches	  to	  the	  nuclear	  envelope.	  This	  is	  mediated	  through	  specific	  chromosomal	  regions,	  known	  as	  the	  pairing	  centres	  (PC),	  which	  interact	  with	  four	  related	  proteins	  containing	  two	  zinc-­‐finger	  domains	  which	  bind	  to	  the	  PC	  in	  a	  sequence-­‐specific	  manner	  (Phillips	  et	  al.,	  2009).	  These	  movements	  bring	  different	  chromosomes	  into	  close	  proximity	  with	  one	  another	  enabling	  homology	  to	  be	  assessed.	  Once	  homologues	  have	  found	  their	  partner,	  the	  interaction	  is	  stabilised	  by	  the	  formation	  of	  the	  synaptonemal	  complex	  (Harper	  et	  al.,	  2011;	  Wynne	  et	  al.,	  2012).	  	  	  	  	  
1.2.6	  Synapsis	  An	  obvious	  cytological	  feature	  of	  meiosis	  is	  the	  synaptonemal	  complex	  (SC).	  It	  is	  a	  supramolecular	  proteinaceous	  structure,	  which	  localises	  between	  homologous	  pairs	  of	  chromosomes,	  in	  a	  process	  known	  as	  synapsis.	  Electron	  microscopy	  (EM)	  reveals	  the	  SC	  to	  be	  a	  “zipper-­‐like”	  assembly	  that	  bridges	  homologues,	  holding	  them	  100nm	  apart	  (Moses	  et	  al.,	  1975).	  It	  is	  thought	  that	  the	  SC	  stabilises	  the	  alignment	  between	  homologous	  chromosomes	  and	  provides	  a	  scaffold	  upon	  which	  to	  load	  the	  recombination	  proteins	  required	  at	  the	  later	  stages	  of	  meiosis.	  The	  SC	  is	  comprised	  of	  two	  major	  components,	  the	  axial	  element	  (AE)	  and	  the	  central	  element	  (CE).	  Linear	  arrays	  of	  chromatin	  loops	  are	  anchored	  to	  the	  AE	  that	  forms	  along	  the	  length	  of	  sister	  chromatid	  pairs.	  As	  meiosis	  proceeds	  the	  AEs	  of	  homologous	  chromosomes	  converge	  with	  the	  CE	  connecting	  the	  two	  (Bardhan,	  2010).	  	  In	  S.	  cerevisiae	  the	  AE	  is	  consists	  of	  Red1	  (Smith	  and	  Roeder,	  1997)	  and	  Hop1	  (Hollingsworth	  et	  al.,	  1990).	  Homologues	  of	  these	  two	  proteins	  have	  been	  discovered	  in	  other	  organisms,	  although	  there	  is	  a	  degree	  of	  divergence	  across	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species.	  In	  C.	  elegans,	  him-­‐3	  was	  the	  first	  identified	  Hop1	  homologue	  (Zetka	  et	  al.,	  1999),	  but	  in	  addition	  to	  this	  there	  are	  three	  him-­‐3	  paralogues:	  htp-­‐1,	  htp-­‐2	  (Couteau	  and	  Zetka,	  2005;	  Martinez-­‐Perez	  et	  al.,	  2008;	  Martinez-­‐Perez	  and	  Villeneuve,	  2005)	  and	  htp-­‐3	  (Goodyer	  et	  al.,	  2008;	  Severson	  et	  al.,	  2009),	  which	  have	  some	  functionally	  analogous	  roles	  and	  some	  roles	  which	  are	  distinct	  from	  Hop1.	  Formation	  of	  the	  AE	  on	  chromosomes	  takes	  place	  early	  in	  prophase	  I	  and	  requires	  that	  the	  cohesin	  complex	  is	  loaded	  onto	  chromatin	  (Klein	  et	  al.,	  1999),	  with	  components	  of	  the	  AE	  interacting	  directly	  with	  the	  cohesin	  subunits	  SMC1	  and	  SMC3	  in	  mice	  (Eijpe	  et	  al.,	  2000).	  A	  recent	  study	  in	  C.	  elegans	  has	  shown	  that	  HTP-­‐3	  and	  cohesin	  are	  dependent	  on	  one	  another	  for	  their	  loading,	  reinforcing	  the	  connection	  between	  the	  AE	  and	  cohesin.	  	  Once	  homologous	  chromosomes,	  with	  their	  AE	  proteins	  associated,	  locate	  their	  partners,	  the	  interaction	  between	  them	  is	  stabilised	  by	  proteins	  linking	  the	  two	  AEs.	  The	  loading	  of	  CE	  “zips”	  the	  AEs	  together,	  creating	  the	  tripartite	  SC.	  In	  budding	  yeast	  the	  protein	  responsible	  for	  this	  is	  Zip1	  (Sym	  et	  al.,	  1993).	  In	  C.	  
elegans	  the	  proteins	  that	  comprise	  the	  CE	  are	  the	  SYP	  proteins	  (Colaiacovo	  et	  al.,	  2003;	  MacQueen	  et	  al.,	  2002;	  Smolikov	  et	  al.,	  2007;	  Smolikov	  et	  al.,	  2009).	  Synapsis	  initiates	  at	  the	  PCs	  and	  the	  SC	  polymerises	  along	  the	  length	  of	  chromosomes	  in	  a	  highly	  processive	  manner	  that	  can	  even	  link	  non-­‐homologous	  chromosomes	  of	  varying	  lengths	  (MacQueen	  et	  al.,	  2005).	  In	  S.	  cerevisiae,	  plants	  and	  mammals	  the	  induction	  of	  DSBs	  is	  required	  for	  the	  initiation	  of	  SC	  assembly	  (Zickler	  and	  Kleckner,	  1999).	  However,	  in	  both	  C.	  elegans	  and	  Drosophila	  SC	  formation	  is	  independent	  of	  recombination	  (Dernburg	  et	  al.,	  1998;	  MacQueen	  et	  al.,	  2002;	  MacQueen	  et	  al.,	  2005).	  In	  C.	  elegans	  this	  is	  possibly	  due	  to	  the	  PCs	  stabilising	  the	  interaction	  between	  homologous	  chromosomes	  (Colaiacovo	  et	  al.,	  2003;	  Dernburg	  et	  al.,	  1998;	  MacQueen	  et	  al.,	  2005).	  	  	  
1.2.7	  Recombination	  A	  striking	  difference	  between	  mitosis	  and	  meiosis	  is	  the	  programmed	  generation	  of	  DSBs	  throughout	  the	  genome	  in	  meiotic	  prophase	  I.	  This	  is	  the	  initial	  step	  required	  for	  meiotic	  recombination	  (Sun	  et	  al.,	  1989).	  A	  number	  of	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these	  DSBs	  will	  go	  on	  to	  form	  double	  Holliday	  junctions	  and	  ultimately	  be	  resolved	  as	  COs.	  At	  least	  one	  CO	  is	  required	  per	  homologue	  pair	  as	  they	  provide	  the	  basis	  for	  chiasmata,	  the	  physical	  link	  between	  homologous	  chromosomes	  that	  become	  visible	  towards	  the	  end	  of	  meiotic	  prophase	  I.	  However,	  more	  recombination	  events	  are	  initiated	  than	  COs	  formed,	  so	  many	  DSBs	  are	  repaired	  by	  pathways	  that	  do	  not	  yield	  COs.	  	  	  There	  are	  two	  key	  essential	  consequences	  of	  the	  formation	  of	  COs.	  Firstly,	  the	  DNA	  molecules	  of	  homologous	  chromosomes	  become	  tethered	  to	  one	  another,	  and	  around	  these	  linkages	  crucial	  remodelling	  events	  can	  occur,	  leading	  to	  the	  breakdown	  of	  the	  SC	  and	  ultimately	  the	  alignment	  of	  chromosomes	  on	  the	  metaphase	  plate.	  Secondly,	  the	  exchange	  of	  genetic	  material	  between	  chromosomes	  creates	  new	  allele	  combinations	  in	  the	  gametes,	  ensuring	  genetic	  variation	  in	  each	  subsequent	  generation,	  driving	  population	  diversity	  and	  consequently	  evolution.	  	  (See	  Fig.	  3	  for	  a	  summary	  of	  the	  events	  and	  key	  proteins	  involved	  in	  recombination)	  	  
1.2.7.1	  DSB	  generation	  Recombination	  begins	  with	  the	  generation	  of	  DSBs	  by	  the	  highly	  conserved	  type	  II	  topoisomerase-­‐like	  protein	  Spo11	  (Bergerat	  et	  al.,	  1997;	  Keeney	  et	  al.,	  1997;	  Sun	  et	  al.,	  1989).	  Spo11	  is	  thought	  to	  act	  as	  a	  dimer,	  with	  the	  two	  molecules	  of	  Spo11	  binding	  covalently	  to	  DNA	  breaking	  each	  strand	  simultaneously	  (Bergerat	  et	  al.,	  1997;	  Keeney	  et	  al.,	  1997;	  Keeney	  and	  Neale,	  2006).	  A	  number	  of	  additional	  auxiliary	  proteins	  have	  been	  discovered,	  involved	  in	  the	  signalling,	  recruitment	  and	  stabilisation	  of	  Spo11	  at	  the	  DSB	  site,	  and	  involved	  in	  the	  further	  processing	  of	  the	  break.	  The	  action	  of	  Spo11	  preferentially	  targets	  DSBs	  to	  restricted	  regions	  of	  the	  genome,	  known	  as	  recombination	  hotspots	  (Gerton	  et	  al.,	  2000;	  Symington	  et	  al.,	  1991).	  Hotspot	  usage	  varies	  between	  individuals,	  and	  is	  thought	  to	  be	  influenced	  by	  sequence	  identity,	  chromatin	  structure,	  DNA	  topology	  and	  condensation	  (Baudat	  et	  al.,	  2010;	  Buard	  et	  al.,	  2009;	  Robine	  et	  al.,	  2007).	  In	  worms,	  global	  crossover	  distribution	  has	  been	  shown	  to	  be	  affected	  by	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mutations	  in	  the	  chromatin	  factor,	  X	  non-­‐disjunction	  factor	  1,	  xnd-­‐1,	  probably	  by	  altering	  the	  pattern	  of	  histone	  modifications	  (Wagner	  et	  al.,	  2010).	  In	  addition	  to	  this,	  condensin	  affects	  the	  distribution	  of	  DSB	  and	  ultimately	  CO	  location	  (Mets	  and	  Meyer,	  2009;	  Tsai	  et	  al.,	  2008)	  and,	  finally,	  the	  AE	  protein	  HTP-­‐3	  is	  required	  not	  only	  for	  cohesin	  loading,	  but	  also	  for	  the	  formation	  of	  DSBs,	  demonstrating	  a	  link	  between	  the	  three	  processes	  of	  AE	  assembly,	  cohesin	  loading	  and	  DSB	  formation,	  in	  C.	  elegans	  (Goodyer	  et	  al.,	  2008;	  Severson	  et	  al.,	  2009).	  	  
1.2.7.2	  DSB	  resection	  In	  order	  for	  a	  DSB	  to	  be	  processed	  as	  a	  CO	  product,	  the	  Spo11	  covalently	  bound	  to	  the	  DNA,	  must	  be	  removed	  from	  the	  break	  site	  (Bergerat	  et	  al.,	  1997;	  Keeney	  et	  al.,	  1997).	  This	  requires	  the	  MRX	  complex,	  comprised	  of	  Mre11,	  Rad50	  and	  Xrs2,	  and	  consequently,	  if	  these	  components	  are	  missing	  there	  is	  an	  accumulation	  of	  unprocessed	  Spo11	  “breaks”	  (Alani	  et	  al.,	  1990;	  Tsubouchi	  and	  Ogawa,	  1998).	  The	  initial	  step	  of	  processing	  Spo11	  DSBs	  involves	  endonucleolytic	  cleavage	  of	  the	  DNA	  behind	  the	  bound	  Spo11	  molecules,	  releasing	  Spo11	  bound	  to	  a	  short	  oligonucleotide	  (Neale	  et	  al.,	  2005).	  The	  MRX	  complex	  and	  Sae2/Com1	  are	  required	  for	  this	  cleavage	  step	  (Alani	  et	  al.,	  1990;	  McKee	  and	  Kleckner,	  1997;	  Prinz	  et	  al.,	  1997;	  Tsubouchi	  and	  Ogawa,	  1998).	  After	  this	  initial	  step,	  the	  dsDNA	  on	  either	  side	  of	  the	  break	  site	  is	  resected	  5’	  to	  3’,	  resulting	  in	  overhanging	  ssDNA.	  The	  protein	  believed	  to	  be	  responsible	  for	  this	  is	  the	  exonuclease	  Exo1	  (Tsubouchi	  and	  Ogawa,	  2000;	  Zakharyevich	  et	  al.,	  2010).	  	  
1.2.7.3	  Strand	  invasion	  Once	  resection	  has	  taken	  place,	  strand	  exchange	  proteins	  can	  bind	  to	  the	  ssDNA,	  forming	  helical	  nucleoprotein	  filaments.	  These	  structures,	  once	  stabilised,	  produce	  single	  end	  invasions	  (SEIs),	  which	  carry	  out	  the	  search	  for	  a	  homologous	  target	  sequence	  and	  catalyse	  strand	  exchange	  (Hunter	  and	  Kleckner,	  2001).The	  invasion	  by	  ssDNA	  of	  a	  neighbouring	  chromosome	  causes	  the	  formation	  of	  a	  displacement	  loop	  (D-­‐loop).	  This	  process	  initially	  requires	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replication	  protein	  A	  (RPA)	  (Sung	  and	  Robberson,	  1995),	  which	  is	  then	  displaced	  by	  two	  RecA-­‐like	  strand	  exchange	  proteins,	  which	  produce	  the	  nucleoprotein	  filaments	  capable	  of	  carrying	  of	  homology	  search.	  These	  are	  the	  meiosis-­‐specific	  recombinases	  Dmc1	  and	  Rad51,	  which	  function	  both	  in	  mitosis	  and	  meiosis	  (Aboussekhra	  et	  al.,	  1992;	  Bishop	  et	  al.,	  1992;	  Shinohara	  et	  al.,	  1992).	  In	  C.	  elegans,	  where	  there	  is	  no	  Dmc1	  homologue,	  and	  Rad51	  appears	  to	  carry	  out	  the	  roles	  of	  Dmc1	  (Alpi	  et	  al.,	  2003;	  Rinaldo	  et	  al.,	  1998).	  	  
1.2.7.4	  Partner	  choice	  In	  order	  for	  chiasmata	  formation	  to	  occur	  it	  is	  essential	  that	  inter-­‐homologue	  COs	  are	  generated.	  Therefore,	  there	  must	  be	  a	  repair	  bias	  in	  meiosis,	  whereby	  interhomologue	  strand	  invasion	  is	  promoted	  and	  inter-­‐sister	  repair	  inhibited,	  with	  the	  inverse	  being	  true	  in	  mitosis.	  In	  yeast,	  interactions	  between	  Dmc1	  and	  the	  Mnd1-­‐Hop2	  complex,	  play	  a	  key	  role	  in	  ensuring	  that	  strand	  invasion	  occurs	  between	  homologues	  (Henry	  et	  al.,	  2006).	  In	  addition	  to	  the	  role	  of	  strand	  exchange	  proteins	  in	  partner	  choice,	  the	  AE	  component	  Hop1	  is	  involved	  in	  a	  checkpoint-­‐like	  mechanism	  ensuring	  interhomologue	  repair	  occurs.	  A	  key	  role	  of	  Hop1	  is	  to	  prevent	  non-­‐homologous	  synapsis	  (Latypov	  et	  al.,	  2010),	  but	  in	  addition	  to	  this	  it	  has	  been	  shown	  that	  its	  phosphorylation	  by	  the	  checkpoint	  kinases	  Mec1	  and	  Tel1	  is	  required	  to	  ensure	  inter-­‐homologue	  recombination	  in	  meiosis	  (Carballo	  et	  al.,	  2008).	  In	  C.	  elegans,	  the	  AE	  component	  and	  Hop1	  homologue	  HTP-­‐1	  has	  also	  been	  proposed	  to	  prevent	  the	  repair	  of	  meiotic	  DSBs	  between	  sister	  chromatids,	  probably	  by	  promoting	  a	  bias	  towards	  inter-­‐homologue	  repair,	  thus	  ensuring	  chiasmata	  formation	  (Martinez-­‐Perez	  and	  Villeneuve,	  2005).	  	  
1.2.7.5	  ZMM	  crossover	  pathway	  Once	  a	  SEI	  has	  been	  stabilised,	  the	  DSBs	  can	  be	  re-­‐ligated	  to	  form	  a	  double	  Holliday	  junction	  (Schwacha	  and	  Kleckner,	  1995).	  This	  is	  then	  thought	  to	  be	  cleaved	  in	  an	  asymmetric	  manner	  by	  an,	  as	  yet,	  unknown	  resolvase	  finalising	  the	  CO	  event.	  Key	  for	  these	  processing	  steps	  are	  a	  group	  of	  interacting	  proteins	  collectively	  known	  as	  the	  ZMM	  complex.	  This	  complex	  is	  composed	  of	  Zip1-­‐4,	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Msh4,	  Msh5	  and	  Mer3.	  The	  consequence	  of	  lacking	  any	  of	  these	  proteins	  is	  a	  situation	  where	  the	  quantity	  of	  DSBs	  that	  are	  generated	  is	  normal,	  but	  the	  number	  of	  COs	  that	  result	  is	  severely	  reduced	  (Borner	  et	  al.,	  2004).	  Mer3	  with	  the	  Msh4-­‐Msh5	  heterodimer	  functions	  to	  promote	  or	  stabilise	  strand	  invasion,	  with	  the	  helicase	  Mer3	  thought	  to	  be	  involved	  in	  assisting	  strand	  invasion	  between	  Dmc1	  or	  Rad51	  coated	  ssDNA	  (Mazina	  et	  al.,	  2004),	  while	  Msh4-­‐Msh5	  appear	  to	  stabilise	  the	  Holliday	  junction	  by	  mobilising	  progenitor	  Holliday	  junctions	  away	  from	  the	  point	  of	  strand	  exchange	  in	  an	  ATP-­‐dependent	  manner	  (Snowden	  et	  al.,	  2004).	  With	  homologous	  chromosomes	  now	  physically	  joined	  by	  a	  CO,	  and	  held	  together	  by	  SCC,	  the	  stage	  is	  set	  for	  the	  meiotic	  divisions	  to	  occur.	  This	  will	  be	  discussed	  in	  detail	  later	  in	  this	  chapter,	  however,	  first	  I	  will	  briefly	  outline	  some	  further	  aspects	  of	  recombination	  and	  the	  repair	  pathways	  used	  in	  meiosis.	  	  
1.2.7.6	  Crossover	  interference	  The	  phenomenon	  of	  crossover	  interference	  refers	  to	  a	  chromosome-­‐wide	  process	  whereby	  CO	  events	  are	  prevented	  from	  occurring	  nearby	  one	  another.	  A	  model	  in	  which	  transmission	  occurs	  along	  the	  SC	  has	  been	  suggested	  (Shinohara	  et	  al.,	  2003),	  however,	  interference	  has	  been	  observed	  before	  the	  formation	  of	  the	  SC	  (Fung	  et	  al.,	  2004).	  Another	  model	  proposes	  that	  changes	  in	  the	  physical	  state	  of	  the	  chromosomes	  occur	  once	  a	  recombination	  intermediate	  becomes	  committed	  to	  forming	  a	  CO	  rather	  than	  NCO.	  Chromosomes	  must	  be	  under	  physical	  stress	  for	  COs	  to	  be	  formed	  and	  once	  a	  recombination	  intermediate	  has	  been	  fated	  to	  become	  a	  CO	  this	  stress	  is	  relieved	  in	  the	  flanking	  regions	  of	  the	  chromosome,	  thereby	  inhibiting	  further	  CO	  formation	  (Borner	  et	  al.,	  2004).	  More	  research	  into	  this	  area	  will	  be	  required	  in	  order	  to	  elucidate	  the	  mechanism	  by	  which	  interference	  is	  achieved.	  	  
1.2.7.7	  Non	  crossover	  pathway	  of	  DSB	  repair	  Crossover	  formation	  requires	  the	  stabilisation	  of	  SEIs	  by	  the	  ZMM	  complex.	  In	  the	  absence	  of	  this	  stabilising	  force	  the	  invading	  strand	  is	  thought	  to	  be	  unable	  to	  maintain	  an	  interaction	  with	  its	  homologous	  duplex	  and	  after	  a	  small	  amount	  
~	  45	  ~	  	  
of	  DNA	  synthesis,	  the	  3’	  overhang	  becomes	  dissociated	  from	  the	  homologue	  and	  reassociates	  with	  the	  5’	  end	  of	  the	  original	  DSB.	  This	  process	  is	  known	  as	  synthesis-­‐dependent	  strand	  annealing	  (SDSA),	  and	  in	  this	  way,	  a	  NCO	  is	  formed	  (Allers	  and	  Lichten,	  2001;	  Lichten,	  2001).	  The	  NCO	  outcome	  of	  DNA	  repair	  can	  be	  promoted	  by	  facilitating	  strand	  displacement	  that	  causing	  the	  SEI	  to	  be	  destabilised.	  The	  RTEL1	  helicase	  has	  been	  shown	  to	  do	  this	  (Barber	  et	  al.,	  2008),	  and	  indeed	  in	  C.	  elegans	  rtel-­‐1	  mutants	  CO	  numbers	  are	  higher	  than	  wild-­‐type,	  as	  most	  DSBs	  are	  repaired	  as	  COs	  (Youds	  et	  al.,	  2010).	  	  
1.2.7.8	  ZMM-­‐independent	  crossover	  pathway	  In	  addition	  to	  the	  ZMM	  repair	  pathway,	  evidence	  exists	  for	  CO	  pathways	  which	  are	  independent	  of	  the	  ZMM	  complex.	  For	  example,	  in	  yeast	  and	  Arabidopsis	  mutants	  lacking	  ZMM	  components,	  some	  residual	  COs	  are	  still	  formed.	  This	  is	  also	  the	  case	  in	  mutant	  mice	  lacking	  the	  MLH1	  protein,	  which	  is	  required	  for	  ZMM	  COs	  (Borner	  et	  al.,	  2004;	  Holloway	  et	  al.,	  2008;	  Mercier	  et	  al.,	  2005).	  The	  endonuclease	  Mus81	  seems	  to	  be	  required	  for	  most	  ZMM-­‐independent	  repair	  (de	  los	  Santos	  et	  al.,	  2003),	  however,	  in	  yeast	  mutants	  lacking	  both	  MUS81	  and	  components	  of	  the	  ZMM	  pathway	  a	  few	  COs	  still	  persist,	  suggesting	  the	  presence	  of	  a	  third	  CO	  repair	  pathway	  (de	  los	  Santos	  et	  al.,	  2003).	  In	  S.	  pombe	  by	  contrast,	  all	  COs	  appear	  to	  require	  MUS81	  for	  their	  repair	  (Boddy	  et	  al.,	  2001),	  and	  in	  C.	  
elegans	  the	  reverse	  appears	  to	  be	  true,	  with	  the	  vast	  majority	  of	  COs	  eliminated	  in	  ZMM	  pathway	  mutants	  (Zalevsky	  et	  al.,	  1999).	  	  	  
1.2.7.9	  Non-­‐homologous	  end	  joining	  (NHEJ)	  pathway	  Another	  way	  in	  which	  DSBs	  can	  be	  repaired	  is	  by	  non-­‐homologous	  end	  joining	  (NHEJ)	  (Moore	  and	  Haber,	  1996),	  requiring	  the	  combined	  action	  of	  the	  Ku	  proteins	  (Doherty	  and	  Jackson,	  2001)	  and	  DNA	  ligase	  IV	  (Wilson	  et	  al.,	  1997).	  This	  repair	  pathway	  can	  take	  place	  in	  the	  absence	  of	  a	  homologous	  template.	  In	  NHEJ,	  ends	  of	  a	  DSB	  or	  even	  ends	  from	  different	  breaks	  are	  ligated	  directly	  to	  one	  another,	  with	  some	  genetic	  information	  being	  lost	  in	  the	  process.	  For	  this	  reason	  it	  is	  preferable	  for	  cells	  to	  use	  a	  HR	  repair	  pathway.	  A	  deleterious	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outcome	  of	  NHEJ	  is	  the	  formation	  of	  chromosome	  fusions	  and	  translocations	  when	  repair	  takes	  place	  between	  DSBs	  on	  different	  chromosomes.	  	  In	  mammalian	  cells,	  NHEJ	  takes	  place	  throughout	  the	  cell	  cycle.	  This	  is	  not	  the	  case	  in	  yeast	  however,	  where	  NHEJ	  is	  highly	  redundant	  and	  HR	  is	  greatly	  favoured	  (Daley	  et	  al.,	  2005).	  The	  use	  of	  the	  NHEJ	  pathway	  in	  C.	  elegans	  is	  limited	  to	  G1	  arrested,	  non-­‐cycling	  somatic	  cells,	  in	  which	  sister	  chromatids	  are	  not	  present	  to	  use	  as	  a	  repair	  template	  (Clejan	  et	  al.,	  2006).	  In	  C.	  elegans	  it	  has	  recently	  been	  shown	  that	  use	  of	  the	  NHEJ	  pathway	  is	  inhibited	  by	  the	  Fanconi	  anaemia	  complex	  during	  meiosis	  (Adamo	  et	  al.,	  2010).	  However,	  if	  repair	  cannot	  be	  undertaken	  by	  HR,	  as	  is	  the	  case	  in	  the	  absence	  of	  RAD-­‐51,	  the	  NHEJ	  pathway	  becomes	  activated	  in	  the	  germline,	  resulting	  in	  the	  formation	  of	  disordered	  chromosome	  masses	  at	  diakinesis	  (Martin	  et	  al.,	  2005).	  	  
1.2.8	  Meiotic	  divisions	  The	  events	  outlined	  above,	  the	  formation	  of	  COs	  together	  with	  SCC	  in	  the	  flanking	  regions,	  provide	  a	  physical	  link	  between	  homologous	  chromosomes,	  known	  as	  chiasmata.	  These	  can	  be	  visualised	  subsequent	  to	  SC	  disassembly	  and	  chromosome	  condensation	  and	  the	  structure	  that	  is	  created	  by	  a	  pair	  of	  homologous	  chromosomes	  attached	  by	  one	  or	  more	  chiasmata	  is	  known	  as	  a	  bivalent.	  The	  proper	  segregation	  of	  chromosomes	  requires	  that	  these	  bivalents	  must	  be	  correctly	  aligned	  on	  the	  metaphase	  plate	  of	  the	  first	  meiotic	  division.	  Then	  at	  anaphase	  I	  onset,	  SCC	  must	  be	  selectively	  released	  allowing	  homologues	  to	  be	  pulled	  to	  opposite	  poles	  of	  the	  forming	  daughter	  cells.	  In	  organisms	  with	  monocentric	  chromosomes	  this	  is	  achieved	  by	  protecting	  SCC	  around	  the	  centromeres	  but	  removing	  it	  from	  the	  chromosome	  arms	  (Hauf	  and	  Watanabe,	  2004;	  Kitajima	  et	  al.,	  2004;	  Kitajima	  et	  al.,	  2006).	  In	  the	  case	  of	  C.	  elegans,	  which	  has	  halocentric	  chromosomes,	  an	  analogous	  strategy	  is	  employed.	  The	  bivalents	  produced	  in	  prophase	  I	  have	  an	  asymmetric	  cruciform	  shape,	  with	  a	  pair	  of	  long	  and	  short	  arms	  (Nabeshima	  et	  al.,	  2005).	  SCC	  is	  lost	  from	  the	  short	  arms,	  but	  maintained	  on	  the	  long	  arms,	  with	  the	  same	  resulting	  effect:	  the	  homologues	  segregate	  to	  opposing	  poles.	  During	  the	  second	  meiotic	  division	  all	  remaining	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SCC	  is	  lost	  and	  this	  allows	  sister	  chromatids	  to	  migrate	  to	  opposite	  spindle	  poles.	  In	  order	  for	  the	  segregation	  of	  chromosomes	  to	  occur,	  clusters	  of	  proteins	  form	  a	  dynamic	  structure	  known	  as	  the	  kinetochore,	  which	  functions	  to	  regulate	  the	  attachment	  of	  microtubules	  to	  the	  meiotic	  chromosomes.	  Unlike	  mitosis,	  during	  metaphase	  I	  sister	  chromatids	  are	  co-­‐oriented	  rather	  than	  bi-­‐oriented	  so	  that	  sisters	  migrate	  together	  to	  the	  same	  spindle	  pole.	  The	  regulation	  of	  this	  process	  will	  be	  discussed	  in	  detail	  later	  in	  the	  chapter.	  
	  
1.3	  Cohesin	  The	  accurate	  segregation	  of	  sister	  chromatids	  to	  opposite	  poles	  of	  the	  cell	  during	  division	  is	  one	  of	  the	  most	  fundamental	  processes	  of	  life.	  For	  this	  to	  occur,	  sister	  chromatids	  must	  be	  physically	  connected	  from	  their	  synthesis	  in	  S-­‐phase	  until	  their	  eventual	  separation	  at	  mitosis	  or	  meiosis.	  Before	  the	  onset	  of	  the	  anaphase	  to	  metaphase	  transition	  the	  kinetochores	  on	  each	  sister	  chromatid	  are	  attached	  to	  microtubules	  which	  pull	  the	  chromosomes	  in	  towards	  opposite	  spindle	  poles	  (Martinez-­‐Perez	  et	  al.,	  2008;	  Riedel	  et	  al.,	  2006).	  Cohesin	  is	  believed	  to	  counteract	  these	  opposing	  forces	  preventing	  the	  sisters	  from	  being	  prematurely	  pulled	  apart.	  Without	  the	  pairwise	  alignment	  of	  chromatids	  on	  the	  mitotic	  spindle	  successful	  segregation	  of	  chromosomes	  would	  not	  be	  possible	  (Nicklas,	  1988).	  The	  crucial	  juxtaposition	  of	  chromosomes,	  mediated	  by	  the	  cohesin	  complex	  results	  from	  an	  adherent	  property	  known	  as	  sister	  chromatid	  cohesion	  (SCC).	  	  
1.3.1	  Cohesin	  complex	  	  In	  mitosis	  the	  cohesin	  complex	  is	  comprised	  of	  two	  structural	  maintenance	  of	  chromosomes	  proteins	  (SMC);	  Smc1	  and	  Smc3,	  and	  two	  non-­‐Smc	  proteins;	  the	  
α-­‐kleisin	  Scc1	  (also	  known	  as	  Mcd1	  or	  Rad21),	  and	  Scc3	  (known	  in	  mammalian	  cells	  as	  SA1	  and	  SA2)	  (Nasmyth	  and	  Haering,	  2009).	  The	  structure	  of	  both	  SMC	  proteins	  is	  that	  of	  a	  50nm	  intermolecular	  antiparallel	  coiled	  coil,	  forming	  a	  rod	  shape	  with	  a	  hinge	  domain	  and	  nucleotide-­‐binding	  domain	  (NBD)	  at	  either	  end	  (Haering	  et	  al.,	  2002;	  Hirano	  and	  Hirano,	  2002).	  SMC1	  and	  SMC3	  interact	  at	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their	  hinge	  domains,	  leading	  to	  the	  formation	  of	  V-­‐shaped	  heterodimers	  with	  their	  nucleotide	  binding	  domains	  (NBDs)	  at	  the	  end	  of	  each	  coiled	  arm	  (Melby	  et	  al.,	  1998).	  The	  NBD	  of	  SMC1	  is	  bound	  to	  the	  N-­‐terminal	  of	  SCC1	  whereas	  that	  of	  SMC3	  is	  bound	  to	  its	  C-­‐terminal,	  creating	  a	  huge	  tripartite	  ring,	  consistent	  with	  electron	  micrographs	  of	  the	  cohesin	  complex	  (Anderson	  et	  al.,	  2002;	  Haering	  et	  al.,	  2002).	  Mutations	  in	  any	  one	  of	  these	  genes	  results	  in	  the	  precocious	  separation	  of	  sister	  chromatids,	  highlighting	  the	  now	  canonical	  role	  of	  the	  cohesin	  complex:	  adhering	  replicated	  sister	  chromatids	  from	  S-­‐phase	  until	  anaphase.	  This	  is	  further	  supported	  by	  the	  observation	  that	  SCC1	  dissociates	  from	  the	  SMCs	  at	  the	  metaphase	  to	  anaphase	  transition	  and	  that	  this	  is	  dependent	  on	  the	  anaphase	  promoting	  complex	  (APC).	  The	  mechanism	  by	  which	  this	  is	  achieved	  involves	  a	  cysteine	  protease	  known	  as	  separase	  (Esp1)	  which	  is	  cleaves	  SCC1,	  thereby	  triggering	  its	  dissociation	  from	  chromatin	  (Uhlmann	  et	  al.,	  1999).	  Unsurprisingly,	  the	  activation	  of	  separase	  is	  tightly	  coordinated	  with	  the	  progression	  of	  the	  cell	  cycle,	  through	  the	  destruction	  of	  its	  inhibitor,	  known	  as	  securin	  (Pds1)	  (Ciosk	  et	  al.,	  1998).	  A	  fourth	  cohesin	  subunit,	  SCC3	  binds	  within	  Scc1’s	  C-­‐terminal	  separase	  cleavage	  fragment.	  	  Mutations	  in	  Scc3	  also	  lead	  to	  the	  precocious	  separation	  of	  sister	  chromatids	  and	  it	  has	  been	  shown	  that	  the	  association	  of	  Smc3,	  Scc1	  and	  Scc3	  with	  chromatin	  are	  all	  interdependent	  on	  one	  another	  (Toth	  et	  al.,	  1999).	  This	  has	  led	  to	  an	  established	  view	  of	  the	  cohesin	  complex	  as	  containing	  a	  pair	  of	  Smc	  subunits	  and	  two	  non-­‐Smc	  components:	  SMC1	  and	  SMC3,	  and	  SCC1	  and	  SCC3,	  respectively	  (Fig	  4A).	  	  
1.3.2	  SCC	  mechanism	  The	  known	  function	  of	  cohesin	  to	  adhere	  sister	  chromatids	  together	  from	  replication	  until	  anaphase,	  and	  the	  elucidation	  of	  the	  complex’s	  structure	  as	  a	  large	  proteinaceous	  loop	  have	  led	  to	  the	  proposal	  of	  a	  number	  of	  theories	  as	  to	  the	  mechanism	  of	  its	  action.	  The	  most	  widely	  accepted	  is	  the	  “embrace”	  model,	  which	  suggests	  that	  the	  ring	  structure	  of	  the	  complex	  topologically	  entraps	  the	  two	  strands	  of	  DNA	  which	  are	  produced	  during	  S-­‐phase,	  thereby	  linking	  sister	  chromatids	  (Fig.	  4B).	  In	  support	  of	  this	  model	  is	  this	  observation	  that	  cleavage	  of	  either	  Smc1	  or	  Scc1,	  or	  the	  DNA	  itself	  results	  in	  the	  release	  of	  cohesin	  from	  a	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circular	  mini-­‐chromosome	  in	  vivo	  (Gruber	  et	  al.,	  2003;	  Ivanov	  and	  Nasmyth,	  2005).	  Furthermore,	  by	  using	  site-­‐specific	  crosslinking	  to	  form	  a	  covalently	  closed,	  or	  “static”,	  version	  of	  the	  cohesin	  ring	  it	  has	  been	  shown	  that	  the	  circular	  mini-­‐chromosome	  DNA	  remains	  dimerized,	  even	  after	  denaturation	  (Haering	  et	  al.,	  2008).	  In	  addition,	  interruption	  of	  the	  hinge	  domain	  of	  the	  complex	  prevents	  cohesin	  from	  associating	  with	  DNA,	  suggesting	  that	  a	  transient	  dissociation	  of	  the	  hinge	  domain	  between	  Smc1	  and	  Smc3	  is	  required	  for	  the	  loading	  of	  cohesin	  onto	  chromatin,	  also	  supporting	  this	  model	  (Gruber	  et	  al.,	  2006).	  It	  is	  therefore	  believed	  that	  the	  switch	  from	  an	  open	  to	  a	  stably	  closed	  conformation	  of	  the	  ring	  enables	  cohesin	  to	  encompass	  the	  DNA	  and	  in	  so	  doing	  generates	  a	  cohesive	  force.	  This	  force	  is	  maintained	  until	  anaphase	  when	  the	  action	  of	  separase	  results	  in	  to	  cleavage	  of	  Scc1,	  breaking	  the	  ring	  an	  abolishing	  the	  entrapment	  (Uhlmann	  et	  al.,	  1999).	  	  (See	  Fig.	  4C	  for	  a	  summary	  of	  the	  events	  of	  the	  cohesin	  cycle)	  	  
1.3.3	  Cohesin	  loading	  The	  initial	  step	  in	  forming	  SCC	  is	  loading	  of	  the	  cohesin	  complex	  onto	  chromatin	  and	  it	  appears	  likely	  that	  this	  involves	  the	  transient	  opening	  of	  the	  complex,	  allowing	  it	  to	  encircle	  chromatin,	  rather	  than	  de	  novo	  assembly	  of	  cohesin	  around	  DNAs.	  The	  evidence	  for	  this	  is:	  firstly,	  that	  cohesin	  complexes	  not	  associated	  with	  chromatin	  also	  exist	  as	  a	  ring	  (Gruber	  et	  al.,	  2003),	  secondly,	  most	  of	  the	  cohesin	  that	  disassociates	  from	  chromosomes	  in	  prophase	  exists	  as	  a	  soluble	  complex	  until	  its	  reassociation	  during	  telophase	  (Hauf	  et	  al.,	  2005),	  and	  thirdly,	  preassembled	  cohesin	  complexes	  are	  present	  in	  Xenopus	  eggs	  in	  order	  to	  establish	  SCC	  in	  the	  cleavage	  divisions	  (Losada	  et	  al.,	  1998).	  The	  evidence	  suggests	  that	  ATPase	  activity	  associated	  with	  the	  Smc	  NBDs	  is	  required	  for	  cohesin	  loading.	  In	  transgenic	  yeast	  expressing	  mutant	  forms	  of	  Smc1	  or	  Smc3	  which	  can	  bind	  but	  not	  hydrolyse	  ATP	  as	  a	  result	  of	  mutations	  in	  their	  Walker	  B	  domain,	  cohesin	  rings	  are	  formed	  but	  do	  not	  stably	  associate	  with	  chromosomes	  (Arumugam	  et	  al.,	  2003).	  There	  is	  evidence	  that	  the	  site	  of	  this	  transient	  opening	  is	  at	  the	  interface	  of	  the	  Smc1	  and	  Smc3	  hinge	  domains.	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When	  amino	  acid	  sequences	  encoding	  FKBP12	  and	  FRB,	  which	  bind	  to	  one	  another	  in	  the	  presence	  of	  rapamycin	  only,	  are	  inserted	  into	  the	  hinge	  domains	  of	  Smc3	  and	  Smc1	  respectively,	  SCC	  can	  only	  be	  established	  in	  the	  absence	  of	  rapamycin.	  In	  addition	  to	  this,	  yeast	  cells	  in	  which	  Smc3’s	  C	  terminus	  is	  fused	  to	  Scc1’s	  N	  terminus	  or	  Scc1’s	  C-­‐terminus	  is	  fused	  to	  Smc1’s	  N	  terminus	  remain	  viable,	  indicating	  that	  it	  is	  not	  the	  interface	  between	  the	  α-­‐kleisin	  and	  the	  Smc’s	  NBDs	  that	  are	  the	  point	  of	  entry	  during	  cohesin	  loading	  (Gruber	  et	  al.,	  2006).	  	  Cohesin’s	  association	  with	  chromosomes	  requires	  several	  factors,	  the	  most	  important	  of	  which	  is	  the	  Scc2/Scc4	  complex,	  known	  also	  as	  Nipbl/Mau2	  or	  adherin.	  It	  is	  required	  for	  cohesin	  loading,	  but	  not	  assembly,	  at	  all	  sites	  in	  the	  genome	  in	  S.	  cerevisiae,	  S.	  pombe,	  Xenopus	  and	  in	  mammalian	  cells	  and	  as	  such	  mutations	  in	  Scc2	  or	  Scc4	  cause	  major	  defects	  in	  SCC	  (Michaelis	  et	  al.,	  1997).	  In	  yeast,	  scc2	  mutants	  also	  have	  partial	  defects	  in	  loading	  of	  condensin	  (Cortes-­‐Ledesma	  and	  Aguilera,	  2006;	  D'Ambrosio	  et	  al.,	  2008)	  and	  SMC5/6	  complexes	  (Lindroos	  et	  al.,	  2006).	  Small	  amounts	  of	  Scc2/4	  complexes	  have	  been	  immunoprecipitated	  with	  cohesin	  subunits,	  indicating	  that	  they	  physically	  interact,	  albeit	  transiently,	  with	  one	  another	  at	  some	  stage.	  It	  has	  been	  suggested	  that	  ATP	  hydrolysis	  at	  the	  NBD	  may	  cause	  a	  conformational	  change,	  temporarily	  disconnecting	  Scc1	  from	  the	  Smc	  heads	  and	  thereby	  allowing	  DNA	  entrapment,	  and	  that	  Scc2/4	  promote	  this	  process	  (Arumugam	  et	  al.,	  2003).	  	  In	  yeast,	  the	  localisation	  of	  cohesin	  across	  the	  genome	  appears	  not	  to	  be	  random.	  High	  density	  mapping	  using	  ChIP	  has	  shown	  that	  the	  highest	  abundance	  of	  cohesin	  is	  found	  in	  the	  pericentric	  regions	  with	  a	  less	  robust	  enrichment	  at	  specific	  intergenic	  arm	  regions.	  The	  cohesin	  association	  in	  these	  arm	  regions	  are	  found	  at	  2.5	  to	  35kb	  intervals	  and	  usually	  span	  0.8	  to	  1kb	  (Blat	  and	  Kleckner,	  1999;	  Lengronne	  et	  al.,	  2004;	  Tanaka	  et	  al.,	  1999).	  This	  pattern	  of	  cohesin	  localisation	  could	  result	  from	  complexes	  becoming	  stably	  associated	  at	  their	  loading	  sites,	  or	  from	  the	  rings	  being	  translocated	  subsequent	  to	  loading.	  Both	  possibilities	  have	  been	  implicated	  in	  two	  conflicting	  studies.	  In	  one,	  Scc2/Scc4	  binding	  sites	  largely	  colocalize	  with	  those	  of	  cohesin	  (Kogut	  et	  al.,	  2009),	  while	  an	  earlier	  study	  suggests	  that	  Scc2/Scc4	  initially	  loads	  cohesin	  but	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it	  is	  subsequently	  moved	  along	  DNA	  fibres	  to	  other	  sites	  by	  RNA	  polymerases	  during	  gene	  expression	  (Lengronne	  et	  al.,	  2004).	  A	  more	  recent	  study	  has	  shown	  that	  cohesin	  initially	  has	  an	  unstable	  interaction	  with	  DNA	  at	  docking	  sites	  and	  this	  requires	  ATP	  binding.	  Subsequently,	  ATP	  hydrolysis	  stabilises	  the	  association	  and	  this	  allows	  translocation	  of	  cohesin	  rings	  up	  to	  20kb	  from	  the	  docking	  site.	  In	  mutants	  in	  which	  Smc1	  or	  Smc3	  are	  defective	  in	  ATP	  hydrolysis,	  this	  dynamic	  behaviour	  is	  lost	  and	  cohesin	  remains	  static	  at	  the	  docking	  sites	  (Hu	  et	  al.,	  2011).	  Finally,	  it	  has	  recently	  been	  proposed	  that	  in	  yeast	  the	  association	  of	  Scc2	  with	  centromeres	  requires	  the	  presence	  of	  a	  full	  cohesin	  ring,	  which	  triggers	  the	  association	  of	  Scc2	  with	  the	  Ctf19	  complex,	  allowing	  the	  centromeric	  loading	  of	  cohesin,	  which	  then	  spreads	  onto	  the	  flanking	  pericentromeric	  regions	  (Fernius	  et	  al.,	  2013).	  	  In	  Xenopus	  egg	  extracts	  association	  of	  both	  Scc2/4	  and	  the	  cohesin	  complex	  is	  dependent	  on	  the	  formation	  of	  the	  pre-­‐replication	  complex	  (pre-­‐RC)	  (Gillespie	  and	  Hirano,	  2004).	  Scc2/4	  forms	  stable	  complexes	  with	  Cdc7/Drf1	  kinase	  (DDK)	  (Takahashi	  et	  al.,	  2008),	  as	  well	  as	  with	  cohesin	  and	  these	  are	  in	  turn	  recruited	  to	  the	  MCM	  complex	  where	  DNA	  synthesis	  is	  initiated	  (Gillespie	  and	  Hirano,	  2004),	  indicating	  that	  the	  role	  of	  the	  Scc2/Scc4	  complex	  is	  twofold:	  to	  recruit	  cohesin	  to	  chromatin	  and	  to	  allow	  entrapment	  of	  chromatin	  by	  the	  cohesin	  ring.	  However,	  in	  yeast	  Scc2/4	  complexes	  have	  not	  been	  found	  to	  associate	  with	  pre-­‐RCs	  (Eckert	  et	  al.,	  2007).	  Also,	  the	  finding	  that	  a	  large	  fraction	  of	  cohesin	  in	  G2	  HeLa	  and	  NRK	  cells	  has	  a	  residence	  of	  less	  than	  30	  minutes	  indicates	  that	  cohesin	  must	  frequently	  interact	  with	  chromatin	  long	  after	  pre-­‐RCs	  have	  been	  disassembled	  (Gerlich	  et	  al.,	  2006).	  This	  linkage	  between	  pre-­‐RCs	  and	  cohesin	  loading	  may	  be	  specific	  to	  a	  short	  stage	  of	  the	  vertebrate	  cell	  cycle.	  	  
1.3.4	  Cohesin	  establishment	  The	  correct	  localization	  of	  cohesin	  to	  chromatin	  is	  not	  sufficient	  to	  establish	  SCC.	  In	  G2	  or	  M	  phase	  yeast	  cells,	  Smc1/3	  and	  α-­‐kleisin	  subunits	  associate	  with	  chromatin	  but	  fail	  to	  establish	  cohesion,	  even	  in	  the	  presence	  of	  pre-­‐existing	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SCC	  (Haering	  et	  al.,	  2004;	  Lengronne	  et	  al.,	  2006;	  Strom	  and	  Sjogren,	  2005).	  A	  striking	  inference	  we	  can	  draw	  from	  this	  is	  that	  there	  can	  be	  little	  or	  no	  turnover	  of	  cohesin	  complexes	  after	  SCC	  has	  been	  established.	  	  An	  essential	  step	  in	  the	  establishment	  of	  cohesion	  is	  the	  acetylation	  of	  a	  pair	  of	  lysines	  (K112	  and	  K113)	  within	  Smc3’s	  NBD,	  by	  the	  fork-­‐associated	  acetyltransferase	  Eco1	  (Rolef	  Ben-­‐Shahar	  et	  al.,	  2008;	  Unal	  et	  al.,	  2008).	  These	  residues	  are	  highly	  conserved	  among	  eukaryotes,	  and	  their	  equivalents	  have	  been	  found	  to	  be	  acetylated	  in	  human	  tissue	  culture	  cells	  (Zhang	  et	  al.,	  2008b).	  Acetylation	  of	  Smc3	  can	  occur	  independently	  of	  DNA	  synthesis	  in	  Xenopus	  egg	  extracts,	  however	  cohesion	  is	  not	  established,	  suggesting	  that	  both	  the	  passage	  of	  the	  replication	  fork	  and	  Smc3	  acetylation	  by	  Eco1	  are	  required	  to	  generate	  cohesion	  (Higashi	  et	  al.,	  2012).	  It	  has	  been	  proposed	  that	  these	  two	  events	  generate	  a	  transient	  conformational	  change	  of	  the	  cohesin	  complex,	  allowing	  the	  entrapment	  of	  sister	  chromatids	  (Remeseiro	  and	  Losada,	  2013).	  The	  acetylation	  of	  Smc3	  is	  maintained	  until	  anaphase,	  at	  which	  point	  deacetylation	  is	  carried	  out	  by	  the	  action	  of	  Hos1.	  This	  step	  can	  only	  take	  place	  once	  cohesin	  has	  been	  liberated	  from	  chromatin	  by	  Scc1	  cleavage	  by	  separase	  (Beckouet	  et	  al.,	  2010).	  Smc3	  that	  has	  not	  been	  deacetylated	  cannot	  establish	  cohesion	  in	  the	  subsequent	  S-­‐phase	  indicating	  that	  de	  novo	  Smc3	  acetylation	  during	  DNA	  replication	  is	  required	  for	  the	  establishment	  of	  SCC.	  Deacetylation	  of	  Smc3	  in	  post-­‐replicative	  cells	  by	  Hos1	  overexpression	  leads	  to	  a	  reduction	  in	  SCC,	  indicating	  that	  acetylation	  may	  actively	  stabilize	  cohesion	  (Borges	  et	  al.,	  2010).	  Other	  proteins	  have	  been	  shown	  to	  stabilize	  cohesion,	  and	  these	  will	  be	  discussed	  in	  the	  next	  section.	  In	  vertebrates,	  a	  complex	  between	  Pds5	  and	  Sororin,	  which	  is	  coupled	  to	  the	  Smc3	  acetylation	  cycle	  is	  also	  required	  for	  the	  stabilization	  of	  cohesin	  chromatin	  interactions.	  	  Sororin	  appears	  to	  act	  as	  an	  antagonist	  of	  Wapl	  (a	  third	  protein	  that	  acts	  to	  modify	  cohesin	  association	  with	  DNA)	  by	  displacing	  it	  from	  Pds5,	  an	  interaction	  that	  promotes	  the	  disassociation	  of	  cohesin	  and	  chromatin	  (Nishiyama	  et	  al.,	  2010).	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1.3.5	  Cohesin	  maintenance	  Cohesion	  must	  be	  maintained	  throughout	  the	  cell	  cycle	  until	  the	  metaphase	  to	  anaphase	  transition.	  The	  mechanism	  for	  regulating	  the	  maintenance	  of	  SCC	  is	  complex	  and	  varies	  across	  different	  organisms.	  Both	  Wapl	  and	  Pds5	  have	  been	  implicated	  in	  the	  homeostasis	  between	  the	  establishment	  and	  anti-­‐establishment	  of	  the	  cohesiveness	  of	  cohesin.	  	  It	  has	  been	  shown	  that	  the	  localisation	  of	  cohesin	  and	  Pds5	  on	  chromatin	  are	  interdependent	  and	  that	  Scc1	  recruits	  Pds5	  to	  chromosomes	  in	  G1,	  with	  its	  cleavage	  causing	  the	  dissociation	  of	  Pds5	  from	  chromosomes	  at	  anaphase,	  suggesting	  a	  role	  in	  maintaining	  SCC	  (Panizza	  et	  al.,	  2000).	  In	  fact,	  in	  the	  fission	  yeast	  Schizosaccharomyces	  pombe	  (S.	  
pombe),	  Pds5	  is	  essential	  for	  the	  stable	  association	  of	  cohesin	  with	  replicated	  chromosomes	  and	  authorizes	  cohesion	  establishment	  by	  allowing	  Eco1-­‐mediated	  neutralization	  of	  cohesion	  anti-­‐establishment	  (Vaur	  et	  al.,	  2012).	  	  	  However,	  there	  is	  also	  evidence	  that	  Pds5	  and	  Wapl	  are	  part	  of	  an	  anti-­‐establishment	  pathway.	  Deleting	  Wapl	  can	  bypass	  the	  requirement	  for	  Eco1	  (Nasmyth,	  2011).	  In	  S.	  cerevisiae,	  loss	  of	  Wapl	  leads	  to	  modest	  cohesion	  defects	  (Rolef	  Ben-­‐Shahar	  et	  al.,	  2008;	  Rowland	  et	  al.,	  2009).	  This	  is	  distinct	  from	  Pds5,	  which	  is	  essential	  for	  cell	  viability,	  with	  its	  inactivation	  in	  postreplicative	  cells	  leading	  to	  loss	  of	  SCC	  (Hartman	  et	  al.,	  2000;	  Panizza	  et	  al.,	  2000).	  In	  addition	  to	  this,	  Pds5	  and	  Wapl	  form	  a	  subcomplex	  that	  binds	  to	  cohesin	  promoting	  its	  removal	  from	  chromatin	  (Kueng	  et	  al.,	  2006;	  Rowland	  et	  al.,	  2009).	  In	  vertebrate	  cells	  there	  are	  two	  isoforms	  of	  Pds5,	  Pds5A	  and	  Pds5B,	  both	  of	  which	  have	  been	  shown	  to	  associate	  with	  the	  cohesin	  complex	  (Losada	  et	  al.,	  2005;	  Sumara	  et	  al.,	  2000).	  Depletion	  of	  either	  Pds5A	  or	  Pds5B	  lead	  to	  defects	  in	  cohesion	  similar	  to,	  but	  milder	  than,	  the	  effects	  observed	  with	  Scc1	  depletion.	  In	  Xenopus	  egg	  extracts	  chromosomes	  assembled	  without	  Pds5A	  or	  Pds5B	  appeared	  to	  have	  looser	  cohesion	  at	  the	  centromeres,	  but	  cohesion	  is	  unaffected	  in	  the	  arms	  and	  surprisingly,	  these	  chromosomes	  retain	  an	  unusually	  high	  level	  of	  cohesin	  (Losada	  et	  al.,	  2005).	  It	  seems	  then,	  that	  Pds5	  regulates	  cohesion	  maintenance	  both	  positively	  and	  negatively,	  explaining	  the	  varied	  and	  complex	  phenotype	  observed	  in	  Pds5	  mutants	  in	  different	  organisms.	  Finally,	  in	  a	  recent	  study	  in	  S.	  cerevisiae,	  it	  has	  been	  shown	  that	  Wapl	  is	  the	  only	  factor	  preventing	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G2-­‐expressed	  cohesin	  from	  establishing	  SCC,	  showing	  that	  it’s	  role	  is	  not	  restricted	  to	  anti-­‐establishment	  activity	  during	  DNA	  replication,	  but	  extends	  to	  cohesion	  maintenance	  outside	  of	  S	  phase	  (Lopez-­‐Serra	  et	  al.,	  2013).	  	  
1.3.6	  Cohesin	  removal	  /	  dissolution	  The	  timely	  release	  of	  cohesion	  is	  equally	  important	  for	  the	  correct	  segregation	  of	  chromosomes,	  as	  its	  establishment	  and	  maintenance.	  The	  disassociation	  of	  cohesin,	  in	  most	  eukaryotic	  cells,	  takes	  place	  in	  two	  phases	  of	  mitosis,	  in	  the	  prophase	  and	  anaphase	  pathways.	  	  In	  the	  prophase	  pathway	  the	  majority	  of	  cohesin	  is	  lost,	  with	  a	  small	  but	  essential	  complement	  retained	  at	  the	  centromeres.	  Disassociation	  is	  partly	  achieved	  by	  the	  phosphorylating	  action	  of	  Plk1	  and	  aurora	  B	  at	  the	  C-­‐terminus	  of	  Scc3,	  which	  presumably	  causes	  a	  topological	  change	  that	  opens	  the	  cohesin	  ring.	  The	  effect	  of	  phosphorylation	  by	  these	  two	  proteins	  is	  modest	  however,	  as	  most	  cohesin	  disassociates	  in	  their	  absence	  (Hauf	  et	  al.,	  2005).	  The	  binding	  of	  Wapl	  to	  Psd5	  appears	  more	  crucial	  as	  its	  depletion	  from	  mammalian	  cells	  causes	  most	  cohesin	  to	  remain	  on	  chromosome	  arms	  (Gandhi	  et	  al.,	  2006).	  The	  phosphorylation	  of	  sororin	  by	  the	  mitotic	  kinase	  CDK1,	  as	  well	  as	  the	  phosphorylation	  of	  Scc3,	  triggers	  the	  Wapl-­‐dependent	  removal	  of	  cohesion	  (Dreier	  et	  al.,	  2011).	  The	  phosphorylation	  of	  sororin	  disrupts	  its	  interaction	  with	  Pds5,	  and	  this	  allows	  Wapl	  to	  bind	  to	  Pds5	  and	  remove	  cohesin	  from	  chromosome	  arms	  (Nishiyama	  et	  al.,	  2010).	  Sgo1	  maintains	  sororin	  binding	  to	  Pds5	  and	  cohesin	  through	  PP2A-­‐dependent	  dephosphorylation.	  As	  hypophosphorylated	  sororin	  binds	  antagonistically	  with	  Wapl	  to	  Pds5,	  this	  dephosphorylation	  of	  sororin	  by	  Sgo1/PP2A	  protects	  cohesion	  at	  the	  centromeres	  enabling	  the	  bipolar	  attachments	  of	  the	  spindles	  to	  sister	  chromatids	  (Liu	  et	  al.,	  2013).	  	  	  Once	  all	  of	  the	  chromosomes	  are	  aligned	  on	  the	  metaphase	  plate,	  the	  removal	  of	  the	  remaining	  cohesin	  triggers	  the	  onset	  of	  anaphase,	  whereby	  the	  mitotic	  spindle	  can	  pull	  sister	  chromatids	  apart	  into	  the	  two	  forming	  daughter	  cells.	  This	  final	  set	  of	  cohesin	  removal	  is	  irreversible	  and	  results	  from	  the	  proteolytic	  cleavage	  of	  the	  α-­‐kleisin,	  Scc1,	  by	  a	  conserved	  cysteine	  protease	  called	  separase	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at	  two	  related	  recognition	  sites	  (Uhlmann	  et	  al.,	  1999;	  Uhlmann	  et	  al.,	  2000;	  Waizenegger	  et	  al.,	  2000).	  This	  cleavage	  breaks	  the	  ring	  thereby	  abolishing	  SCC	  and	  enabling	  sister	  chromatid	  segregation.	  Regulation	  of	  this	  process	  is	  crucial,	  as	  premature	  cleavage	  would	  lead	  to	  chromosome	  missegregation	  and	  as	  such	  for	  the	  majority	  of	  the	  cell	  cycle	  separase	  is	  bound	  by	  an	  inhibitor	  called	  securin.	  Just	  before	  the	  onset	  of	  anaphase,	  securin	  is	  ubiquitinated	  by	  the	  anaphase-­‐promoting	  complex	  or	  cyclosome	  (APC/C),	  triggering	  its	  destruction	  and	  thus	  freeing	  separase	  (Cohen-­‐Fix	  et	  al.,	  1996;	  Funabiki	  et	  al.,	  1996;	  Zou	  et	  al.,	  1999).	  In	  addition	  to	  this,	  Scc1	  cleavage	  is	  regulated	  by	  phosphorylation	  of	  separase	  recognition	  sites	  by	  the	  Polo-­‐like	  kinase	  Cdc5	  (Alexandru	  et	  al.,	  2001).	  To	  ensure	  that	  all	  chromosomes	  have	  been	  correctly	  attached	  to	  the	  mitotic	  spindle,	  there	  is	  a	  means	  of	  surveillance,	  known	  as	  the	  spindle	  assembly	  checkpoint,	  which	  acts	  as	  a	  potent	  inhibitor	  of	  the	  APC/C,	  and	  so	  prevents	  premature	  removal	  of	  cohesin.	  	  The	  reason	  why	  a	  prophase	  pathway	  is	  required	  is	  unclear.	  It	  may	  be	  that	  it	  facilitates	  chromatin	  deconcatenation	  by	  TopoII,	  or	  perhaps	  the	  large	  soluble	  pool	  of	  cohesin	  created	  is	  required	  for	  rapid	  reassociation	  of	  cohesin	  with	  chromatin	  during	  telophase,	  which	  would	  not	  be	  possible	  if	  all	  cohesin	  was	  disassociated	  by	  separase	  cleavage.	  	  
1.3.7	  Role	  of	  cohesin	  in	  DNA	  damage	  and	  double	  strand	  break	  repair	  DNA	  damage	  is	  a	  constant	  threat	  to	  the	  integrity	  of	  the	  genome,	  and	  in	  particular	  DSBs	  whereby	  by	  chromatids	  are	  broken,	  pose	  a	  major	  challenge	  to	  the	  survival	  of	  a	  cell.	  Once	  a	  DSB	  has	  been	  detected,	  a	  number	  of	  checkpoints	  become	  activated	  and	  the	  cell	  cycle	  arrests,	  providing	  time	  for	  the	  damage	  to	  be	  repaired	  (Sjogren	  and	  Nasmyth,	  2001).	  The	  mode	  of	  repair	  is	  dependent	  on	  the	  stage	  of	  the	  cell	  cycle,	  with	  non-­‐homologous	  end	  joining	  (NHEJ)	  used	  in	  G1	  and	  homologous	  recombination	  (HR)	  used	  in	  G2.	  In	  the	  case	  of	  homologous	  recombination,	  the	  sister	  chromatid	  is	  used	  as	  a	  template	  to	  repair	  the	  break.	  This	  results	  in	  the	  damage	  being	  repaired	  with	  very	  high	  fidelity,	  however,	  it	  can	  only	  be	  used	  subsequent	  to	  S-­‐phase	  when	  a	  sister	  chromatid	  is	  present	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(Szostak	  et	  al.,	  1983).	  In	  G1	  when	  there	  is	  no	  sister	  template	  to	  use,	  the	  cell	  must	  resort	  to	  NHEJ	  in	  which	  the	  broken	  ends	  of	  the	  break	  are	  ligated	  directly	  to	  one	  another.	  However,	  this	  frequently	  leads	  to	  loss	  of	  some	  genetic	  material,	  eroding	  the	  genome	  (Wilson	  et	  al.,	  1997).	  	  Cohesin	  plays	  a	  key	  role	  in	  responding	  to	  DNA	  damage.	  Mutants	  of	  all	  cohesin	  subunits	  display	  hypersensitivity	  to	  ionizing	  radiation	  (IR)	  in	  yeast	  and	  mammals,	  as	  do	  Eco1	  mutants,	  indicating	  that	  cohesion	  establishment	  is	  required	  for	  the	  DNA	  damage	  response	  (Sjogren	  and	  Nasmyth,	  2001).	  It	  is	  likely	  that	  cohesin	  facilitates	  repair	  because	  cohesion	  keeps	  sister	  chromatids	  in	  close	  proximity	  promoting	  the	  correct	  sequence	  to	  be	  used	  as	  a	  donor	  template	  for	  repair.	  When	  the	  levels	  of	  cohesin	  in	  tetraploid	  yeast	  were	  reduced	  to	  that	  of	  a	  single	  copy,	  a	  significant	  increase	  in	  homologous	  chromosome	  directed	  HR,	  rather	  than	  sister	  chromosome	  recombination	  was	  detected	  (Covo	  et	  al.,	  2010).	  The	  fact	  that	  cohesin	  promotes	  the	  use	  of	  the	  sister	  as	  a	  template	  and	  inhibits	  use	  of	  the	  homologue	  is	  thought	  to	  reduce	  the	  risk	  of	  non-­‐allelic	  recombination.	  	  	  	  In	  response	  to	  DSBs	  cohesin	  becomes	  localized	  to	  and	  highly	  enriched	  at	  break	  sites,	  forming	  expanded	  cohesin	  domains	  spanning	  50-­‐100kb	  (Strom	  et	  al.,	  2004;	  Unal	  et	  al.,	  2007).	  This	  is	  dependent	  on	  Scc2/Scc4,	  as	  well	  as	  other	  DNA	  damage	  response	  factors,	  including	  Mre11,	  Mec1	  and	  Tel1	  (Atm/Atr),	  and	  phosphorylation	  of	  histone	  H2AX	  (Unal	  et	  al.,	  2004).	  Loading	  was	  shown	  to	  occur	  outside	  of	  S-­‐phase,	  strongly	  suggesting	  that	  the	  cohesin	  was	  being	  loaded	  
de	  novo	  (Strom	  and	  Sjogren,	  2005;	  Unal	  et	  al.,	  2004).	  This	  form	  of	  cohesin	  loading	  is	  termed	  damage-­‐induced	  cohesion	  (DI-­‐cohesion).	  Surprisingly,	  a	  recent	  study	  in	  S.	  cerevisiae	  has	  shown	  that,	  in	  addition	  to	  DSBs	  triggering	  cohesin	  reloading,	  DNA	  breaks	  also	  promote	  dissociation	  of	  S-­‐phase-­‐loaded	  cohesin.	  This	  damage-­‐induced	  disassociation	  requires	  separase	  and	  yeast	  expressing	  a	  separase	  resistant	  Scc1	  protein	  have	  reduced	  DSB	  resection	  and	  the	  efficiency	  of	  repair	  is	  compromised,	  even	  when	  Scc1	  is	  loaded	  in	  response	  to	  DNA	  damage	  (McAleenan	  et	  al.,	  2013).	  It	  therefore	  appears	  that	  both	  cohesin	  loading	  and	  removal	  are	  necessary	  for	  effective	  DNA	  damage	  repair,	  and	  one	  could	  speculate	  that	  reloading	  is	  require	  to	  reinforce	  cohesion	  moving	  the	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damage	  DNA	  closer	  to	  its	  template,	  and	  then	  removal	  is	  required	  to	  allow	  access	  to	  the	  repair	  machinery	  and	  to	  facilitate	  resection.	  	  In	  addition	  to	  this,	  Smc1	  participates	  in	  a	  signal-­‐transduction	  pathway	  that	  leads	  to	  a	  checkpoint	  response	  to	  DNA	  damage.	  The	  Atm	  kinase	  is	  activated	  in	  response	  to	  IR,	  phosphorylating	  important	  cell-­‐cycle	  targets,	  including	  two	  serines	  of	  Smc1,	  and	  these	  modifications	  are	  important	  for	  the	  S-­‐phase	  DNA-­‐damage	  checkpoint.	  Interestingly,	  Smc1	  and	  Smc3	  might	  associate	  with	  DNA-­‐damage-­‐response	  proteins	  such	  as	  Atm,	  Nbs1,	  Blm	  and	  the	  breast	  cancer	  tumour	  suppressor	  Brca1	  (Yazdi	  et	  al.,	  2002).	  Furthermore,	  it	  is	  thought	  that	  DNA	  damage	  prevents	  Wapl	  from	  inhibiting	  cohesion	  formation.	  Scc1	  undergoes	  several	  post-­‐translational	  modifications,	  which	  through	  the	  action	  of	  Sororin	  and	  Eco1	  promote	  dynamic	  cohesin	  to	  become	  cohesive	  (Heidinger-­‐Pauli	  et	  al.,	  2009).	  In	  addition	  to	  this,	  post-­‐translational	  modifications	  to	  Smc3	  also	  reinforce	  genome-­‐wide	  cohesin	  at	  pre-­‐existing	  cohesin	  sites	  .	  Finally,	  Scc1	  is	  SUMOylated	  in	  response	  to	  DSBs	  and	  this	  is	  essential	  for	  establishment	  of	  DNA	  damage-­‐induced	  cohesion	  (McAleenan	  et	  al.,	  2012).	  	  We	  can	  therefore	  see	  that	  cohesion	  functions	  in	  an	  intricate	  and	  highly	  regulated	  manner,	  in	  order	  to	  respond	  the	  DNA	  damage.	  	  
1.3.8	  Regulation	  of	  gene	  expression	  and	  its	  clinical	  
relevance	  In	  addition	  to	  the	  canonical	  role	  of	  cohesin,	  it	  has	  also	  been	  demonstrated	  that	  cohesin	  plays	  a	  key	  role	  in	  the	  regulation	  of	  gene	  expression.	  The	  first	  evidence	  for	  this	  came	  from	  genetic	  studies	  in	  Drosophila,	  where	  the	  dosage	  of	  the	  cohesin	  loading	  factor	  Nipped-­‐B	  affected	  the	  regulation	  of	  particular	  homeobox	  genes	  (Rollins	  et	  al.,	  1999).	  Subsequently,	  it	  was	  discovered	  that	  the	  developmental	  disorder,	  Cornelia	  de	  Lange	  Syndrome,	  was	  caused	  by	  mutation	  in	  Nipbl,	  the	  human	  homolog	  of	  Nipped-­‐B	  (Strachan,	  2005).	  In	  addition	  to	  this,	  heterozygous	  mutations	  in	  cohesin	  subunits	  and	  co-­‐factors,	  as	  well	  as	  cohesin-­‐modifying	  enzymes	  result	  in	  developmental	  abnormalities	  (Deardorff	  et	  al.,	  2012;	  Strachan,	  2005;	  Vega	  et	  al.,	  2005;	  Zhang	  et	  al.,	  2009).	  The	  observation	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that	  cells	  from	  NIPBL	  heterozygous	  individuals	  did	  not	  show	  defects	  in	  chromosome	  segregation	  when	  cultured,	  led	  to	  the	  suggestion	  that	  lack	  of	  cohesion	  was	  not	  the	  cause	  of	  the	  developmental	  defects	  in	  Cornelia	  de	  Lange	  Syndrome	  patients,	  but	  rather	  cohesin’s	  function	  in	  gene	  regulation	  might	  be	  responsible	  (Strachan,	  2005).	  A	  number	  of	  studies	  have	  demonstrated	  that	  cohesin	  has	  both	  roles	  related	  to	  and	  independent	  from	  cell	  division.	  Depletion	  of	  cohesin	  from	  post-­‐mitotic	  neurons	  in	  Drosophila	  caused	  neurons	  to	  show	  defective	  axon	  pruning	  resulting	  from	  deregulated	  expression	  of	  the	  ecdyson	  receptor	  (Pauli	  et	  al.,	  2008;	  Pauli	  et	  al.,	  2010).	  Further	  evidence	  from	  Drosophila	  proposes	  that	  Nipped-­‐B	  and	  Pds5	  directly	  regulate	  gene	  transcription	  by	  controlling	  the	  quantity	  of	  cohesin	  that	  binds	  to	  DNA	  (Gause	  et	  al.,	  2010;	  Misulovin	  et	  al.,	  2008;	  Schaaf	  et	  al.,	  2009).	  In	  addition	  to	  this,	  deletion	  of	  the	  cohesin	  subunit	  Rad21	  in	  mouse	  thymocytes	  leads	  to	  dysregulation	  of	  transcription	  at	  the	  T	  cell	  receptor	  alpha	  locus,	  which	  is	  required	  for	  thymocyte	  differentiation	  (Seitan	  et	  al.,	  2011).	  	  	  In	  mammalian	  cells	  cohesin	  commonly	  colocalizes	  with	  the	  site-­‐specific	  zinc	  finger	  DNA	  binding	  protein	  CTCF,	  which	  defines	  the	  boundaries	  between	  active	  and	  inactive	  chromatin	  domains	  (Parelho	  et	  al.,	  2008;	  Rubio	  et	  al.,	  2008;	  Wendt	  et	  al.,	  2008).	  CTCF	  enriches	  cohesin	  at	  specific	  binding	  sites,	  though	  is	  not	  required	  for	  its	  loading.	  This	  has	  been	  shown	  to	  control	  transcription	  at	  the	  H19/IGF2	  (insulin-­‐like	  growth	  factor	  2)	  locus	  by	  enabling	  CTCF	  to	  insulate	  promoters	  from	  distant	  enhancers	  (Wendt	  et	  al.,	  2008).	  It	  has	  been	  proposed	  that	  as	  well	  as	  being	  able	  to	  attach	  chromatin	  fibres	  in	  trans,	  cohesin	  may	  also	  be	  able	  to	  facilitate	  interaction	  in	  cis,	  thereby	  regulating	  long-­‐range	  interactions	  between	  enhancers	  and	  promoters.	  Such	  loops	  have	  been	  implicated	  in	  crosslinking	  studies	  at	  the	  IFNG	  locus	  in	  T	  cells,	  and	  have	  been	  shown	  to	  be	  cohesin	  dependent	  (Hadjur	  et	  al.,	  2009).	  Finally,	  it	  has	  been	  suggested	  that	  the	  recruitment	  of	  cohesin	  to	  the	  CTCF	  sites	  of	  the	  V	  and	  J	  segments	  of	  the	  immunoglobulin	  genes	  in	  pro	  B	  cells,	  may	  aid	  contraction	  of	  the	  locus	  and	  in	  so	  doing	  promote	  gene	  rearrangement	  (Degner	  et	  al.,	  2009).	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1.4	  Meiotic	  cohesin	  Meiotic	  cohesin	  has	  several	  differences	  that	  make	  it	  distinct	  from	  its	  mitotic	  counterpart.	  Most	  apparent,	  is	  the	  presence	  of	  meiosis-­‐specific	  cohesin	  subunits.	  	  A	  meiosis	  specific	  α-­‐kleisin	  was	  first	  discovered	  in	  S.	  pombe,	  in	  which	  a	  mutation	  in	  Rec8	  caused	  cells	  to	  exhibit	  SCC	  defects	  specific	  to	  meiosis	  (Molnar	  et	  al.,	  1995).	  Subsequently,	  it	  was	  shown	  that	  in	  S.	  cerevisae	  that	  meiotic	  cohesin	  complexes	  had	  the	  α-­‐kleisin	  Scc1	  substituted	  by	  Rec8,	  but	  all	  other	  components	  remained	  the	  same	  (Klein	  et	  al.,	  1999).	  Rec8-­‐containing	  cohesin	  complexes	  have	  now	  been	  identified	  across	  all	  phyla	  (Pasierbek	  et	  al.,	  2001).	  In	  C.	  elegans	  two	  further	  meiosis-­‐specific	  complexes	  have	  been	  identified,	  in	  which	  REC-­‐8	  is	  substituted	  with	  either	  the	  COH-­‐3	  or	  COH-­‐4	  (Severson	  et	  al.,	  2009)	  and	  a	  further	  complex	  containing	  the	  α-­‐kleisin	  COH-­‐1	  has	  been	  implicated	  in	  both	  meiosis	  and	  mitosis,	  though	  little	  is	  known	  of	  its	  function	  (Mito	  et	  al.,	  2003;	  Pasierbek	  et	  al.,	  2001).	  The	  occurrence	  of	  multiple	  meiosis-­‐specific	  cohesin	  subunits	  is	  not	  a	  C.	  elegans-­‐specific	  phenomenon.	  In	  mice	  an	  SMC1	  paralogue,	  SMC1β	  (Revenkova	  et	  al.,	  2001),	  and	  an	  additional	  α-­‐kleisin,	  Rad21L	  (Ishiguro	  et	  al.,	  2011;	  Lee	  and	  Hirano,	  2011)	  are	  all	  present	  during	  meiosis.	  It	  is	  therefore	  possible,	  by	  combining	  different	  combinations	  of	  subunits,	  to	  create	  16	  distinct	  cohesin	  complexes	  and	  this	  may	  provide	  a	  flexibility	  that	  allows	  different	  meiotic	  specific	  functions	  to	  be	  carried	  out	  by	  different	  cohesin	  complexes.	  	  	  It	  has	  been	  demonstrated	  that	  the	  mitotic	  kleisin	  Scc1	  and	  meiotic	  kleisin	  Rec8	  have	  divergent	  sequences	  and	  that	  this	  has	  led	  to	  functional	  differences.	  As	  previously	  mentioned,	  Scc1	  is	  phosphorylated	  at	  serine	  83	  by	  Chk1,	  promoting	  damage-­‐induced	  SCC.	  In	  Rec8	  this	  serine	  is	  absent	  and	  therefore	  Rec8	  cannot	  establish	  DI-­‐cohesion,	  however	  this	  function	  can	  be	  engendered	  in	  Rec8	  by	  introducing	  a	  serine	  in	  the	  equivalent	  position	  as	  Scc1	  (Heidinger-­‐Pauli	  et	  al.,	  2008).	  This	  illustrates	  how	  the	  divergent	  forms	  of	  cohesin	  subunits	  can	  result	  in	  specific	  complex	  functions.	  Elucidating	  how	  cohesin	  complexes	  with	  different	  subunit	  compositions	  function	  in	  order	  to	  regulate	  the	  different	  events	  of	  meiotic	  chromosomes	  remains	  an	  important	  topic	  for	  future	  research.	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1.4.1	  Meiotic	  cohesin	  loading	  At	  the	  onset	  of	  meiotic	  S-­‐phase,	  cohesin	  must	  be	  loaded	  on	  to	  chromatin	  in	  order	  to	  ensure	  the	  correct	  segregation	  of	  chromosomes	  in	  the	  meiotic	  divisions.	  As	  previously	  mentioned,	  in	  mitosis	  the	  loading	  of	  cohesin	  on	  to	  DNA	  is	  carried	  out	  by	  the	  Scc2/Scc4	  complex.	  However,	  until	  recently	  it	  had	  not	  been	  demonstrated	  that	  this	  same	  complex	  played	  a	  role	  in	  cohesin	  loading	  in	  meiosis.	  In	  our	  lab	  an	  EMS	  mutagenesis	  screen	  led	  to	  the	  generation	  of	  an	  scc-­‐2	  null	  allele	  with	  a	  single	  C	  to	  T	  substitution	  at	  position	  382	  of	  the	  cDNA.	  This	  mutation	  is	  predicted	  to	  create	  an	  early	  STOP	  codon	  after	  127	  amino	  acids,	  hugely	  truncating	  the	  protein.	  The	  mutant	  homozygous	  worms	  are	  viable,	  presumably	  due	  to	  a	  maternally	  provided	  complement	  of	  scc-­‐2	  mRNA	  and/or	  protein	  and	  as	  a	  result	  have	  enabled	  us	  to	  study	  the	  role	  of	  SCC-­‐2	  in	  meiosis	  and	  formally	  demonstrate	  that	  it	  is	  responsible	  for	  cohesin	  loading	  in	  C.	  elegans	  meiosis.	  The	  scc-­‐2(fq1)	  mutant	  displays	  aberrant	  meiotic	  chromosome	  structure,	  with	  fine	  and	  disordered	  strands	  of	  chromatin	  rather	  than	  the	  thick,	  defined	  tracts	  characteristic	  of	  wild-­‐type	  pachytene	  nuclei.	  	  Furthermore,	  the	  numbers	  of	  chromatin	  bodies	  present	  in	  diakinesis	  oocytes	  are	  indicative	  of	  a	  cohesion	  defect	  and	  indeed,	  a	  cytological	  investigation	  revealed	  that	  none	  of	  the	  cohesin	  subunits	  are	  loaded	  to	  meiotic	  chromosomes	  in	  scc-­‐2	  (fq1)	  mutants	  (Lightfoot	  et	  al.,	  2011).	  	  	  In	  wild-­‐type	  meiosis,	  we	  have	  seen	  that	  SCC-­‐2	  co-­‐localizes	  with	  the	  axial	  element	  throughout	  prophase.	  This	  suggests	  that	  in	  addition	  to	  its	  role	  loading	  cohesin	  in	  S-­‐phase	  it	  may	  also	  function	  to	  reload	  cohesin	  elsewhere	  in	  meiosis,	  perhaps	  in	  response	  to	  programmed	  DSBs,	  in	  a	  situation	  akin	  to	  the	  mitotic	  response	  to	  DNA	  damage.	  With	  the	  scc-­‐2	  mutant	  it	  is	  not	  possible	  to	  separate	  meiotic	  defects	  due	  to	  a	  requirement	  for	  S-­‐phase	  loading,	  and	  those	  due	  to	  a	  requirement	  for	  reloading	  at	  other	  stages	  of	  meiosis.	  In	  addition	  to	  this,	  it	  is	  impossible	  to	  dissect	  out	  whether	  the	  phenotypes	  that	  we	  see	  in	  the	  mutant	  are	  solely	  due	  to	  problems	  during	  meiosis	  or	  also	  due	  to	  cohesin	  loading	  defects	  that	  take	  place	  in	  the	  pre-­‐meiotic	  divisions.	  Addressing	  the	  potential	  role	  of	  SCC-­‐2	  during	  meiotic	  prophase	  will	  be	  an	  important	  aim	  of	  this	  thesis.	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1.4.2	  Roles	  of	  meiotic	  cohesin	  in	  prophase	  I	  As	  previously	  stated,	  meiotic	  chromosomes	  are	  organized	  as	  linear	  arrays	  of	  chromatin	  loops,	  anchored	  to	  the	  axial	  element	  (AE)	  that	  forms	  along	  the	  length	  of	  sister	  chromatid	  pairs.	  This	  is	  assembled	  upon	  a	  cohesin	  topoisomerase	  II	  core.	  There	  is	  evidence	  that	  Rec8	  is	  involved	  in	  the	  AE	  biogenesis	  and	  SC	  formation.	  Rec8	  localizes	  to	  the	  axes	  of	  meiotic	  chromosomes	  and	  is	  required	  for	  normal	  axis	  assembly	  (Chan	  et	  al.,	  2003;	  Klein	  et	  al.,	  1999).	  In	  C.	  elegans	  HTP-­‐3	  localization	  to	  AE	  is	  dependent	  on	  the	  presence	  of	  all	  meiosis-­‐specific	  kleisins,	  REC-­‐8	  and	  it’s	  paralogs	  COH-­‐3	  and	  COH-­‐4	  (Severson	  et	  al.,	  2009).	  In	  mouse,	  however,	  this	  is	  not	  the	  case	  and	  loss	  of	  Rec8	  does	  not	  disrupt	  AE	  formation,	  but	  this	  may	  indicate	  functional	  redundancy	  with	  Rad21,	  which	  also	  localizes	  to	  the	  SC	  in	  mice	  (Xu	  et	  al.,	  2004).	  In	  fact	  two	  recent	  studies	  demonstrate	  that	  different	  forms	  of	  Rad21	  are	  present	  in	  mouse	  meiosis	  (Ishiguro	  et	  al.,	  2011;	  Lee	  and	  Hirano,	  2011),	  and	  mice	  lacking	  both	  Rec8	  and	  Rad21L	  fail	  to	  load	  AE	  components	  (Llano	  et	  al.,	  2012).	  In	  yeast,	  Rec8	  is	  also	  required	  for	  loading	  of	  the	  CE	  to	  form	  a	  mature	  SC,	  and	  in	  plants	  the	  Rec8	  homologue	  SYN1	  is	  required	  for	  the	  completion	  of	  synapsis	  (Bai	  et	  al.,	  1999;	  Cai	  et	  al.,	  2003;	  Klein	  et	  al.,	  1999).	  In	  C.	  elegans,	  rec-­‐8	  mutants	  show	  a	  delay	  in	  SC	  assembly	  (Pasierbek	  et	  al.,	  2001),	  whilst	  Rec8	  mice	  apparently	  form	  normal	  SCs,	  but	  this	  is	  loaded	  between	  sister	  chromatids	  instead	  of	  homologous	  chromosomes	  (Xu	  et	  al.,	  2005).	  	  In	  budding	  yeast,	  ChIP-­‐chip	  experiments	  have	  shown	  that	  there	  is	  a	  dynamic	  localization	  of	  Spo11	  to	  meiotic	  chromosomes	  and	  that	  this	  is	  dependent	  on	  the	  presence	  of	  Rec8.	  rec8	  deletion	  mutants	  have	  impaired	  Spo11	  binding	  and	  DNA	  analysis	  showed	  a	  reduction	  in	  DSB	  formation	  (Kugou	  et	  al.,	  2009).	  There	  is	  also	  evidence	  that	  Rec8	  also	  plays	  a	  role	  in	  the	  formation	  of	  COs	  downstream	  of	  DSB	  formation.	  In	  yeast	  rec8	  deletion	  mutants	  there	  is	  a	  20-­‐40	  fold	  reduction	  in	  inter-­‐allelic	  recombination	  measured	  at	  two	  loci	  on	  chromosome	  III,	  which	  cannot	  be	  attributed	  to	  a	  decrease	  in	  DSBs	  at	  these	  sites	  (Klein	  et	  al.,	  1999).	  In	  C.	  
elegans	  mutations	  in	  both	  rec-­‐8,	  and	  the	  REC-­‐8	  loader	  TIM-­‐1,	  lead	  to	  diakinesis	  oocytes	  with	  12	  univalents,	  indicating	  that	  they	  are	  not	  competent	  to	  form	  COs	  at	  all	  (Chan	  et	  al.,	  2003).	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  As	  meiotic	  recombination	  occurs	  after	  DNA	  replication,	  sister	  chromatids	  are	  present	  throughout	  the	  process.	  In	  this	  context,	  repair	  of	  DNA	  damage	  during	  mitosis	  occurs	  preferentially	  between	  sister	  chromatids,	  whereas	  in	  meiosis	  this	  recombination	  is	  usually	  biased	  to	  occur	  between	  chromatids	  from	  homologous	  chromosomes,	  rather	  than	  between	  sister	  chromatids	  (Zickler	  and	  Kleckner,	  1999).	  In	  S.	  cerevisiae,	  Rec8,	  together	  with	  Red1/Hop1/Mek1	  are	  the	  only	  known	  meiosis-­‐specific	  axis	  components	  and	  it	  is	  therefore	  expected	  that	  SCC	  plays	  a	  role	  in	  homolog	  versus	  sister	  partner	  bias	  (Schwacha	  and	  Kleckner,	  1997).	  This	  idea	  is	  also	  attractive	  because	  SCC	  must	  be	  locally	  compromised	  at	  CO	  sites	  in	  order	  to	  allow	  chromatids	  to	  move	  away	  from	  their	  sisters	  and	  towards	  their	  homologue,	  enabling	  strand	  exchange.	  For	  a	  CO	  to	  occur	  this	  exchange	  at	  the	  DNA	  level	  must	  be	  accompanied	  by	  one	  at	  the	  structural,	  axis	  level.	  This	  loosening	  of	  cohesion	  should	  not	  be	  necessary	  either	  at	  breaks	  destined	  to	  be	  NCO	  or	  at	  sites	  of	  inter-­‐sister	  recombination,	  where	  it	  might	  even	  prove	  inhibitory	  (Kleckner,	  2006).	  Indeed	  Rec8	  is	  absent	  at	  chiasmata	  and	  local	  separation	  of	  sisters	  can	  be	  seen	  at	  CO	  sites	  (Eijpe	  et	  al.,	  2003).	  Thus,	  there	  is	  a	  conflict	  between	  the	  necessity	  for	  cohesion	  globally	  and	  cohesin	  loss	  at	  CO	  sites.	  In	  yeast,	  evidence	  bears	  out	  this	  theory:	  Rec8	  promotes	  sister-­‐bias,	  presumably	  via	  its	  cohesive	  function,	  with	  Red1	  and	  Mek1	  kinase	  acting	  to	  counteract	  this	  effect	  and	  promote	  a	  homolog	  bias	  (Kim	  et	  al.,	  2010b).	  	  Investigation	  of	  the	  scc-­‐2(fq1)	  mutant	  in	  worms	  has	  revealed	  additional	  roles	  for	  cohesin	  during	  meiotic	  prophase.	  The	  mutants	  displayed	  an	  extensive	  accumulation	  of	  spo-­‐11-­‐dependent	  recombination	  intermediates	  during	  meiosis,	  as	  indicated	  by	  extensive	  staining	  of	  RAD-­‐51,	  with	  not	  only	  much	  higher	  numbers	  of	  foci	  but	  also	  short	  tracts	  of	  staining	  in	  mid/late	  pachytene,	  indicating	  that	  cohesin	  plays	  a	  role	  in	  DNA	  damage	  repair	  in	  meiosis,	  as	  has	  been	  previously	  reported	  (Brar	  et	  al.,	  2009;	  Klein	  et	  al.,	  1999;	  Lightfoot	  et	  al.,	  2011).	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1.4.4	  Regulation	  of	  meiotic	  cohesion	  It	  is	  clear	  that	  meiotic	  cohesin	  plays	  a	  role	  in	  regulating	  some	  key	  events	  in	  meiosis,	  but	  how	  meiotic	  cohesin	  itself	  is	  regulated	  throughout	  meiosis,	  allowing	  it	  carry	  out	  these	  functions,	  remains	  largely	  unknown.	  Are	  the	  same	  key	  players,	  namely	  Eco1,	  Psd5	  and	  Wapl,	  that	  are	  involved	  in	  regulating	  mitotic	  cohesin	  carrying	  out	  the	  same	  roles	  in	  meiosis?	  There	  is	  a	  paucity	  of	  data	  on	  the	  role	  of	  Eco1	  in	  meiosis.	  However,	  a	  study	  in	  fission	  yeast	  has	  shown	  that	  acetylation	  of	  Smc3	  by	  Eco1	  is	  required	  for	  mono-­‐orientation	  of	  chromosomes	  at	  meiosis	  I,	  and	  may	  be	  the	  target	  for	  regulation	  of	  kinetochore	  orientation	  and	  that	  the	  Hos1	  paralogue,	  Clr6	  or	  Hos2,	  functions	  to	  deacetylate	  Smc3,	  antagonising	  Eco1’s	  function,	  in	  a	  manner	  similar	  to	  mitosis	  (Kagami	  et	  al.,	  2011).	  	  A	  little	  more	  is	  known	  of	  Pds5’s	  function	  in	  meiosis.	  An	  early	  study	  in	  S	  
cerevisiae,	  indicates	  that	  Pds5	  is	  unable	  to	  load	  onto	  meiotic	  chromosomes,	  that	  Rec8	  loading	  is	  independent	  of	  Pds5	  and	  that	  mutation	  of	  Pds5	  leads	  to	  premature	  separation	  of	  sister	  chromatids	  (Zhang	  et	  al.,	  2005).	  However,	  a	  more	  recent	  study	  has	  contradictory	  findings.	  It	  finds	  that	  Pds5	  colocalizes	  with	  cohesin	  along	  the	  length	  of	  meiotic	  chromosomes,	  and	  that	  in	  a	  meiosis-­‐conditional	  null	  allele	  of	  Pds5,	  Rec8	  remains	  bound	  to	  chromosomes	  with	  only	  minor	  defects	  in	  SCC.	  In	  this	  context,	  sister	  chromatids	  rather	  than	  homologues	  synapse	  and	  DSBs	  are	  formed	  but	  are	  not	  repaired	  efficiently	  and	  meiotic	  chromosomes	  undergo	  hypercondensation.	  This	  suggests	  that	  Pds5	  modulates	  Rec8	  activity	  to	  facilitate	  changes	  in	  chromosome	  morphology	  required	  for	  homologue	  synapsis,	  DSB	  repair,	  and	  meiotic	  chromosome	  segregation	  (Jin	  et	  al.,	  2009).	  Similarly	  to	  this	  study,	  in	  C.	  elegans,	  the	  Pds5	  mutant	  has	  a	  modest	  defect	  in	  meiotic	  SCC	  (Wang	  et	  al.,	  2003).	  Finally,	  in	  Drosophila,	  lack	  of	  Pds5	  results	  in	  an	  open	  chromatin	  structure	  consistent	  with	  a	  role	  in	  SCC.	  This	  is	  suppressed	  in	  the	  absence	  of	  DSBs,	  suggesting	  that	  Pds5	  is	  required	  to	  maintain	  the	  structure	  of	  meiotic	  chromosomes	  subsequent	  to	  DSB	  formation.	  In	  addition	  to	  this,	  Pds5	  mutants	  fail	  to	  activate	  the	  ATR	  checkpoint	  (Barbosa	  et	  al.,	  2007).	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Finally,	  initial	  evidence	  hinted	  that	  there	  might	  be	  a	  prophase	  pathway	  in	  effect	  in	  meiosis.	  A	  study	  in	  which	  cohesin	  quantity	  was	  assessed	  by	  indirect	  immunofluorescence	  and	  ChIP	  found	  that	  the	  amount	  of	  chromosome	  bound	  Rec8,	  Scc3	  and	  Smc1	  was	  reduced	  in	  metaphase	  I	  compared	  to	  prophase	  I	  cells,	  suggesting	  that	  a	  subset	  of	  meiotic	  cohesin	  was	  being	  removed	  from	  the	  chromosomes	  between	  these	  two	  stages	  (Yu	  and	  Koshland,	  2005).	  It	  is	  unknown	  whether	  Wapl	  is	  responsible	  for	  any	  cohesin	  removal	  in	  meiosis.	  In	  yeast	  it	  has	  been	  shown	  that	  spore	  viability	  is	  not	  compromised	  by	  lack	  of	  Wapl	  indicating	  that	  Wapl’s	  function	  in	  meiosis	  is	  not	  essential	  for	  chromosome	  segregation,	  however	  this	  does	  not	  preclude	  a	  role	  for	  Wapl	  in	  other	  aspects	  of	  meiotic	  chromosome	  behaviour	  (Lopez-­‐Serra	  et	  al.,	  2013).	  Indeed,	  our	  current	  state	  of	  knowledge	  as	  to	  the	  roles	  of	  cohesin’s	  regulation	  during	  meiosis	  is	  slim	  and	  inconsistent.	  Establishing	  the	  mechanisms	  through	  which	  cohesin	  dynamics	  are	  modulated	  throughout	  meiosis	  and	  what	  role	  these	  dynamics	  play	  provide	  a	  challenge	  for	  future	  investigations	  into	  the	  coordination	  of	  meiotic	  events.	  	  
1.4.5	  Maintenance	  and	  release	  of	  centromeric	  cohesin	  Once	  COs	  and	  SCC	  have	  been	  established,	  creating	  temporary	  physical	  links,	  chiasmata,	  that	  connect	  homologs,	  cohesin	  must	  be	  disassociated	  from	  chromosomes	  in	  two	  steps,	  firstly	  allowing	  homologue	  segregation	  at	  meiosis	  I,	  and	  then	  sister	  chromatid	  segregation	  in	  meiosis	  II.	  In	  organisms	  with	  monocentric	  chromosomes	  this	  is	  achieved	  by	  removing	  cohesin	  by	  separase-­‐mediated	  cleavage	  of	  Rec8	  along	  the	  chromosome	  arms	  but	  not	  at	  the	  centromeres.	  Similarly	  to	  mitosis,	  this	  in	  driven	  by	  a	  phosphorylation-­‐dephosphorylation	  pathway	  affecting	  cleavage	  of	  the	  α-­‐kleisin.	  Casein-­‐kinase-­‐1	  (CK1)	  and	  the	  Cdc7	  kinase	  phosphorylate	  multiple	  sites	  causing	  targeted	  cleavage	  of	  Rec8	  via	  separase,	  with	  phosphomimetic	  mutants	  of	  Rec8	  rendered	  cleavable	  even	  in	  the	  absence	  of	  	  CK1	  and	  Cdc7	  (Katis	  et	  al.,	  2010).	  In	  order	  to	  protect	  centromeric	  cohesin	  until	  metaphase	  II,	  Rec8	  must	  be	  protected	  from	  phosphorylation.	  This	  is	  achieved	  through	  the	  association	  of	  Sgo1	  with	  the	  protein	  phosphatase	  2A	  (PP2A),	  which	  antagonises	  the	  phosphorylating	  activity	  of	  CK1	  (Kitajima	  et	  al.,	  2006;	  Riedel	  et	  al.,	  2006).	  In	  a	  recent	  screen	  for	  genes	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with	  'anti-­‐shugoshin'	  activity	  in	  S.	  pombe,	  a	  casein	  kinase	  orthologue,	  Hhp2,	  has	  been	  identified.	  Hhp2	  is	  required	  for	  Rec8	  cleavage	  and	  can	  counteract	  the	  ability	  of	  Sgo1-­‐PP2A	  to	  protect	  centromeric	  Rec8.	  This	  reinforces	  the	  model	  that	  there	  is	  a	  balance	  between	  Rec8	  phosphorylation	  and	  dephosphorylation	  that	  is	  regulated	  by	  Sgo1-­‐PP2A	  in	  order	  to	  that	  cohesin	  is	  lost	  in	  a	  stepwise	  manner	  in	  meiosis	  (Ishiguro	  et	  al.,	  2010).	  In	  humans	  Sgo2	  is	  phosphorylated	  by	  Aurora	  B	  kinase,	  inducing	  the	  binding	  of	  Sgo2	  to	  phosphatase	  PP2A.	  This	  is	  recruited	  to	  centromeres	  where	  it	  is	  thought	  to	  dephosphorylate	  Rec8	  protecting	  it	  from	  cleavage	  by	  separase,	  suggesting	  that	  a	  similar	  mechanism	  to	  Sgo1	  may	  be	  utilised	  (Tanno	  et	  al.,	  2010).	  This	  allows	  the	  resolution	  of	  chiasmata	  at	  meiosis	  I,	  resulting	  in	  two	  cells	  with	  dyad	  chromosomes.	  	  The	  remaining	  cohesin	  is	  then	  lost	  at	  the	  anaphase	  to	  metaphase	  transition	  in	  meiosis	  II,	  allowing	  sister	  chromatid	  separation	  and	  the	  formation	  of	  four	  haploid	  cells.	  	  	  
	  
C.	  elegans	  has	  holocentric	  chromosomes,	  however,	  the	  mechanism	  for	  executing	  the	  stepwise	  release	  of	  SCC	  during	  meiosis	  is	  functionally	  analogous	  to	  the	  system	  employed	  in	  organisms	  with	  monocentric	  chromosomes.	  The	  C.	  elegans	  Aurora	  B	  kinase,	  AIR-­‐2,	  is	  thought	  to	  function	  similarly	  to	  CK1.	  Depletion	  of	  AIR-­‐2	  by	  RNAi	  has	  been	  shown	  to	  prevent	  chromosome	  separation	  at	  both	  anaphase	  I	  and	  II,	  and	  AIR-­‐2	  is	  capable	  of	  phosphorylating	  REC-­‐8	  at	  a	  major	  amino	  acid	  in	  vitro	  (Rogers	  et	  al.,	  2002).	  While	  it	  is	  assumed	  that	  phosphorylation	  of	  REC-­‐8	  by	  AIR-­‐2	  is	  responsible	  from	  rendering	  it	  cleavable	  by	  separase	  in	  vivo,	  this	  has	  never	  been	  formally	  demonstrated.	  	  	  LAB-­‐1	  and	  HTP-­‐1	  are	  two	  axial	  element	  components	  of	  C.	  elegans	  meiotic	  chromosomes	  that	  appear	  to	  carry	  out	  a	  role	  similar	  to	  that	  of	  SGO1	  and	  2.	  Both	  are	  progressively	  restricted	  to	  the	  long	  arms	  of	  the	  asymmetric	  bivalents,	  which	  is	  the	  region	  in	  which	  SCC	  needs	  to	  be	  protected	  during	  anaphase	  I,	  and	  both	  proteins	  appear	  to	  restrict	  AIR-­‐2	  to	  the	  short	  arms	  of	  the	  bivalents	  until	  homologs	  separate	  at	  anaphase	  I.	  Evidence	  for	  this	  lies	  in	  the	  fact	  that	  in	  htp-­‐1	  mutants	  AIR-­‐2	  localises	  to	  both	  long	  and	  short	  arms	  of	  bivalents,	  implicating	  HTP-­‐1	  in	  preventing	  binding	  of	  AIR-­‐2	  to	  regions	  in	  which	  SCC	  must	  be	  protected	  (Martinez-­‐Perez	  et	  al.,	  2008).	  A	  similar	  defect	  is	  observed	  in	  the	  bivalents	  of	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worms	  lacking	  	  LAB-­‐1	  (de	  Carvalho	  et	  al.,	  2008).	  Recently,	  it	  has	  been	  shown	  that	  LAB-­‐1	  directly	  interacts	  with	  the	  protein	  phosphatase	  GSP-­‐1	  and	  its	  paralogue	  GSP-­‐2,	  thus	  antagonizing	  AIR-­‐2	  phosphorylation	  and	  promoting	  sister	  chromatid	  cohesion	  in	  a	  comparable	  manner	  to	  PP2A	  (Tzur	  et	  al.,	  2012).	  Both	  htp-­‐1/2	  and	  lab-­‐1	  mutants	  have	  premature	  separation	  of	  sister	  chromatids	  during	  the	  first	  anaphase	  I,	  illustrating	  their	  role	  in	  the	  protection	  of	  SCC	  (de	  Carvalho	  et	  al.,	  2008;	  Martinez-­‐Perez	  et	  al.,	  2008).	  	  	  
1.4.6	  Kinetochore	  co-­‐orientation	  In	  addition	  to	  this	  stepwise	  loss	  in	  cohesion,	  for	  proper	  segregation	  it	  is	  vital	  that	  the	  chromosomes	  are	  correctly	  oriented	  on	  the	  metaphase	  plate	  at	  meiosis	  I	  and	  II.	  	  In	  meiosis	  I,	  homologues	  must	  be	  mono-­‐oriented	  so	  that	  the	  microtubules	  are	  pulling	  maternal	  and	  paternal	  kinetochore	  pairs	  in	  opposite	  directions,	  whereas	  in	  meiosis	  II	  the	  situation	  is	  akin	  to	  mitosis,	  with	  bioriented	  chromosomes	  so	  that	  microtubules	  are	  pulling	  sister	  kinetochores	  in	  opposite	  directions.	  For	  this	  too,	  cohesin	  is	  required.	  The	  physical	  connection	  provided	  by	  the	  CO	  and	  SCC	  in	  bivalent	  chromosomes	  provides	  resistance	  to	  the	  microtubules	  pulling	  the	  bivalent	  apart.	  	  This	  is	  necessary	  to	  stabilize	  correct	  kinetochore	  microtubule	  connections	  and	  thus	  the	  correct	  orientation	  (Nicklas,	  1997).	  Mutations	  in	  Rec8	  S.	  pombe	  and	  Arabidopsis	  lead	  to	  biorientation	  of	  sister	  kinetochores	  in	  meiosis	  I,	  suggesting	  that	  cohesin	  connects	  sister	  kinetochores	  in	  a	  way	  that	  promotes	  their	  mono-­‐orientation	  (Chelysheva	  et	  al.,	  2005).	  As	  it	  is	  essential	  that	  cohesion	  is	  maintained	  until	  all	  chromosomes	  are	  bioriented,	  lagging	  chromosomes	  inhibit	  cohesion	  destruction	  through	  a	  process	  known	  as	  the	  spindle	  assembly	  checkpoint	  (SAC)	  (Nasmyth	  and	  Schleiffer,	  2004).	  	  
1.4.7	  Clinical	  relevance	  of	  meiotic	  cohesin	  What	  is	  the	  clinical	  relevance	  of	  meiotic	  cohesin?	  As	  mentioned	  earlier	  this	  incidence	  of	  Trisomy	  21	  rises	  with	  increasing	  maternal	  age	  and	  the	  gradual	  degradation	  of	  the	  cohesin	  complex	  through	  the	  exceptionally	  long	  period	  of	  prophase	  arrest	  in	  humans	  has	  been	  implicated.	  Recent	  findings	  in	  mice	  lacking	  SMC1β	  	  show	  that	  male	  mice	  are	  sterile	  owing	  to	  an	  arrest	  in	  meiosis	  at	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pachytene,	  whereas	  in	  females	  meiosis	  is	  highly	  error	  prone	  but	  continues	  until	  metaphase	  II	  (Revenkova	  et	  al.,	  2004).	  SMC1β	  -­‐deficient	  oocytes,	  on	  the	  other	  hand	  can	  develop	  up	  to	  metaphase	  II,	  but	  female	  mice	  are	  also	  sterile	  and	  this	  is	  due	  to	  massive	  levels	  of	  aneuploidy.	  Furthermore,	  the	  SMC1β	  deficient	  oocytes	  from	  one-­‐month-­‐old	  females	  appear	  almost	  normal	  in	  meiosis	  I,	  but	  from	  two-­‐month	  old	  litter	  mates,	  the	  oocytes	  manifest	  unpaired	  univalents,	  and	  this	  increases	  in	  incidence	  with	  the	  age	  of	  the	  female	  mutant	  mice.	  A	  surprising	  observation	  was	  that	  chiasmata	  were	  predominantly	  localized	  in	  the	  distal	  region,	  and	  the	  number	  of	  bivalents	  in	  meiosis	  I	  was	  decreased	  in	  the	  older	  mutant	  mice,	  although	  the	  pattern	  of	  recombination	  was	  found	  to	  be	  similar	  to	  that	  seen	  in	  wild-­‐type	  mice	  (Hodges	  et	  al.,	  2005).	  	  	  More	  recent	  studies	  have	  used	  conditional	  knock-­‐out	  mice	  for	  SMC1β,	  in	  which	  the	  SMC1β	  protein	  is	  produced	  only	  during	  foetal	  development,	  as	  the	  SMC1β	  gene	  is	  knocked	  out	  after	  the	  neonatal	  period.	  In	  these	  mice	  fertility	  was	  not	  affected,	  suggesting	  that	  meiotic	  cohesin	  is	  sufficiently	  robust	  for	  cohesion	  throughout	  the	  life	  of	  foetal	  oocytes.	  Therefore,	  if	  cohesin	  is	  subject	  to	  age	  related	  degradation	  no	  regeneration	  of	  cohesion	  could	  be	  expected	  to	  occur	  (Revenkova	  et	  al.,	  2010).	  It	  should	  be	  noted	  that	  this	  does	  not	  preclude	  a	  role	  for	  cohesin	  turnover	  in	  early	  prophase,	  as	  the	  oocytes	  have	  already	  entered	  dictyate	  arrest	  at	  the	  time	  at	  which	  SMC1β	  is	  knocked	  out.	  	  It	  has	  been	  demonstrated	  that	  an-­‐age	  related	  reduction	  of	  REC8	  occurs	  in	  mice	  and	  humans	  (Chiang	  et	  al.,	  2010;	  Garcia-­‐Cruz	  et	  al.,	  2010;	  Lister	  et	  al.,	  2010).	  Further	  to	  this,	  it	  has	  been	  revealed	  that	  chiasma	  resolution	  was	  triggered	  by	  enzymatic	  disruption	  of	  REC8,	  supporting	  the	  hypothesis	  that	  degradation	  of	  the	  cohesin	  complex	  contributes	  to	  reduced	  numbers	  of	  chiasmata	  or	  premature	  separation	  of	  sister	  chromatids	  (Tachibana-­‐Konwalski	  et	  al.,	  2010).	  It	  therefore	  appears	  likely	  that	  gradual	  degradation	  of	  cohesin	  over	  time	  may	  be	  a	  contributing	  factor	  to	  the	  maternal	  age	  effect.	  These	  observations	  demonstrate	  that	  investigating	  the	  regulation	  and	  functions	  of	  cohesin	  in	  meiosis	  is	  not	  only	  a	  fascinating	  area	  of	  research,	  but	  also	  has	  the	  potential	  to	  advantage	  medical	  interventions	  in	  the	  future.	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1.5	  Aims	  and	  Objectives	  The	  initial	  aim	  of	  this	  project	  was	  to	  continue	  characterising	  the	  functions	  of	  the	  cohesin	  loader	  SCC-­‐2	  during	  meiotic	  prophase,	  and	  to	  investigate	  if	  reloading	  of	  meiotic	  cohesin	  occurs	  after	  S-­‐phase.	  To	  extend	  the	  data	  obtained	  from	  the	  scc-­‐2	  mutant	  previously	  isolated	  in	  our	  lab,	  I	  sought	  to	  deplete	  SCC-­‐2	  by	  RNAi,	  thereby	  creating	  a	  situation	  in	  the	  germline	  in	  which	  two	  populations	  of	  nuclei	  existed:	  those	  which	  had	  cohesin	  loaded	  prior	  to	  the	  knockdown,	  and	  those	  which	  underwent	  S-­‐phase	  subsequent	  to	  RNAi	  knockdown.	  In	  particular,	  I	  wished	  to	  see	  what	  effect	  this	  would	  have	  on	  the	  DNA	  damage	  response.	  However,	  the	  data	  from	  these	  experiments	  strongly	  suggested	  that	  cohesin	  reloading	  and	  removal	  played	  an	  important	  role	  in	  other	  aspects	  of	  meiosis.	  I	  therefore,	  set	  about	  developing	  novel	  tools	  to	  investigate	  cohesin	  reloading,	  in	  particular	  by	  using	  the	  recently	  developed	  technique	  for	  creating	  single	  copy	  insertion	  transgenic	  C.	  elegans	  strains.	  In	  consort	  with	  this,	  I	  undertook	  to	  investigate	  whether	  WAPL	  plays	  a	  role	  in	  cohesin	  removal	  in	  meiosis.	  Hopefully,	  this	  project	  will	  further	  our	  understanding	  of	  the	  fundamental	  processes	  of	  meiosis,	  in	  particular	  the	  role	  of	  cohesin	  dynamics	  on	  the	  events	  of	  meiotic	  prophase	  I.	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Figure	  1.	  A	  schematic	  diagram	  of	  the	  major	  events	  of	  meiosis.	  	  	  Chromosomes	  replicate	  generating	  sister	  chromatids	  that	  are	  held	  together	  through	  cohesion.	  The	  homologues	  pair	  and	  the	  SC	  forms	  between	  them,	  stabilising	  the	  interaction.	  DSBs	  are	  generated	  during	  early	  meiotic	  prophase	  and	  some	  are	  subsequently	  processed	  to	  form	  CO,	  which	  together	  with	  SCC	  provide	  the	  basis	  of	  a	  physical	  linkage	  holding	  the	  homologous	  together,	  known	  as	  chiasmata.	  Chiasmata	  become	  visible	  in	  late	  prophase	  once	  SC	  disassembly	  and	  chromosome	  remodelling	  have	  occurred.	  At	  this	  stage	  the	  homologous	  chromosomes	  attached	  by	  chiasmata	  is	  known	  as	  a	  bivalent.	  The	  stepwise	  removal	  of	  cohesin	  during	  the	  meiotic	  divisions	  allows	  the	  separation	  of	  the	  homologues	  at	  anaphase	  I	  and	  sister	  chromatids	  at	  anaphase	  II.	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Figure	  2.	  A	  diagram	  of	  a	  dissected	  C.	  elegans	  germline	  	  	  The	  germline	  displays	  a	  complete	  time-­‐course	  of	  meiosis	  in	  which	  stages	  are	  cytologically	  discernible	  by	  observing	  nuclei	  chromosome	  morphology.	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Figure	  3.	  A	  summary	  of	  the	  DSB	  repair	  pathway	  used	  in	  meiosis	  for	  
interhomologue	  recombination.	  	  	  	   The	  main	  proteins	  involved	  at	  each	  step	  are	  indicated	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Figure	  4.	  Diagrams	  of	  the	  cohesin	  complex	  
	  (A)	  	   The	  cohesin	  complex	  with	  its	  associated	  proteins.	  	  (B)	  	   The	  “embrace”	  model	  of	  SCC.	  	  (C)	  	   The	  cohesin	  cycle.	  Cohesin	  is	  loaded	  through	  the	  SCC2/SCC4	  complex	  prior	  to	  and	  during	  S-­‐phase.	  ECO1	  establishes	  cohesion	  via	  acetylation	  of	  SMC3	  and	  PDS5	  binding.	  Cohesin	  in	  reloaded	  in	  response	  to	  DSBs	  by	  Scc2/Scc4	  and	  becomes	  cohesive.	  Cohesin	  is	  dissociated	  through	  WAPL’s	  interaction	  with	  PDS5	  in	  prophase	  and	  through	  separase	  cleavage	  of	  SCC1	  during	  the	  metaphase	  to	  anaphase	  transition.	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CHAPTER	  2:	  MATERIALS	  AND	  METHODS	  	  
2.1	  C.	  elegans	  general	  methods	  
2.1.1	  General	  growth	  conditions	  
C.	  elegans	  strains	  were	  maintained	  on	  Nematode	  Growth	  Media	  (NGM)	  plates	  seeded	  with	  either	  OP50	  (Brenner,	  1974),	  or	  for	  RNAi	  experiments,	  HT115	  (DE3)	  attenuated	  E.	  coli	  strains.	  Media	  and	  solutions	  are	  described	  in	  Table	  1.	  
C.	  elegans	  Bristol	  strain	  (N2)	  was	  used	  as	  wild	  type	  controls	  and	  all	  strains	  were	  maintained	  at	  20°C,	  unless	  otherwise	  stated.	  To	  prevent	  the	  population	  from	  starving	  and	  to	  provide	  a	  constant	  source	  of	  animals	  from	  all	  stages	  of	  the	  life	  cycle,	  worms	  were	  transferred	  to	  a	  freshly	  seeded	  plate	  every	  2-­‐3	  days.	  Starved	  strains	  were	  prevented	  from	  becoming	  desiccated	  by	  wrapping	  parafilm	  around	  the	  plate,	  and	  in	  this	  way	  worms	  were	  viable	  for	  several	  months.	  	  	  A	  list	  of	  all	  the	  strains	  used	  in	  this	  study	  is	  provided	  at	  the	  end	  of	  this	  chapter.	  	  
2.1.2	  Handling	  and	  observation	  of	  C.	  elegans	  Animals	  were	  manipulated	  using	  a	  fine	  crafted	  pick	  made	  from	  Platinum	  wire	  (Sigma-­‐Aldrich	  Platinum	  wire	  diameter	  0.25	  mm,	  Product	  number:	  349402-­‐250MG)	  welded	  onto	  the	  end	  of	  a	  glass	  Pasteur	  pipette.	  Animals	  were	  observed	  using	  a	  Leica	  MZ75	  bench	  stereoscope	  or	  with	  a	  Leica	  MZ16F	  florescence	  stereoscope	  for	  transgenic	  worms	  with	  visible	  fluorescent	  markers.	  	  
2.1.3	  Maintaining	  male	  stocks	  Male	  stocks	  were	  maintained	  by	  picking	  3	  to	  6	  male	  worms	  with	  1	  to	  3	  L4	  stage	  hermaphrodites	  to	  a	  single	  NGM	  plate.	  This	  ensures	  that	  hermaphrodites	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are	  mated	  while	  they	  were	  still	  young	  adults,	  resulting	  in	  the	  production	  of	  up	  to	  50%	  of	  males	  in	  the	  F1	  progeny.	  	  
2.1.4	  Maintaining	  meiotic	  mutants	  
C.	  elegans	  meiotic	  mutants	  are	  difficult	  to	  maintain,	  as	  homozygous	  strains	  often	  have	  low	  viabilities.	  Compounding	  this,	  meiotic	  mutants	  often	  have	  compromised	  genomic	  integrity	  allowing	  the	  introduction	  of	  novel	  mutations	  into	  the	  genome	  when	  strains	  are	  kept	  as	  homozygous	  stocks.	  Therefore,	  meiotic	  mutations	  were	  maintained	  in	  heterozygousity,	  by	  using	  reciprocal	  translocations	  that	  carried	  visible	  markers	  to	  balance	  meiotic	  mutations.	  From	  these	  strains	  homozygous	  animals	  could	  be	  obtained,	  as	  heterozygous	  and	  homozygous	  animals	  were	  easily	  identifiable	  on	  the	  plates	  by	  their	  visible	  translocation	  markers.	  	  
2.1.5	  Cleaning	  of	  C.	  elegans	  strains	  
C.	  elegans	  strains	  occasionally	  became	  contaminated	  with	  moulds	  and/or	  bacteria	  (different	  than	  E.	  coli	  OP50),	  which	  could	  affect	  the	  regular	  growth	  of	  the	  animals.	  Uncontaminated	  cultures	  were	  restored	  by	  washing	  with	  Bleaching	  Solution.	  Animals	  and	  eggs	  were	  washed	  from	  their	  contaminated	  plate	  with	  M9	  and	  pipetted	  in	  Falcon	  tubes	  containing	  10ml	  of	  Beaching	  solution	  (Table	  1).	  Falcon	  tubes	  were	  left	  on	  a	  nutator	  for	  10	  min	  or	  until	  the	  adult	  animals	  had	  dissolved,	  leaving	  no	  carcasses	  visible.	  The	  worm	  eggs	  were	  pelleted	  by	  centrifuging	  for	  1	  min	  at	  900	  x	  g	  in	  a	  bench	  top	  centrifuge	  and	  washed	  3	  times	  with	  10	  ml	  of	  H2O	  and.	  Finally	  the	  egg	  pellet	  was	  re-­‐suspended	  in	  500	  µl	  of	  M9	  and	  the	  eggs	  were	  transferred	  onto	  fresh	  OP50	  seeded	  NGM	  plates.	  After	  12-­‐18	  h,	  the	  larvae	  hatched	  to	  produce	  a	  clean	  culture.	  	  
2.1.6	  Freezing	  of	  C.	  elegans	  strains	  A	  practical,	  if	  surprising	  property	  of	  C.	  elegans	  is	  that	  it	  can	  be	  frozen	  and	  stored	  in	  -­‐80°C	  freezers,	  or	  liquid	  nitrogen,	  for	  many	  years	  (Brenner,	  1974).	  The	  early	  stages	  of	  worm	  development	  survived	  the	  freezing	  process	  best,	  so	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plates	  containing	  large	  amounts	  of	  L1	  and	  L2	  were	  used	  for	  the	  creation	  of	  frozen	  strain	  stocks.	  Worms	  from	  three	  plates	  were	  washed	  off	  using	  M9	  and	  placed	  onto	  a	  15	  ml	  falcon	  tube.	  This	  solution	  was	  mixed	  with	  freezing	  solution	  in	  a	  1:1	  ratio	  and	  1	  ml	  of	  this	  mixture	  was	  pipetted	  into	  a	  3	  ml	  cryotube	  (Fisher),	  producing	  six	  vials	  in	  total.	  These	  were	  immediately	  transferred	  to	  a	  -­‐80°C	  freezer.	  Five	  vials	  were	  stored	  at	  -­‐80°C,	  while	  1	  test	  vial	  was	  thawed	  the	  following	  day	  to	  ensure	  the	  strain	  survived	  the	  freezing	  process.	  	  
Table	  1:	  Media	  and	  solutions	  for	  general	  growth	  conditions	  
Name	   Composition	   Use	  
NGM	  
3	  g	  NaCl	  
Growth	  media	  for	  C.	  elegans	  strains	  
2.5	  g	  Bactopeptone	  	  20	  g	  Agar	  H20	  up	  to	  1	  l	  1	  ml	  1M	  MgS04	  1	  ml	  1M	  CaCl2	  1	  ml	  1M	  Cholesterol	  (5	  mg/ml	  in	  EtOH)	  Autoclave	  and	  add	  25	  ml	  Potassium	  Phosphate	  (1	  M,	  pH	  6.0)	  Dispense	  into	  60	  mm	  petri	  dishes	  
B-­‐Broth	  
10	  g	  Bactotryptone	   Growth	  media	  for	  OP50	  bacteria	  primary	  inocule	  5g	  NaCl	  dH2O	  up	  to	  1	  l	  
M9	  
5.8	  g	  Na2HPO4	  	  	   Short-­‐term	  preservation	  of	  C.	  
elegans	  in	  liquid.	  
3.0	  g	  KH2PO4	  	  	  0.5	  g	  NaCl	  	  	  	  1.0	  g	  NH4Cl	  	  	  	  dH2O	  up	  to	  1liter	  
Freezing	  
Solution	  
5.85	  g	  NaCl	  	  	   Cryopreservation	  of	  C.	  elegans	  strains	  6.8	  g	  KH2PO4	  	  	  300	  g	  Glycerol	  	  5.6	  ml	  1M	  NaOH	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dH2O	  up	  to	  1	  l	  Autoclave	  and	  add	  300	  µl	  of	  1	  M	  MgSO4	  	  
Bleaching	  
Solution	  
5.5	  ml	  H20	   Cleaning	  of	  the	  strains	  of	  C.	  
elegans	  2.5	  ml	  2M	  NaOH	  	  2	  ml	  of	  bleach	  
LB	  
1.0%	  Tryptone	   Growth	  media	  for	  E.	  coli	  0.5%	  Yeast	  Extract	  1.0%	  NaCl	  pH	  7.0	  
S.O.C.	  
2%	  Tryptone	   Growth	  media	  for	  E.	  coli.	  Specially	  indicated	  for	  transformation.	  
0.5%	  Yeast	  Extract	  10mM	  NaCl	  2.5	  mM	  KCl	  10mM	  MgCl2	  10mM	  MgSO4	  20mM	  glucose	  	   	  
2.2	  DNA	  Methods	  
2.2.1	  DNA	  extractions	  A	  crude	  DNA	  extraction	  method	  was	  used	  in	  order	  to	  obtain	  C.	  elegans	  genomic	  DNA	  that	  could	  be	  used	  as	  a	  template	  for	  PCR	  reactions.	  For	  single	  worm	  extraction,	  an	  individual	  animal	  was	  transferred	  into	  a	  0.2	  ml	  PCR	  tube	  containing	  10	  µl	  of	  1x	  PCR	  buffer	  with	  proteinase	  K	  (see	  below).	  The	  tubes	  were	  frozen	  in	  liquid	  N2	  and	  directly	  transferred	  to	  a	  PCR	  thermocycler,	  using	  the	  following	  program:	  	   70	  min	  at	  60oC	  	  15	  min	  at	  95oC.	  	  	  
~	  83	  ~	  	  
DNA	  could	  then	  be	  used	  or	  stored	  at	  -­‐20oC	  until	  needed.	  The	  same	  protocol	  could	  be	  used	  to	  extract	  DNA	  from	  several	  worms	  in	  a	  population	  by	  simply	  lysing	  multiple	  animals	  together	  in	  the	  same	  tube.	  	  1X	  PCR	  buffer	  containing	  protease	  K:	  	  Mix	  100	  µl	  of	  10xPCR	  mix	  (100	  mM	  Tris,	  500	  mM	  KCl,	  15	  mM	  MgCl2	  pH	  8.3,	  autoclaved)	  with	  900	  µl	  of	  H2O	  and	  50	  µl	  of	  20	  mg/	  ml	  proteinase	  K.	  	  	  
2.2.2	  Single	  Worm	  PCR	  Using	  1-­‐2	  µl	  of	  DNA	  extraction	  as	  template,	  a	  25µl	  PCR	  reaction	  was	  set	  up	  as	  follows:	  	  10.5	  µl	  H2O,	  	  12.5µl	  Taq	  PCR	  Master	  mix	  (Quiagen)	  	  1	  µl	  of	  the	  required	  primer	  pair	  at	  a	  10µM	  concentration	  	  	  The	  annealing	  temperature	  used	  based	  on	  the	  melting	  temperature	  (Tm)	  of	  each	  primer	  pair	  and	  the	  extension	  of	  the	  elongation	  step	  was	  chosen	  assuming	  an	  extension	  rate	  of	  approximately	  1	  kbp	  per	  minute.	  The	  reaction	  product	  was	  checked	  by	  running	  5	  µl	  of	  the	  reaction	  on	  an	  agarose	  gel	  by	  standard	  electrophoresis	  procedures,	  and	  cleaned	  for	  sequencing	  using	  a	  PCR	  purification	  kit	  (QIAGEN)	  if	  necessary.	  	  The	  following	  PCR	  program	  was	  used:	  	   5	  min	  at	  95˚C	  Denaturation	   	   30	  sec	  at	  95˚C	  Annealing	  	   	   30	  sec	  at	  Tm	   	   	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  x35	  cycles	  Elongation	   	   	  x	  sec	  at	  72˚C	   	   	  10	  min	  at	  72˚C	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2.3	  RNA	  Methods	  
2.3.1	  RNAi	  by	  feeding	  	  RNA-­‐mediated	  interference	  (RNAi)	  was	  first	  described	  in	  C.	  elegans	  (Fire	  et	  al.,	  1998).	  The	  introduction	  of	  double-­‐stranded	  RNA	  (dsRNA)	  results	  in	  inactivation	  of	  the	  corresponding	  gene.	  This	  can	  be	  achieved	  by	  feeding	  worms	  
E.	  coli	  expressing	  a	  dsRNA	  fragment	  of	  the	  gene	  you	  wish	  to	  deplete.	  	  
2.3.1.1	  dsRNA	  in	  vivo	  expression	  A	  fragment	  of	  the	  gene	  of	  interest	  had	  to	  be	  cloned	  into	  a	  feeding	  vector	  (L4440)	  between	  two	  T7	  promoters	  in	  inverted	  orientation.	  This	  then	  has	  to	  be	  transformed	  into	  the	  E.	  coli	  strain	  HT115(DE3),	  which	  carries	  an	  Isopropyl	  β-­‐D-­‐1-­‐thiogalactopyranoside	  (IPTG)-­‐inducible	  	  T7	  polymerase	  and	  lacks	  double-­‐strand	  specific	  RNaseIII.	  the	  Gateway	  Technology	  from	  Invitrogen	  was	  used	  to	  clone	  fragments	  from	  genomic	  DNA.	  	  
2.3.1.2	  RNAi	  plates	  RNAi	  feeding	  plates	  are	  comprised	  of	  standard	  NGM	  plates	  with	  the	  addition	  of:	  	   IPTG	  1	  mM	  final	  concentration	  Ampicillin	  (Sigma)	  25	  mg/ml	  final	  concentration	  	  Just	  before	  the	  seeding,	  the	  plates	  were	  supplemented	  with	  50	  ml	  of	  1M	  IPTG	  and	  50	  ml	  of	  100mg/ml	  ampicillin	  spread	  over	  the	  surface	  of	  the	  media	  with	  a	  sterile	  glass	  spreader.	  	  Individual	  colonies	  of	  the	  desired	  clones	  were	  picked	  and	  grown	  overnight	  (ON)	  at	  37˚C,	  with	  200rpm	  shaking,	  in	  20	  ml	  of	  LB	  with	  ampicillin	  (100	  mg/ml).	  The	  bacteria	  was	  pelleted	  and	  re-­‐suspended	  in	  1	  ml	  of	  LB	  with	  ampicillin	  (100	  mg/ml).	  From	  this,	  100	  ml	  per	  plate	  were	  used	  to	  seed	  the	  RNAi	  plates.	  The	  bacteria	  were	  induced	  ON	  by	  incubating	  the	  plates	  at	  37˚C.	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2.3.1.3	  Worm	  handling	  Five	  L4	  worms	  were	  transferred	  to	  RNAi-­‐seeded	  plates	  and	  grown	  at	  20˚C	  or	  25˚C.	  Once	  the	  first	  L4	  progeny	  appeared	  on	  the	  plates	  they	  were	  transferred	  to	  fresh	  RNAi-­‐seeded	  plates	  and	  dissected	  18hrs	  later.	  	  
2.3.1.4	  Gateway	  cloning	  for	  dsRNA	  expression	  
2.3.1.4.1	  Insert	  production	  Using	  genomic	  DNA	  from	  a	  single-­‐worm	  lysis	  as	  template,	  a	  fragment	  500	  bp	  to	  1	  kbp	  in	  size	  of	  the	  gene	  of	  interest	  was	  amplified.	  Primers	  were	  designed	  by	  adding	  the	  attB	  sequence	  to	  the	  5’	  position	  of	  normal	  primers.	  The	  fragment	  was	  amplified	  using	  the	  Expand	  Long	  Template	  PCR	  System	  (Roche)	  with	  the	  following	  conditions:	  	   10X	  Expand	  Long	  Template	  Buffer	  1:	   5	  ml	  Expand	  Long	  Template	  Enzyme	  Mix:	   0.75	  ml	  Primers	  (each):	  	   	   	   	   300	  nM	  (final	  concentration)	  dNTP	  (each):	   	   	   	   	   350	  mM	  (final	  concentration)	  Template:	   	   	   	   	   2	  ml	  	  The	  PCR	  program	  used	  was	  a	  combination	  of	  10	  cycles	  with	  a	  52°C	  annealing	  temperature,	  followed	  by	  30	  cycles	  with	  a	  60°C	  annealing	  temperature,	  both	  with	  1min	  extension	  steps	  at	  68°C.	  The	  PCR	  product	  was	  purified	  directly	  from	  the	  solution	  or	  extracted	  from	  an	  agarose	  gel	  using	  QIAGEN	  kits,	  following	  the	  manufacturers’	  protocol.	  	  
2.3.1.4.2	  BP	  reaction	  The	  purified	  PCR-­‐attB	  product	  was	  cloned	  into	  the	  p221	  vector	  which	  contains	  attP	  sites,	  using	  the	  Gateway	  BP	  Clonase	  II	  Enzyme	  Mix	  (Invitrogen).	  The	  manufacturers’	  standard	  protocol	  was	  followed,	  with	  slight	  modifications:	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250ng	  of	  insert	  150ng	  of	  p221	  vector	  	  The	  reaction	  was	  incubated	  at	  25°C	  ON	  and	  terminated	  by	  adding	  1	  ml	  of	  Proteinase	  K	  solution	  and	  incubating	  the	  samples	  at	  37°C	  for	  10	  min.	  Recombination	  between	  the	  attB	  sites	  of	  the	  insert	  and	  the	  attP	  sites	  of	  the	  vector	  produces	  attL	  sites,	  allowing	  Gateway	  cloning	  into	  the	  L4440	  vector.	  	  The	  reaction	  product	  was	  used	  to	  transform	  chemically	  competent	  One	  Shot	  OmniMAX	  2-­‐T1	  Phage-­‐Resistant	  E.	  coli	  cells,	  following	  the	  manufacturer’s	  specifications.	  The	  cells	  were	  spread	  on	  LB	  plates	  with	  50mg/ml	  kanamycin.	  Plasmids	  were	  harvested	  with	  QIAprep	  Spin	  Miniprep	  Kit	  (QIAGEN).	  	  
2.3.1.4.3	  LR	  reaction	  Using	  the	  Gateway	  LR	  Clonase	  II	  Plus	  Enzyme	  Mix	  (Invitrogen),	  the	  fragment	  cloned	  into	  the	  p221	  vector	  (now	  with	  attL	  sites)	  was	  cloned	  by	  recombination	  in	  the	  pL4440	  gateway	  vector.	  The	  manufacturers’	  standard	  protocol	  was	  followed	  with	  slight	  modifications:	  	   p221-­‐insert	   	   150ng	  pL4440	  vector	   250ng	  	  As	  before,	  the	  reaction	  was	  incubated	  at	  25°C	  ON	  and	  terminated	  by	  adding	  1	  ml	  of	  Proteinase	  K	  solution	  and	  incubating	  the	  samples	  at	  37°C	  for	  10	  min.	  	  The	  reaction	  product	  was	  used	  to	  transform	  the	  chemically	  competent	  One	  Shot	  Mach1	  T1,	  following	  the	  manufacturer’s	  specifications.	  The	  cells	  were	  plated	  on	  LB	  plates	  with	  50	  mg/ml	  ampicillin,	  and	  plasmids	  harvested	  as	  above.	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2.3.1.4.4	  E.	  coli	  transformation	  Plasmid	  DNA	  was	  added	  to	  chemically-­‐competent	  E.	  coli	  cells,	  HT115(DE3)	  thawed	  on	  ice.	  The	  cells	  were	  then	  incubated	  on	  ice	  for	  30	  min,	  heat-­‐shocked	  for	  90s	  at	  42°C,	  followed	  by	  1	  min	  of	  cooling	  on	  ice.	  A	  6x-­‐volume	  of	  S.O.C.	  medium	  (Invitrogen)	  was	  added	  and	  the	  cells	  were	  incubated	  with	  shaking	  at	  37°C	  for	  1	  h	  before	  plating	  on	  LB	  with	  100	  mg/ml	  ampicillin	  and	  12.5	  mg/ml	  tetracycline	  for	  ON	  incubation	  at	  37°C.	  This	  creates	  E.	  coli	  expressing	  an	  IPTG	  inducible	  dsRNA	  fragment,	  allowing	  for	  RNAi	  knockdown	  by	  feeding.	  	  
2.3.2	  mRNA	  expression	  	  A	  powerful	  tool	  that	  has	  been	  used	  in	  other	  model	  organisms	  is	  the	  introduction	  of	  mRNA	  into	  cells.	  However,	  until	  recently	  this	  technique	  had	  not	  been	  used	  in	  C.	  elegans,	  due	  to	  the	  propensity	  of	  introduction	  of	  RNA	  into	  the	  germline	  to	  cause	  suppression	  of	  the	  exogenous	  gene	  by	  RNAi.	  To	  overcome	  the	  RNAi	  pathway	  by	  using	  a	  kit	  which	  not	  only	  produces	  high	  yields	  of	  very	  pure	  ssRNA,	  but	  also	  caps	  the	  RNA	  at	  its	  5’	  end,	  and	  a	  secondary	  kit	  to	  add	  a	  polyA	  tail	  to	  the	  3’	  end,	  both	  of	  which	  mimic	  in	  vivo	  mRNA	  in	  most	  eukaryotes.	  This	  should	  prevent	  degradation	  of	  the	  mRNA	  within	  the	  worm.	  	  	  
2.3.2.1	  mRNA	  in	  vitro	  transcription	  
2.3.2.1.1	  Preparation	  of	  template	  DNA	  Plasmids	  used	  for	  mRNA	  synthesis	  had	  a	  T7	  promotor	  immediately	  upstream	  of	  the	  cDNA	  sequence	  with	  a	  fluorescent	  tag,	  followed	  by	  a	  unique	  restriction	  site.	  Plasmid	  DNA	  was	  purified	  from	  a	  5ml	  ON	  bacterial	  culture	  using	  the	  QIAprep	  Spin	  Miniprep	  Kit	  (QIAGEN).	  The	  concentration	  of	  DNA	  was	  quantified	  using	  the	  Qubit	  Flurometric	  system.	  Then	  5µg	  of	  plasmid	  was	  linearised	  by	  restriction	  enzyme	  digest	  as	  per	  the	  manufacturer’s	  instructions.	  5µl	  of	  the	  restriction	  reaction	  was	  examined	  on	  a	  gel	  to	  confirm	  that	  cleavage	  was	  complete,	  as	  it	  is	  important	  to	  have	  linearized	  template	  DNA,	  with	  very	  little	  circular	  DNA	  contamination.	  The	  restriction	  digest	  was	  terminated	  by	  adding	  the	  following:	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1/20th	  volume	  0.5	  M	  EDTA	  1/10th	  volume	  of	  3M	  Na	  acetate	  2	  volumes	  of	  ethanol	  	  This	  was	  mixed	  well	  and	  chilled	  at	  –20°C	  for	  20	  min	  and	  pelleted	  in	  a	  microcentrifuge	  at	  14000rpm	  and	  4°C,	  for	  15mins.	  The	  supernatant	  was	  removed	  and	  the	  tube	  re-­‐spun	  for	  30secs	  and	  residual	  fluid	  removed	  with	  a	  fine-­‐tipped	  pipette.	  This	  was	  resuspended	  in	  50µl	  of	  dH2O.	  	  As	  DNA	  from	  some	  miniprep	  procedures	  may	  have	  residual	  RNase	  A	  contamination	  and	  the	  restriction	  enzymes	  reaction	  occasionally	  introduces	  RNase	  or	  other	  inhibitors	  of	  transcription,	  the	  template	  DNA	  was	  treated	  with	  proteinase	  K	  (100–200	  µg/mL)	  and	  0.5%	  SDS	  for	  30	  min	  at	  50°C,	  and	  then	  the	  DNA	  purified	  by	  phenol/chloroform	  extraction	  and	  ethanol	  precipitation,	  and	  resuspended	  in	  10µl	  of	  H2O.	  The	  concentration	  of	  DNA	  was	  quantified	  using	  the	  Qubit	  Flurometric	  system.	  	  
2.3.2.1.2	  Capped	  reaction	  The	  T7	  mMessage	  mMachine	  Kit	  (Ambion	  AM1344)	  was	  used	  for	  the	  synthesis	  of	  mRNA	  as	  per	  the	  manufacturers	  instructions.	  Briefly	  the	  following	  reaction	  was	  set	  up:	  	  10µl	  2X	  NTP/CAP	  2µl	  10X	  Reaction	  Buffer	  1µg	  linear	  template	  DNA	  2µl	  Enzyme	  Mix	  up	  to	  20µl	  nuclease	  free	  H2O	  	  This	  was	  mixed	  thoroughly	  and	  incubated	  for	  2hrs	  at	  37°C.	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2.3.2.1.3	  PolyA	  tailing	  reaction	  The	  Poly(A)	  Tailing	  Kit	  (Ambion	  AM1350)	  was	  used	  to	  add	  a	  polyA	  tail	  to	  the	  mRNA	  product,	  as	  per	  the	  manufacturer’s	  instructions.	  Briefly	  the	  following	  reaction	  was	  set	  up	  at	  room	  temperature:	  	  20μl	  mMESSAGE	  mMACHINE	  reaction	  36μl	  Nuclease-­‐free	  Water	  20μl	  5X	  E-­‐PAP	  Buffer	  10μl	  25	  mM	  MnCl2	  10μl	  10	  mM	  ATP	  	  0.5μl	  of	  the	  reaction	  mixture	  was	  removed	  before	  adding	  the	  E-­‐PAP	  enzyme	  as	  a	  minus-­‐enzyme	  control.	  4μl	  of	  E-­‐PAP	  was	  added	  to	  the	  reaction	  and	  mixed	  gently,	  giving	  a	  final	  reaction	  volume	  of	  100μl.	  This	  was	  incubated	  at	  37°C	  for	  1	  hr.	  	  	  
2.3.2.1.4	  RNA	  recovery	  The	  mRNA	  was	  recovered	  by	  phenol:chloroform	  extraction	  and	  isopropanol	  precipitation.	  An	  equal	  volume	  of	  phenol/chloroform	  was	  added	  to	  the	  reaction	  and	  the	  aqueous	  phase	  recovered	  and	  transferred	  to	  new	  tube.	  The	  RNA	  was	  precipitated	  by	  adding	  1	  volume	  of	  isopropanol	  and	  mixing	  well.	  The	  mixture	  was	  chilled	  for	  15mins	  at	  –20°C	  and	  then	  centrifuged	  at	  4°C	  for	  15	  min	  at	  14000rpm	  to	  pellet	  the	  RNA.	  The	  supernatant	  was	  carefully	  removed	  and	  the	  RNA	  resuspended	  in	  H2O.	  
	  
2.3.2.1.5	  Quantification	  of	  RNA	  product	  The	  quality	  of	  the	  product	  as	  well	  at	  the	  success	  of	  the	  tailing	  reaction	  was	  assessed	  by	  denaturing	  gel	  electrophoresis.	  The	  RNA	  content	  was	  quantified	  using	  the	  Qubit	  Flurometric	  system	  diluted	  to	  a	  concentration	  of	  0.1µg/µl,	  alliquoted	  and	  stored	  at	  -­‐80°C	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2.3.2.2	  Worm	  handling	  To	  immobilize	  the	  worms	  for	  injection,	  the	  animals	  were	  transferred	  into	  2%	  agarose	  pads.	  Dehydration	  of	  the	  worms	  was	  avoided	  by	  immersing	  them	  into	  a	  drop	  of	  Halocarbon	  oil	  700	  (Sigma-­‐Aldrich).	  Animals	  were	  injected	  into	  the	  gonad	  with	  needles	  made	  from	  borosilicate	  glass	  (OD	  1.0	  mm,	  ID	  0.78	  mm,	  from	  Sutter	  Instrument)	  by	  pulling	  them	  with	  the	  Flaming/Brown	  Micropipette	  Puller	  (model	  P-­‐97,	  Sutter	  Instrument).	  Injected	  animals	  were	  recovered	  from	  the	  pads	  by	  gentle	  washing	  with	  M9.	  They	  were	  pipetted	  on	  NGM	  plates	  for	  recovery.	  	  
2.4	  Cytological	  Methods	  
2.4.1	  Ethanol	  Fixation	  	  Ethanol	  fixation	  followed	  by	  DAPI	  staining	  is	  a	  quick	  and	  simple	  way	  to	  observe	  C.	  elegans	  chromosomes	  cytologically.	  Approximately	  20	  worms	  were	  picked	  to	  8	  µl	  M9	  buffer	  on	  a	  superfrost charged slide (VWR	  scientific).	  As	  much	  liquid	  as	  possible	  was	  wicked	  away	  using	  filter	  paper	  until	  the	  worms	  were	  left	  in	  only	  a	  small	  volume	  of	  M9.	  10	  µl	  95%	  ethanol	  was	  added	  to	  the	  slide	  and	  air-­‐dried.	  This	  was	  repeated	  to	  fully	  dehydrate	  the	  worms.	  8	  µl	  of	  2µg/ml	  DAPI	  was	  added	  and	  a	  22	  x	  22	  glass	  cover	  slip	  was	  placed	  on	  the	  top	  of	  the	  worms.	  Animals	  were	  viewed	  on	  a	  Leica	  DMRB	  microscope	  using	  20X,	  40X,	  or	  62X	  lenses	  and	  imaged	  with	  a	  Leica	  DFC300	  FX	  camera.	  	  
2.4.2	  Immunostaining	  of	  C.	  elegans	  germlines	  A	  slightly	  modified	  protocol	  for	  immunostaining	  staining	  was	  carried	  out	  as	  described	  in	  Howe	  et	  al.	  (2001).	  Worms	  were	  synchronised	  by	  transferring	  
L4s to a fresh NGM plate and allowing them to mature for 18hr, unless otherwise 
specified, yielding a population of young adults.	  	  
20 to 30 age matched adult worms were picked into 15 µl egg buffer	  (118	  mM	  NaCl,	  48	  mM	  KCl2,	  2	  mM	  CaCl2,	  2	  mM	  MgCl2,	  5	  mM	  HEPES,	  at	  pH	  7.4)	  with	  0.1%	  tween	  on	  a	  22	  x	  22	  glass	  cover	  slip.	  The	  animals	  were	  carefully	  dissected	  just	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behind	  the	  pharynx	  using	  a	  fine	  needle	  in	  order	  to	  achieve	  optimum	  gonad	  extraction.	  Germlines	  were	  fixed	  by	  the	  addition	  of	  15 µl 2% paraformaldehyde 
(PFA) in egg buffer and 0.1% tween. Pipetting gently ensured an even mix of PFA 
throughout and aided in extruding the gonads. 15µl of the solution was then 
removed and the remaining solution covered with a superfrost charged slide (VWR	  scientific).	  The dissections were fixed for a total 5 min from the addition of the 
PFA and then immediately immersed in liquid N2. The cover slip was removed 
using a razor blade and the slide placed in -20°C methanol.	  	  Slides	  could	  be	  stored	  in	  -20°C	  methanol	  for	  several	  days	  but	  as	  little	  as	  3	  min	  was	  sufficient	  for	  aiding	  adherence	  of	  the	  germlines	  to	  the	  slides.	  The	  slides	  were	  washed	  3	  x	  5	  min	  in	  PBST	  (1x	  PBS,	  0.1	  %	  Tween)	  in	  coplin	  jars	  before	  being	  blocked	  for	  1	  hr	  in	  0.7	  %	  BSA	  in	  PBST.	  50µl	  of	  primary	  antibody	  diluted	  in	  PBST	  was	  added	  to	  each	  slide	  and	  covered	  with	  a	  parafilm	  cover	  slip.	  Slides	  were	  incubated	  in	  a	  dark	  humid	  chamber	  at	  room	  temperature	  (RT)	  ON.	  	  The	  primary	  antibody	  was	  then	  washed	  off	  by	  3	  x	  10	  min	  washes	  in	  PBST	  in	  coplin	  jars.	  50	  µl	  of	  the	  appropriate	  Alexa	  secondary	  antibody	  (Invitrogen)	  in	  PBST	  was	  then	  added	  at	  a	  dilution	  of	  1:300.	  Another	  parafilm	  cover	  slip	  was	  placed	  over	  the	  slides	  and	  they	  were	  again	  incubated	  for	  2	  hr	  RT	  in	  the	  dark	  in	  a	  humid	  chamber.	  	  Finally,	  the	  secondary	  antibodies	  were	  washed	  off	  by	  3	  x	  10	  min	  washes	  in	  PBST	  in	  coplin	  jars.	  75µl	  of	  2µg/ml	  DAPI	  in	  water	  was	  added	  to	  the	  slides	  and	  left	  in	  the	  dark	  for	  5	  min.	  This	  was	  removed	  by	  a	  5	  min	  wash	  in	  PBST	  and	  the	  slides	  mounted	  by	  the	  addition	  of	  15	  µl	  of	  vectashield	  (Vector	  labs).	  A	  22	  x	  40	  glass	  cover	  slip	  was	  used	  to	  seal	  the	  immunostaining.	  (49290002)	  	  
Table	  2:	  Antibodies	  used	  in	  this	  study	  
Antibody	   Host	   Main	  Staining	   Dilution	   Source	  
SMC-­‐1	   Rat	   Cohesin	  complex	   1:300	   Dr	  Barbara	  J.	  Meyer	  (UC	  Berkely)	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SMC-­‐3	   Rabbit	   Cohesin	  complex	   1:200	   Millipore	  (ref.	  AB3914)	  
REC-­‐8	   Mouse	   Cohesin	  complex	   1:100	   Abcam,	  Mouse	  polyclonal	  (ab38372)	  
COH-­‐3	   Rabbit	   Cohesin	  complex	   1:1000	   	  Novus	  Biologicals	  (49290002)	  
HTP-­‐1	   Rabbit	   Axial	  element	  	   1:200	   SDIX	  
HIM-­‐3	   Rabbit	   Axial	  element	  	   1:200	   Dr	  Monique	  Zetka	  (McGill	  University)	  
SYP-­‐1	   Chicken	   Central	  element	   1:300	   SDIX	  
RAD-­‐51	   Rabbit	   Recombination	  intermediates	   1:200	   Dr	  Adriana	  La	  Volpe	  (Naples	  University)	  
RAD-­‐51	   Rabbit	   Recombination	  intermediates	   1:10000	   	  SDIX	  
HCP-­‐6	   Rabbit	   Condensin	  complex	   1:100	   Dr	  Barbara	  J.	  Meyer	  (UC	  Berkely)	  
SCC-­‐2	   Rabbit	   Cohesin	  loader	   1:50	   SDIX	  
HIM-­‐8	   Rabbit	   Pairing	  centre	   1:500	   SDIX	  
GFP-­‐488	   Rabbit	   Transgenic	  GFP	  proteins	   1:200	   InvitroGen	  
RFP-­‐555	   Rat	   Transgenic	  RFP	  proteins	   1:1000	   Chromatech	  (5F8)	  	  
2.4.3	  Microscopy	  Immunostained	  germlines	  were	  imaged	  using	  a	  DeltaVision	  Deconvolution	  Microscope	  developed	  by	  Applied	  Precision	  (DeltaVision	  system	  core,	  Olympus	  1X70	  microscope,	  CoolSNAPHQ2	  Monochrome	  camera).	  Germlines	  were	  imaged	  in	  a	  series	  of	  Z-­‐stacks	  that	  required	  deconvolution	  to	  reverse	  the	  optical	  distortion.	  Images	  in	  different	  z-­‐axis	  planes	  were	  analysed	  and	  processed	  in	  Softworx	  (version	  3.7.1)	  and	  were	  subsequently	  flattened	  into	  a	  two-­‐dimensional	  projection.	  The	  relatively	  large	  size	  of	  a	  C.	  elegans	  germline	  prohibited	  imaging	  of	  the	  whole	  structure	  in	  a	  single	  field	  and	  so	  several	  fields	  were	  required.	  Reconstruction	  of	  the	  whole	  image	  germline	  was	  achieved	  using	  Photoshop	  (Adobe)	  or	  ImageJ.	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2.4.4	  Quantification	  of	  ZHP-­‐3	  foci	  Quantification	  of	  the	  recombination	  intermediate	  ZHP-­‐3	  was	  carried	  out	  on	  α-­‐GFP	  immunostained	  germlines	  of	  scc-­‐2	  RNAi	  treated	  ZHP-­‐3:GFP	  worms	  (Bhalla	  et	  al.,	  2008).	  Images	  were	  acquired	  using	  a	  Delta	  Vision	  Deconvolusion	  Microscope	  (Deltavision	  system	  core,	  Olympus	  1X70	  microscope,	  CoolSNAPHQ2	  Monochrome	  camera)	  as	  in	  2.5.2.	  Softworx	  (version	  3.7.1)	  was	  used	  to	  scan	  through	  the	  Z-­‐stacks.	  Foci	  were	  therefore	  counted	  within	  the	  3D	  context	  of	  the	  nuclear	  space.	  	  	  
2.4.5	  Quantification	  of	  DAPI-­‐stained	  bodies	  in	  diakinesis	  
oocytes	  Diakinesis	  staged	  C.	  elegans	  nuclei	  were	  quantified	  by	  dissecting	  germlines	  from	  required	  genotypes	  and	  fixing	  as	  in	  2.5.2.	  If	  antibody	  staining	  was	  not	  required,	  DAPI	  was	  immediately	  after	  the	  initial	  washing	  steps	  and	  slides	  mounted	  appropriately.	  Images	  of	  the	  -­‐1	  and	  -­‐2	  diakinesis	  were	  acquired	  on	  a	  Delta	  Vision	  Deconvolusion	  Microscope	  developed	  by	  Applied	  Precision	  (Deltavision	  system	  core,	  Olympus	  1X70	  microscope,	  CoolSNAPHQ2	  Monochrome	  camera).	  Deconvolved	  images	  were	  converted	  into	  maximum	  intensity	  projections	  and	  cropped	  to	  the	  size	  of	  an	  individual	  nucleus	  using	  ImageJ.	  These	  cropped	  images	  were	  analysed	  in	  CellProfiler	  to	  identify	  each	  DAPI	  stained	  body,	  calculating	  the	  number	  of	  bodies	  per	  nucleus	  as	  well	  as	  the	  area	  of	  each	  individual	  body.	  My	  colleague	  Oliver	  Crawley	  carried	  out	  this	  anaylsis	  on	  wild-­‐type	  and	  mutants	  with	  known	  diakinesis	  oocytes	  phenotypes,	  in	  order	  to	  determine	  the	  area	  in	  pixel	  of	  different	  DAPI	  mass	  types.	  This	  now	  allows	  us	  to	  identify	  DAPI	  mass	  types	  according	  to	  their	  area,	  with	  a	  bivalent	  500-­‐1000	  pixels,	  a	  univalent	  250-­‐500	  pixels,	  an	  individual	  sister	  120-­‐250	  pixels,	  and	  a	  fragment	  less	  than	  120	  pixels	  (Fig.	  5).	  	  	  	  
2.4.6	  Quantification	  of	  apoptotic	  corpses	  An	  apoptosis	  quantification	  assay	  was	  carried	  out	  using	  the	  ced-­‐1::GFP	  reporter	  strain.	  ced-­‐1	  is	  a	  single-­‐pass	  transmembrane	  protein	  expressed	  in	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engulfing	  cells,	  acting	  on	  cell	  surfaces	  as	  a	  phagocytic	  receptor	  for	  neighboring	  apoptotic	  cells.	  Consequently	  it	  recognises	  the	  cell-­‐surface	  features	  of	  cell	  corpses	  and	  can	  act	  as	  a	  marker	  specifically	  labelling	  corpses	  in	  the	  process	  of	  being	  engulfed	  (Lu	  et	  al.,	  2009).	  	  Adult	  worms	  (18hrs	  post	  L4)	  were	  immunostained	  by	  standard	  methods	  with	  anti-­‐GFP-­‐488	  to	  detect	  the	  ced-­‐1::GFP	  transgene	  and	  anti-­‐SMC-­‐1	  to	  assess	  the	  efficacy	  of	  the	  RNAi	  knockdown.	  A	  DeltaVision	  Deconvolusion	  Microscope	  developed	  by	  Applied	  Precision	  (Deltavision	  system	  core,	  Olympus	  1X70	  microscope)	  was	  used	  to	  view	  the	  slides	  and	  the	  number	  of	  nuclei	  surrounded	  by	  a	  halo	  of	  green	  signal	  counted.	  	  
Table	  3:	  List	  of	  buffers	  and	  solutions	  used	  in	  the	  study	  
Name	   Composition	   Use	  
10	  X	  PCR	  
Lysis	  Buffer	  
100	  mM	  Tris	  
DNA	  extraction	  500	  mM	  KCl	  15mM	  MgCl2	  	  pH	  8.3	  Add	  Proteinase	  K	  to	  1XPCR	  Lysis	  Buffer	  before	  use	  to	  a	  final	  concentration	  of	  1mg/ml	  
10	  X	  EGG	  
Buffer	  
118	  mM	  NaCl	  
Immunostaining	  48	  mM	  KCl2	  2	  mM	  CaCl2	  2	  mM	  MgCl2	  5	  mM	  HEPES	  pH	  7.4	  
10	  X	  PBS	  
0.2	  M	  Sodium	  phosphate	   Immunostaining	  1.5	  M	  NaCl	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  pH	  7.4	  	  	  	  
2.5	  γ-­‐irradiation	  of	  C.	  elegans	  Radiation	  experiments	  were	  carried	  out	  using	  an	  IBL	  637	  cell	  irradiator	  containing	  a	  caesium	  137	  source.	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Irradiation	  was	  carried	  out	  using	  adult	  worms	  (18	  hr	  post	  L4)	  irradiated	  with	  10,	  50	  or	  100Gys	  and	  dissected	  at	  30	  hr	  post	  irradiation.	  Animals	  were	  antibody	  stained	  using	  the	  standard	  protocol.	  Images	  were	  acquired	  on	  a	  Delta	  Vision	  Deconvolution	  System	  (Deltavision	  system	  core,	  Olympus	  1X70	  microscope,	  CoolSNAPHQ2	  Monochrome	  camera)	  and	  DAPI	  stained	  bodies	  in	  diakinesis	  oocycytes	  quantified.	  	  
2.6	  Transgenic	  Methods	  Recent	  development	  of	  the	  Mos1	  Single	  Copy	  Insertion	  (MosSCI)	  developed	  by	  Roberts	  &	  Bessereau	  (2007)	  and	  improved	  by	  the	  Jorgensen	  lab,	  has	  been	  used	  for	  the	  creation	  of	  all	  transgenic	  lines	  for	  this	  study.	  Briefly,	  your	  insert,	  a	  tagged	  gene	  for	  example,	  is	  cloned	  into	  a	  vector	  containing	  a	  functional	  copy	  of	  the	  unc-­‐119	  gene	  and	  ~1.5kb	  of	  sequence	  which	  has	  homology	  to	  a	  chromosomal	  locus	  with	  a	  Mos1	  site.	  Mos1	  excision	  is	  induced	  by	  expression	  of	  Mos1	  transposase	  and	  gene	  insertions	  are	  generated	  by	  repair	  of	  the	  double	  stranded	  break.	  This	  occurs	  by	  homologous	  recombination	  between	  the	  break	  ends	  and	  the	  regions	  of	  homology	  within	  the	  vector.	  It	  is	  therefore	  necessary	  to	  use	  the	  appropriate	  C.	  elegans	  strain	  and	  vector	  combination.	  (See	  table	  below.)	  	  	  
2.6.1	  Preparation	  of	  worms	  for	  injection	  The	  strains	  injected	  in	  order	  to	  generate	  transgenic	  lines	  all	  contain	  a	  mutation	  in	  the	  unc-­‐119	  gene,	  which	  acts	  as	  a	  positive	  marker	  as	  worms	  in	  which	  the	  unc	  phenotype	  has	  been	  recovered	  to	  wild-­‐type	  by	  injection,	  are	  easily	  identifiable.	  These	  strains	  are	  naturally	  unhealthy	  and	  therefore	  are	  maintained	  at	  15°C	  on	  plates	  seeded	  with	  HB101 
E.	  coli,	  as	  this	  improves	  viability	  and	  brood	  size.	  	  The	  day	  before	  injection	  L4	  larvae	  are	  picked	  to	  a	  fresh	  plate	  to	  ensure	  that	  the	  worms	  used	  are	  young	  adults.	  This	  is	  particularly	  important,	  as	  older	  unc-­‐119	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worms	  are	  difficult	  to	  inject,	  have	  small	  brood	  sizes	  and	  egg	  laying	  defects,	  and	  consequently	  have	  very	  few	  transformed	  progeny.	  	  	  
Table	  4:	  List	  of	  vectors	  with	  their	  corresponding	  strains	  and	  insertion	  
loci	  
Vector	   Strain	   Locus	   Chromosomal	  position	  pCFJ151	   EG4322	   ttTi5605	   Chr	  II:0.77	  pCFJ352b	   EG6701	   ttTi4348	  	   Chr	  I:5.32	  pCFJ178	   EG5003	  	   cxTi10882	   Chr	  IV:0.00	  	  
2.6.2	  Generation	  of	  plasmids	  for	  injection	  All	  constructs	  used	  were	  produced	  by	  gene	  synthesis	  and	  cloned	  into	  the	  MosSCI	  vectors	  by	  GeneScript.	  	  
2.6.3	  Generation	  of	  transgenic	  strains	  Worms	  are	  injected	  with	  the	  transgene	  construct	  directly	  into	  their	  germline.	  However,	  in	  order	  to	  be	  able	  to	  differentiate	  worms	  that	  have	  been	  correctly	  injected	  into	  the	  germline	  from	  those	  that	  have	  not,	  and	  those	  which	  have	  the	  insert	  integrated	  from	  those	  which	  are	  expressing	  from	  a	  non-­‐inserted	  extrachromosomal	  array,	  a	  number	  of	  positive	  and	  negative	  selection	  markers	  are	  used.	  Positively	  injected	  worms	  are	  be	  identified	  by	  the	  presence	  of	  non-­‐
unc	  progeny,	  as	  the	  unc-­‐119	  phenotype	  is	  rescued	  by	  the	  presence	  of	  the	  functional	  gene	  in	  the	  transgene	  vector.	  In	  addition	  to	  this	  three	  markers	  are	  co-­‐injected	  with	  transgene	  vector.	  These	  have	  mCherry	  expression	  driven	  by	  pharyngeal,	  neural	  and	  muscle	  promoters,	  and	  as	  a	  consequence	  the	  progeny	  of	  correctly	  injected	  worms	  will	  exhibit	  mCherry	  expression.	  As	  these	  animals	  pass	  through	  successive	  generations	  the	  extrachromosomal	  arrays	  should	  be	  lost,	  resulting	  in	  non-­‐unc,	  non-­‐mCherry	  worms,	  which	  should	  be	  positive	  for	  an	  insertion	  event.	  This	  can	  then	  be	  checked	  by	  PCR	  (See	  below).	  	  This	  method	  of	  detecting	  positive	  insertion	  events	  was	  initially	  used,	  however,	  the	  later	  strains	  made	  utilise	  a	  negative	  selection	  marker,	  peel-­‐1.	  Worms	  are	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co-­‐injected	  with	  a	  plasmid	  containing	  the	  peel-­‐1	  toxin	  driven	  by	  and	  heat	  shock	  promoter.	  peel-­‐1	  expression	  causes	  the	  presence	  of	  extrachromosomal	  arrays	  to	  become	  toxic.	  Therefore,	  subsequent	  to	  heat	  shocking	  the	  only	  non-­‐
unc	  worms	  alive	  should	  be	  those	  with	  a	  positive	  insertion	  event	  and	  no	  array.	  To	  check	  for	  occasional	  survivors	  from	  the	  heat	  shock	  that	  are	  array	  positive,	  worms	  are	  checked	  for	  the	  absence	  of	  the	  mCherry	  markers.	  	  
2.7.3.1	  Preparation	  of	  injection	  mix	  All	  constructs	  were	  suspended	  in	  20µl	  of	  H2O	  and	  1	  µl	  of	  this	  was	  used	  to	  transform	  chemically	  competent	  DH115α	  E.	  coli	  cells,	  following	  the	  manufacturer’s	  specifications.	  The	  cells	  were	  spread	  on	  LB	  plates	  with	  50mg/ml	  ampicillin	  and	  harvested	  with	  QIAprep	  Spin	  Miniprep	  Kit	  (QIAGEN).	  The	  DNA	  content	  was	  quantified	  using	  the	  Qubit	  Flurometric	  system.	  	  The	  following	  10X	  injection	  mix	  was	  made,	  and	  5µl	  aliquots	  stored	  at	  -­‐20°C:	  	   	  Plasmid	   	  Description	   	  Final	  concentration	  	  pCFJ601	   	  	  Peft-­‐3::transposase	   	  500ng/µl	  	  pGH8	   	  Prab-­‐3::mCherry	  (Pan-­‐neuronal)	  	   	  100ng/µl	  	  pCFJ90	   	  Pmyo-­‐2::mCherry	  (pharynx	  muscle)	   	  25ng/µl	  	  pCFJ104	   	  Pmyo-­‐3::mCherry	  (body	  muscle)	   	  50ng/µl	  pMA122	   Phsp::peel-­‐1	  	  	  	  	   100ng/µl	  	  On	  the	  day	  of	  injection,	  a	  1X	  mix	  was	  made	  with	  the	  addition	  of	  the	  transgene	  vector	  to	  a	  final	  concentration	  of	  50ng/µl	  and	  H2O.	  5µl	  aliquots	  if	  this	  were	  again	  made	  and	  stored	  at	  -­‐20°C.	  It	  is	  important	  to	  have	  as	  little	  freeze	  thawing	  of	  the	  injection	  mix,	  as	  possible,	  for	  better	  transformation	  rates.	  	  
2.7.3.2	  Worm	  handling	  See	  section	  2.4.2.2.	  Plates	  with	  individual	  injected	  worms	  are	  allowed	  to	  recover	  at	  15°C	  ON	  and	  then	  are	  transferred	  to	  25°C	  until	  completely	  straved.	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2.7.3.3	  Screening	  for	  full	  insertion	  events	  The	  fully	  starved	  plates	  are	  placed	  in	  a	  34°C	  air	  incubator	  for	  two	  hours.	  It	  takes	  a	  few	  hours	  for	  the	  peel-­‐1	  toxin	  to	  kill	  the	  worms,	  so	  4-­‐6	  hours	  after	  the	  heat-­‐shock	  plates	  were	  screened	  for	  MosSCI	  insertions.	  Insertion	  animals	  are	  typically	  L1	  or	  dauer	  animals	  that	  are	  non-­‐unc	  and	  do	  not	  have	  any	  of	  the	  fluorescent	  co-­‐injection	  markers.	  A	  few	  putative	  insertion	  animals	  are	  picked	  to	  individual	  plates.	  Once	  these	  worms	  have	  produced	  progeny	  the	  P0	  is	  lysed	  and	  the	  presence	  of	  an	  insert	  checked	  by	  PCR	  and	  by	  checking	  for	  fluorescence	  of	  the	  tagged	  gene,	  where	  possible.	  Once	  an	  insert	  has	  been	  confirmed	  the	  insertion	  is	  brought	  into	  homozygosity,	  by	  picking	  10	  individual	  worms	  to	  separate	  plates	  and	  a)	  ensuring	  that	  none	  of	  their	  progeny	  are	  unc	  and	  b)	  lysing	  the	  parent	  and	  carrying	  out	  an	  “insert	  homozygous”	  PCR,	  which	  has	  one	  primer	  over	  the	  Mos	  excision	  site	  and	  therefore	  will	  not	  produce	  any	  product	  if	  the	  transgene	  is	  in	  homogygosity.	  Once	  all	  of	  this	  has	  been	  verified	  the	  transgene	  carrying	  strain	  is	  crossed	  into	  its	  mutant	  background	  to	  check	  that	  it	  is	  functional.	  	  Primers	  used:	  Chromosome	  I	  insert	  positive	  	   	   F:	   CGTCAGAGAAGGAGAGGAAC	  	   	   	   	   	   	   R:	   ATCGCTGTCGTCGAGTTTCT	  Chromosome	  II	  insert	  positive	  	   	   F:	   TCTGGCTCTGCTTCTTCGTT	  	   	   	   	   	   	   R:	   CAATTCATCCCGGTTTCTGT	  Chromosome	  IV	  insert	  positive	  	   	   F:	   GGGTGCCAAATAACCAGCTA	  	   	   	   	   	   	   R:	   TCCCCATTTCACCAGAGAAC	  	  Chromosome	  I	  insert	  homozygous	  	  	   F:	   GGGGAGCGAAAAATAATTGA	  	   	   	   	   	   	   R:	   TGAAAACCGAAAATCGACAA	  Chromosome	  II	  insert	  homozygous	  	   F:	   CGCTACTTACCGGAAACCAA	  	   	   	   	   	   	   R:	   CCCGGGTTTGTCTAGATATGA	  Chromosome	  IV	  insert	  homozygous	   F:	   GCCTTATGCGTTGCTCAAA	  	   	   	   	   	   	   R:	   GCGGAGCATGCTTGATTCT	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Table	  4:	  Transgenic	  plasmids	  used	  
Vector	   Transgene	   Regulatory	  sequence	   Discription	  pCFJ151	   rec-­‐8::GFP	   rec-­‐8	  5'	  and	  3'	  UTRs	   rec-­‐8	  tagged	  with	  GFP	  pCFJ151	   rec-­‐8::GFP	   fbf-­‐2	  3'	  UTR	   early	  prophase	  expression	  of	  rec-­‐8	  tagged	  with	  GFP	  pCFJ151	   rec-­‐8::GFP	   mex-­‐5	  3'	  UTR	   late	  prophase	  expression	  of	  rec-­‐8	  tagged	  with	  GFP	  pCFJ352b	   coh-­‐3::mCherry	   coh-­‐3	  5'	  and	  3'	  UTRs	   coh-­‐3	  tagged	  with	  mCherry	  pCFJ178	   scc-­‐3::GFP	   scc-­‐3	  5'	  and	  3'	  UTRs	   coh-­‐3	  tagged	  with	  GFP	  pCFJ151	   rec-­‐8::IAA17	   rec-­‐8	  5'	  and	  3'	  UTRs	   rec-­‐8	  tagged	  with	  IAA17	  for	  auxin-­‐degron	  system	  pCFJ178	   tir1	   rec-­‐8	  5'	  and	  3'	  UTRs	   Arabidopsis	  tir1	  for	  auxin-­‐degron	  system	  pCFJ151	   rec-­‐8::SNAP	   rec-­‐8	  5'	  and	  3'	  UTRs	   rec-­‐8	  tagged	  with	  SNAP	  for	  covalent	  labelling	  pCFJ151	   rec-­‐8SEP(3)::GFP	   rec-­‐8	  5'	  and	  3'	  UTRs	   putative	  non-­‐cleavable	  rec-­‐8	  with	  3	  separase	  sites	  mutated	  R	  to	  E,	  tagged	  with	  GFP	  
pCFJ151	   rec-­‐8SEP(5)::GFP	   rec-­‐8	  5'	  and	  3'	  UTRs	   putative	  non-­‐cleavable	  rec-­‐8	  with	  5	  separase	  sites	  mutated	  R	  to	  E,	  tagged	  with	  GFP	  
pCFJ151	   rec-­‐8	  (AIR-­‐2A)::GFP	   rec-­‐8	  5'	  and	  3'	  UTRs	   putative	  non-­‐phosphorylatable,	  non-­‐cleavable	  rec-­‐8	  with	  3	  AIR-­‐2	  sites	  mutated	  S/T	  to	  A,	  tagged	  with	  GFP	  
pCFJ151	   rec-­‐8	  (AIR-­‐2E)::GFP	   rec-­‐8	  5'	  and	  3'	  UTRs	   putative	  phosphomimetic,	  hyper-­‐cleavable	  rec-­‐8	  with	  3	  AIR-­‐2	  sites	  mutated	  S/T	  to	  E,	  tagged	  with	  GFP	  pCFJ151	   Phsp-­‐16.1::rec-­‐8::GFP	   hsp-­‐16.1	  promoter	   heat-­‐shock	  inducible	  rec-­‐8	  tagged	  with	  GFP	  
	  
2.7	  C.	  elegans	  strains	  used	  
Table	  5:	  List	  of	  strains	  used	  in	  this	  study.	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  N.B.	  Genotypes	  with	  lab	  generated	  transgenes	  in	  bold	  type-­‐face	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Figure	  5.	  Calibration	  of	  DAPI	  area	  binning	  for	  CellProfiler	  analysis	  	  
A	   Diakinesis	  oocytes	  from	  strains	  with	  known	  DAPI	  mass	  number	  and	  type:	  N2	  (6	  bivalents),	  coh-­‐3;coh-­‐4	  (12	  univalents),	  rec-­‐8;spo-­‐11	  (24	  individual	  sister	  chromatids)	  and	  rec-­‐8;syp-­‐2	  (fragments	  and	  chromatid	  aggregates)	  	  
B	   Graph	  showing	  the	  ranges	  of	  areas	  in	  pixels	  for	  each	  DAPI	  mass	  type	  given	  by	  CellProfiler	  analysis	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CHAPTER	  3:	  RESULTS	  
INVESTIGATING	  THE	  ROLES	  OF	  SCC-­‐2	  IN	  THE	  
LOADING	  OF	  MEIOTIC	  COHESIN	  BY	  RNAI	  	  
3.1	  Objectives	  At	  the	  outset	  of	  my	  PhD,	  a	  number	  of	  interesting	  observations	  had	  been	  made	  during	  the	  characterisation	  of	  a	  mutant	  allele	  of	  the	  cohesin	  loader	  scc-­‐2.	  For	  the	  first	  time	  it	  had	  been	  demonstrated	  that	  SCC-­‐2	  was	  required	  for	  cohesin	  loading	  during	  meiosis.	  However,	  there	  are	  limitations	  as	  to	  what	  can	  be	  discovered	  using	  the	  scc-­‐2	  mutant	  alone.	  It	  is	  not	  possible,	  for	  example,	  to	  differentiate	  roles	  of	  cohesin	  loading	  at	  different	  times	  in	  meiosis.	  For	  this	  reason,	  I	  sought	  to	  deplete	  SCC-­‐2	  by	  RNAi	  thereby	  creating	  a	  situation	  in	  the	  germline	  in	  which	  two	  populations	  of	  nuclei	  existed:	  those	  which	  had	  cohesin	  loaded	  prior	  to	  the	  knockdown,	  and	  those	  which	  underwent	  S-­‐phase	  subsequent	  to	  RNAi	  knockdown.	  This	  was	  in	  particular	  to	  extend	  the	  data	  obtained	  from	  the	  study	  of	  the	  scc-­‐2(fq1)	  mutant	  regarding	  the	  apoptotic	  response.	  These	  experiments	  led	  to	  some	  unexpected	  results	  which	  hinted	  at	  a	  number	  of	  roles	  for	  cohesin	  loading	  during	  prophase	  I.	  	  
3.2	  SCC-­‐2	  localisation	  During	  the	  initial	  characterisation	  of	  the	  scc-­‐2(fq1)	  mutants	  carried	  out	  in	  our	  lab,	  we	  raised	  an	  anti-­‐SCC-­‐2	  antibody	  against	  a	  100	  amino	  acid	  peptide	  located	  near	  the	  N-­‐terminus	  of	  the	  C.	  elegans	  SCC-­‐2	  protein	  (Fig.	  7A).	  Using	  this	  antibody	  we	  sought	  to	  address	  the	  localisation	  of	  SCC-­‐2	  in	  the	  germlines	  of	  wild-­‐type	  worms.	  	  Early	  immunostaining	  using	  a	  standard	  fixation	  protocol	  revealed	  the	  presence	  of	  nucleoplasmic	  SCC-­‐2	  throughout	  the	  whole	  germline.	  However,	  chromatin	  associated	  SCC-­‐2	  was	  difficult	  to	  detect.	  As	  this	  was	  possibly	  due	  to	  the	  high	  levels	  of	  soluble	  protein,	  a	  modified	  immunostaining	  protocol	  was	  used	  with	  a	  stringent	  triton	  wash,	  to	  remove	  this	  pool.	  Under	  these	  conditions,	  a	  chromatin-­‐bound	  pool	  of	  SCC-­‐2	  was	  clearly	  seen	  to	  localise	  to	  meiotic	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chromosomes	  in	  a	  pattern	  reminiscent	  of	  the	  SC	  (Fig.	  6B).	  At	  the	  onset	  of	  late	  pachytene	  this	  pattern	  was	  lost	  and	  substituted	  by	  an	  intense	  nucleoplasmic	  signal	  peaking	  in	  diakinesis	  (Fig.	  6).	  	  (This	  experiment	  was	  carried	  out	  by	  James	  Lightfoot)	  	  
3.3	  Phenocopying	  scc-­‐2(fq1)	  by	  RNAi	  knockdown	  In	  order	  to	  use	  scc-­‐2	  RNAi	  to	  dissect	  out	  the	  roles	  of	  cohesin	  loading	  subsequent	  to	  the	  S-­‐phase	  requirement	  for	  cohesion	  establishment,	  I	  first	  had	  to	  ensure	  that	  knockdown	  of	  scc-­‐2	  was	  possible	  by	  RNAi	  using	  the	  feeding	  method.	  I	  expected	  that	  by	  using	  different	  RNAi	  conditions	  I	  would	  be	  able	  to	  modulate	  the	  intensity	  of	  the	  knockdown.	  To	  initially	  validate	  the	  efficacy	  of	  the	  RNAi,	  I	  sought	  to	  find	  conditions	  in	  which	  the	  knockdown	  phenotype	  would	  recapitulate	  that	  of	  the	  scc-­‐2	  (fq1)	  mutant.	  	  As	  no	  clones	  targeting	  scc-­‐2	  are	  present	  in	  the	  commercially	  available	  Ahringer	  RNAi	  library,	  we	  designed	  two	  RNAi	  vectors	  targeting	  different	  coding	  sequences	  within	  the	  gene.	  This	  was	  done	  via	  the	  gateway	  cloning	  system	  as	  described	  in	  section	  2.4.1.4.	  The	  first	  clone	  was	  derived	  from	  a	  858	  bp	  genomic	  fragment	  including	  portions	  of	  exons	  6	  and	  7,	  and	  the	  second	  was	  derived	  from	  
scc-­‐2	  cDNA	  corresponding	  to	  the	  first	  300	  amino	  acids	  of	  the	  SCC-­‐2	  protein,	  and	  encompassing	  exon	  1	  and	  2,	  and	  most	  of	  exon	  3	  (Fig.	  7A).	  Each	  RNAi	  vector	  was	  tested	  independently,	  using	  the	  standard	  protocol	  (Section	  2.4.1).	  	  Individuals	  were	  picked	  at	  the	  L4	  stage	  of	  worm	  development	  (this	  is	  the	  4th	  and	  final	  larval	  stage,	  prior	  to	  adulthood)	  to	  RNAi	  plates	  and	  grown	  ON	  at	  20°C.	  Adults	  (18-­‐20	  hours	  post	  L4)	  were	  stained	  with	  DAPI	  (Section2.5.1)	  and	  screened	  for	  any	  cytological	  defects	  similar	  to	  those	  seen	  in	  scc-­‐2(fq1)	  mutants.	  All	  animals	  appeared	  completely	  wild	  type,	  therefore	  I	  decided	  to	  screen	  the	  worms	  after	  a	  longer	  exposure	  to	  the	  RNAi.	  To	  do	  this,	  L4	  individuals	  were	  picked	  to	  RNAi	  plates	  and	  grown	  ON	  at	  20°C,	  transferred	  to	  fresh	  RNAi	  plates	  and	  grown	  ON	  again	  at	  20°C	  and	  then	  stained	  with	  DAPI	  and	  screened	  for	  defects.	  Again,	  no	  defects	  were	  observed.	  To	  strengthen	  the	  effect	  of	  the	  RNAi	  further,	  I	  carried	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out	  the	  longer	  RNAi	  exposure	  but	  incubated	  the	  worms	  at	  25°C	  rather	  than	  20°C,	  as	  this	  has	  been	  shown	  to	  increase	  RNAi	  efficacy.	  However,	  still	  no	  cytological	  defects	  were	  observed.	  	  In	  other	  instances	  where	  RNAi	  has	  no	  effect	  on	  the	  phenotype	  of	  the	  P0	  generation,	  possibly	  due	  to	  a	  long	  half-­‐life	  of	  the	  target	  protein,	  it	  is	  possible	  to	  see	  a	  knockdown	  in	  the	  F1	  progeny.	  I	  therefore	  carried	  out	  the	  RNAi	  knockdown	  with	  the	  two	  individual	  clones	  as	  described	  in	  section	  2.4.1.	  When	  adult	  F1	  worms	  (18-­‐20	  hours	  post	  L4)	  were	  screened	  by	  DAPI	  staining,	  in	  both	  clones	  and	  at	  both	  20	  and	  25°C	  a	  number	  of	  adults	  had	  cytological	  defects,	  	  consistent	  with	  defects	  in	  cohesin	  loading,	  although	  none	  as	  severe	  as	  those	  seen	  in	  scc-­‐
2(fq1)	  mutants.	  The	  nature	  of	  these	  defects	  will	  be	  discussed	  in	  the	  later	  sections	  of	  this	  chapter.	  However,	  key	  for	  the	  optimisation	  of	  the	  RNAi	  conditions	  to	  exact	  full	  SCC-­‐2	  knockdown,	  were	  the	  observations	  that	  the	  RNAi	  clone	  targeting	  the	  cDNA	  sequence	  gave	  more	  robust	  knockdown,	  both	  in	  terms	  of	  the	  portion	  of	  affected	  individuals	  and	  the	  severity	  of	  the	  defect.	  In	  addition	  to	  this,	  by	  both	  these	  measures,	  carrying	  out	  the	  RNAi	  at	  25°C	  also	  increased	  the	  efficacy	  of	  the	  knockdown	  ,	  as	  has	  been	  previously	  reported.	  	  With	  this	  in	  mind,	  I	  decided	  to	  combine	  cultures	  of	  bacteria	  containing	  both	  RNAi	  vectors	  in	  a	  1:1	  ratio	  and	  use	  this	  to	  seed	  the	  RNAi	  plates.	  I	  reasoned	  that	  this	  would	  produce	  a	  stronger	  RNAi	  phenotype	  as	  a	  greater	  proportion	  of	  the	  
scc-­‐2	  gene	  would	  be	  directly	  targeted.	  In	  addition	  to	  this,	  the	  worms	  where	  incubated	  at	  25°C	  to	  further	  boost	  the	  effectiveness	  of	  the	  RNAi.	  When	  adult	  F1s	  were	  stained	  with	  DAPI	  and	  screened	  after	  exposure	  to	  these	  stringent	  RNAi	  conditions,	  the	  most	  severe	  phenotypes	  were	  observed,	  including	  individuals	  with	  phenotypes	  indistinguishable	  from	  the	  scc-­‐2(fq1)	  mutant.	  	  
3.3.1	  Chromatin	  phenotype	  With	  the	  conditions	  now	  established	  for	  optimum	  knockdown	  of	  scc-­‐2,	  I	  carried	  out	  a	  more	  detailed	  cytological	  analysis	  of	  the	  phenotypes	  observed	  after	  RNAi.	  By	  dissecting	  and	  staining	  the	  treated	  worms	  with	  DAPI	  and	  imaging	  these	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germlines	  with	  the	  DeltaVision,	  I	  could	  see	  the	  degree	  of	  similarity	  between	  the	  
scc-­‐2	  mutant	  and	  the	  scc-­‐2	  RNAi	  worms.	  In	  both	  cases	  chromosome	  staining	  in	  whole	  mount	  germlines	  revealed	  nuclei	  with	  abnormal	  chromatin	  structure	  throughout	  meiotic	  prophase	  I.	  After	  scc-­‐2	  RNAi,	  meiotic	  nuclei	  displayed	  chromatin	  which	  appeared	  disorganized	  with	  only	  extremely	  thin	  tracks	  visible,	  rather	  than	  having	  the	  highly	  organised	  thick	  tracks	  of	  chromatin	  indicative	  of	  paired	  homologous	  chromosomes	  that	  are	  seen	  in	  the	  wild-­‐type	  (Fig.	  7B	  and	  C	  and	  8A	  and	  B).	  In	  addition	  these	  germlines	  contained	  nuclei	  of	  varying	  sizes	  indicating	  aneuploidy,	  presumably	  as	  a	  result	  of	  undergoing	  divisions	  in	  the	  mitotic	  tip	  in	  the	  absence	  of	  cohesin	  (Fig.	  8A).	  Analysis	  of	  the	  diakinesis	  oocytes	  showed	  a	  variable	  number	  of	  DAPI-­‐stained	  bodies.	  In	  many	  instances	  the	  number	  of	  DAPI	  masses	  was	  close	  to	  24,	  indicating	  complete	  loss	  of	  cohesion	  in	  diakinesis	  oocytes	  (Worms	  carry	  six	  pairs	  of	  homologous	  chromosomes,	  and	  therefore	  a	  total	  of	  24	  chromatids	  are	  presents	  in	  meiotic	  prophase	  nuclei).	  Also,	  diakinesis	  nuclei	  with	  small	  DAPI	  masses	  that	  are	  likely	  to	  constitute	  chromosome	  fragments	  were	  present	  (Fig.	  9D).	  These	  three	  phenotypes	  are	  identical	  to	  those	  observed	  in	  scc-­‐2(fq1)	  mutants	  (Fig.	  8C	  and	  9C)	  and	  strongly	  suggest	  a	  defect	  SCC	  throughout	  meiotic	  prophase.	  	  
3.3.2	  Cohesin	  localisation	  Analysis	  of	  the	  scc-­‐2(fq1)	  mutant	  has	  shown	  that	  SCC-­‐2	  is	  required	  for	  cohesin	  loading	  during	  meiosis.	  When	  germlines	  from	  these	  worms	  were	  immunostained	  with	  antibodies	  against	  the	  cohesin	  subunits	  SMC-­‐1,	  SMC-­‐3	  and	  the	  meiosis-­‐specific	  kleisin	  subunit	  REC-­‐8,	  it	  was	  seen	  that	  they	  were	  expressed	  in	  the	  mitotic	  region	  of	  the	  germline	  at	  comparable	  levels	  to	  those	  in	  wild-­‐type	  worms,	  but	  upon	  meiotic	  entry	  the	  signal	  became	  undetectable	  and	  remained	  so	  throughout	  the	  rest	  of	  the	  germline,	  apart	  from	  a	  nucleoplasmic	  re-­‐expression	  in	  late	  pachytene	  (Fig.	  7C).	  This	  is	  in	  contrast	  to	  the	  situation	  in	  wild-­‐type	  germlines,	  in	  which	  the	  cohesin	  subunits	  can	  be	  seen	  decorating	  the	  axial	  element	  of	  meiotic	  chromosomes	  throughout	  meiotic	  prophase	  (Fig.	  7B).	  	  After	  knockdown	  of	  scc-­‐2	  by	  RNAi,	  we	  would	  expect	  to	  see	  a	  pattern	  of	  cohesin	  staining	  the	  same	  as	  that	  seen	  in	  the	  scc-­‐2(fq1)	  mutant.	  Indeed	  this	  was	  the	  case.	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SMC-­‐1	  and	  3	  and	  REC-­‐8	  all	  showed	  expression	  in	  the	  mitotic	  tip,	  which	  disappeared	  at	  the	  onset	  of	  meiosis	  (Fig.	  8A).	  Chromatin-­‐associated	  cohesin	  could	  not	  be	  detected	  by	  immunofluorescence	  anywhere	  in	  prophase	  nuclei	  of	  these	  germlines.	  Taken	  together	  with	  the	  similarity	  in	  chromatin	  structure	  between	  the	  scc-­‐2(fq1)	  mutant	  and	  the	  scc-­‐2	  RNAi	  treated	  worms,	  this	  demonstrates	  that	  it	  is	  possible	  to	  knockdown	  SCC-­‐2	  to	  the	  extent	  that	  the	  phenotypes	  in	  meiosis	  are	  identical	  between	  the	  RNAi	  treated	  worms	  and	  the	  null	  mutant.	  In	  both	  cases	  there	  is	  no	  SCC,	  resulting	  in	  disorganised	  chromatin	  structure	  and	  micro-­‐	  and	  meganuclei,	  individualised	  sisters	  and	  fragments	  at	  diakinesis,	  and	  a	  complete	  lack	  of	  cohesin	  present	  on	  the	  chromatin	  of	  meiotic	  nuclei.	  	  
3.4	  Partial	  knockdown	  of	  scc-­‐2	  As	  mentioned	  earlier	  one	  of	  the	  key	  advantages	  of	  using	  RNAi	  to	  knockdown	  gene	  expression	  is	  that	  you	  are	  able	  to	  create	  phenotypes	  intermediate	  between	  the	  wild	  type	  and	  the	  null	  mutant	  situations.	  In	  order	  to	  create	  this	  partial	  knockdown	  of	  scc-­‐2,	  animals	  were	  treated	  only	  with	  the	  RNAi	  clone	  targeting	  the	  cDNA	  and	  were	  incubated	  at	  20°C.	  Germlines	  of	  F1	  progeny	  were	  then	  dissected	  and	  stained	  by	  the	  standard	  protocol	  with	  α-­‐SMC-­‐1,	  α-­‐SMC-­‐3	  or	  α-­‐REC-­‐8	  antibodies.	  In	  this	  way,	  effects	  on	  chromatin	  structure	  as	  well	  as	  the	  pattern	  of	  chromatin-­‐associated	  cohesin	  could	  be	  assessed.	  	  
3.4.1	  Rational	  We	  have	  seen	  already	  that	  scc-­‐2	  RNAi	  can	  decrease	  protein	  levels	  to	  the	  extent	  that	  we	  could	  call	  a	  knockdown	  complete.	  That	  is,	  the	  phenotype	  produced	  is	  identical	  to	  that	  of	  the	  null	  mutant.	  	  However,	  with	  exposure	  to	  the	  scc-­‐2	  RNAi	  for	  a	  shorter	  period	  of	  time,	  or	  by	  using	  less	  stringent	  conditions	  for	  the	  RNAi,	  it	  might	  be	  possible	  to	  create	  a	  partial	  knockdown	  of	  scc-­‐2.	  The	  aim	  in	  this	  instance	  was	  to	  create	  a	  subset	  of	  nuclei	  within	  the	  germline	  which	  had	  already	  undergone	  meiotic	  S-­‐phase	  prior	  to	  scc-­‐2	  RNAi	  treatment.	  The	  expectation	  being	  that	  these	  would	  have	  SCC	  intact	  but	  any	  requirement	  for	  cohesin	  loading	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elsewhere	  in	  prophase	  would	  be	  abolished.	  An	  alternative	  outcome	  would	  be	  that	  the	  knockdown	  of	  scc-­‐2	  would	  impair	  but	  not	  completely	  eliminate	  cohesin	  loading.	  In	  this	  case	  we	  would	  expect	  to	  see	  lower	  levels	  of	  cohesin	  decorating	  the	  axis	  than	  in	  wild	  type	  germlines.	  	  	  However,	  in	  the	  first	  scenario,	  the	  expression	  pattern	  of	  the	  cohesin	  complex	  would	  be	  as	  follows:	  in	  the	  mitotic	  tip	  cohesin	  would	  be	  expressed	  in	  high	  levels,	  as	  is	  the	  case	  in	  the	  wild-­‐type	  and	  scc-­‐2(fq1)	  mutant,	  this	  would	  be	  followed	  by	  the	  disappearance	  of	  cohesin	  as	  soon	  as	  entry	  into	  meiosis	  occurs,	  where	  in	  wild-­‐type	  germlines	  one	  would	  see	  cohesin	  loaded	  to	  the	  axial	  element.	  These	  cohesin-­‐free	  nuclei	  from	  transition	  zone	  and	  early	  pachytene	  represent	  those	  which	  underwent	  meiotic	  S-­‐phase	  in	  the	  absence	  of	  SCC-­‐2,	  and	  therefore	  were	  not	  competent	  to	  have	  cohesin	  loaded.	  However,	  proximal	  to	  this	  band	  of	  nuclei	  a	  pool	  of	  late	  pachytene	  nuclei	  would	  exist	  in	  which	  cohesin	  would	  have	  been	  loaded	  onto	  meiotic	  chromosomes.	  These	  represent	  nuclei	  that	  had	  gone	  through	  S-­‐phase	  before	  the	  effect	  of	  the	  RNAi	  was	  sufficient	  to	  prevent	  cohesin	  loading	  (Fig.	  10A).	  Any	  defects	  in	  these	  late	  pachytene	  nuclei	  or	  those	  later	  in	  prophase	  would	  be	  due	  to	  a	  role	  of	  SCC-­‐2	  in	  cohesin	  loading	  after	  S-­‐phase.	  	  
3.4.2	  SMC-­‐1	  and	  3	  localisation	  In	  order	  to	  determine	  the	  extent	  of	  the	  SCC-­‐2	  knockdown,	  as	  well	  as	  to	  discover	  if	  either	  of	  the	  two	  predicted	  outcomes	  described	  above	  occurred,	  I	  stained	  germlines	  of	  F1	  animals	  treated	  with	  the	  less	  rigorous	  scc-­‐2	  RNAi	  knockdown	  protocol	  with	  either	  α-­‐SMC-­‐1	  or	  α-­‐SMC-­‐3	  antibodies.	  The	  staining	  pattern	  observed	  in	  these	  germlines	  was	  of	  a	  region	  of	  nuclei	  in	  transition	  zone	  and	  earlier	  pachytene	  with	  very	  little	  or	  no	  detectable	  SMC-­‐1	  or	  SMC-­‐3,	  followed	  by	  a	  region	  of	  later	  pachytene	  nuclei	  with	  these	  subunits	  loaded	  onto	  chromosomes.	  This	  was	  the	  preferred	  outcome	  as	  it	  provided	  the	  possibility	  of	  separating	  the	  different	  requirements	  of	  cohesin	  loading	  at	  different	  stages	  of	  meiosis.	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A	  number	  of	  striking	  observations	  were	  immediately	  apparent	  in	  germlines	  	  in	  which	  partial	  scc-­‐2	  knockdown	  had	  been	  achieved	  and	  I	  will	  discuss	  these	  later	  in	  the	  chapter.	  However,	  as	  stated	  earlier	  a	  particular	  aim	  of	  creating	  this	  situation	  was	  to	  extend	  the	  data	  obtained	  from	  studying	  scc-­‐2(fq1)	  mutants	  regarding	  the	  apoptotic	  response.	  I	  will	  briefly	  describe	  the	  data	  derived	  from	  the	  analysis	  of	  scc-­‐2(fq1)	  null	  mutant	  that	  was	  carried	  out	  by	  James	  Lightfoot	  previously	  in	  the	  lab,	  and	  then	  go	  on	  to	  discuss	  the	  data	  from	  my	  own	  RNAi	  experiments.	  	  
3.5	  Apoptotic	  response	  
3.5.1	  Apoptotic	  response	  in	  scc-­‐2(fq1)	  In	  wild-­‐type	  worms	  a	  basal	  level	  of	  apoptosis	  occurs	  as	  some	  nuclei	  undergo	  physiological	  germcell	  apoptosis	  (Gumienny	  et	  al.,	  1999).	  This	  type	  of	  cell	  death	  usually	  occurs	  in	  the	  germline	  bend.	  James	  Lightfoot	  undertook	  an	  apoptosis	  assay	  utilising	  the	  SYTO12	  green	  fluorescent	  nucleic	  acid	  dye,	  which	  allows	  nuclei	  containing	  intensely	  condensed	  chromatin	  characteristic	  of	  apoptosis	  to	  be	  visualised.	  In	  wild-­‐type	  animals	  low	  levels	  of	  apoptosis	  occurred	  with	  the	  number	  of	  corpses	  showing	  a	  mean	  value	  of	  6.5	  ±	  3.0	  corpses	  per	  germline.	  In	  the	  spo-­‐11(ok79)	  mutant,	  in	  which	  no	  DSBs	  are	  made,	  the	  levels	  of	  apoptosis	  were	  slightly	  lower,	  with	  a	  mean	  of	  6.2	  ±	  2.4	  corpses	  per	  germline.	  The	  syp-­‐
1(me17)	  mutant,	  which	  is	  deficient	  in	  SC	  assembly,	  was	  used	  as	  a	  positive	  control,	  as	  it	  is	  known	  that	  failure	  in	  SC	  assembly	  causes	  activation	  of	  the	  pachytene	  checkpoint	  due	  to	  accumulation	  of	  recombination	  intermediates.	  The	  SYTO12	  assay	  detected	  high	  levels	  of	  apoptosis	  in	  syp-­‐1	  mutants,	  as	  previously	  shown	  (MacQueen	  et	  al.,	  2002),	  with	  an	  average	  of	  18.5	  ±	  7.0	  apoptotic	  corpses	  observed	  per	  germline.	  	  	  As	  scc-­‐2(fq1)	  mutants,	  as	  well	  as	  other	  cohesin	  mutants	  also	  accumulate	  large	  numbers	  of	  recombination	  intermediates,	  it	  was	  expected	  that	  they	  too	  would	  have	  high	  levels	  of	  apoptosis.	  However	  this	  was	  not	  the	  case.	  In	  scc-­‐2(fq1)	  mutants	  only	  few	  a	  apoptotic	  corpses	  were	  observed	  per	  germline,	  with	  an	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average	  of	  4.8	  ±	  2.4	  corpses,	  and	  treating	  these	  worms	  with	  γ-­‐irradiation	  (γ-­‐IR)	  to	  induce	  even	  higher	  levels	  of	  DNA	  damage	  failed	  to	  significantly	  increase	  the	  quantity	  of	  apoptotic	  corpses	  (5.8	  ±	  3.0	  per	  germline).	  	  This	  was	  in	  contrast	  to	  γ-­‐IR	  treated	  wild-­‐type	  worms	  which	  when	  exposed	  to	  the	  same	  dose	  showed	  a	  clear	  increase	  in	  the	  number	  of	  corpses	  (13.9	  ±	  4.6	  per	  germline).	  SYTO12	  assay	  in	  scc-­‐3(ku263)	  mutants	  revealed	  similarly	  low	  levels	  of	  apoptosis	  to	  scc-­‐2(fq1)	  (2.6	  ±	  2.2	  corpses	  per	  germline),	  suggesting	  that	  the	  apoptotic	  response	  of	  the	  pachytene	  checkpoint	  cannot	  occur	  in	  the	  absnce	  of	  cohesin	  (Fig.	  10A).	  	  James	  Lightfoot	  went	  on	  to	  examine	  the	  cause	  for	  this	  lack	  of	  apoptotic	  response	  by	  monitoring	  loading	  of	  the	  DNA	  damage	  sensor	  9-­‐1-­‐1	  complex	  (Navadgi-­‐Patil	  and	  Burgers,	  2009).	  This	  was	  done	  using	  a	  strain	  expressing	  the	  9-­‐1-­‐1	  complex	  component	  hus-­‐1	  fused	  to	  GFP	  (hus-­‐1::GFP	  (opls34))	  (Hofmann	  et	  al.,	  2002)	  as	  a	  control,	  and	  comparing	  the	  levels	  of	  HUS-­‐1::GFP	  of	  this	  strain	  with	  those	  seen	  in	  
scc-­‐2(fq1);hus-­‐1::GFP	  and	  syp-­‐1(me17);hus-­‐1::GFP	  as	  a	  positive	  control.	  This	  revealed	  that	  in	  pachytene	  nuclei	  of	  scc-­‐2(fq1)	  mutants	  very	  little	  HUS-­‐1	  is	  loaded	  (0-­‐3	  HUS-­‐1	  foci	  per	  nucleus)	  despite	  the	  extensive	  accumulation	  of	  RAD-­‐51,	  unlike	  in	  syp-­‐1(me17)	  mutants,	  which	  had	  7-­‐16	  HUS-­‐1	  foci	  per	  nucleus.	  	  It	  is	  therefore	  clear	  that	  the	  9-­‐1-­‐1	  complex	  fails	  to	  localise	  to	  unrepaired	  DSBs	  in	  scc-­‐
2(fq1)	  mutants,	  and	  as	  a	  consequence	  the	  level	  of	  apoptosis	  is	  very	  low	  in	  spite	  of	  the	  high	  levels	  of	  DNA	  damage.	  	  	  
3.5.2	  Monitoring	  apoptosis	  by	  CED-­‐1::GFP	  after	  scc-­‐2	  RNAi	  	  Carrying	  on	  from	  this,	  we	  wanted	  to	  know	  whether	  germlines	  in	  which	  cohesin	  was	  loaded	  onto	  chromatin,	  but	  in	  which	  no	  additional	  cohesin	  loading	  could	  occur,	  could	  still	  trigger	  the	  apoptotic	  response.	  In	  this	  way	  we	  could	  determine	  whether	  cohesin	  bound	  to	  chromatin	  itself	  was	  part	  of	  the	  signalling	  cascade	  involved	  in	  the	  pachytene	  checkpoint.	  	  To	  do	  this,	  scc-­‐2	  RNAi	  was	  carried	  out	  in	  worms	  expressing	  CED-­‐1::GFP.	  As	  previously	  described,	  CED-­‐1	  is	  expressed	  in	  engulfing	  cells	  and	  can	  act	  as	  a	  marker	  labelling	  corpses	  in	  the	  process	  of	  being	  engulfed	  (Lu	  et	  al.,	  2009).	  This	  was	  used	  rather	  than	  SYTO12,	  so	  that	  both	  apoptosis	  and	  cohesin	  loading	  could	  be	  assessed	  in	  the	  same	  germline.	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scc-­‐2	  RNAi	  was	  performed	  in	  worms	  expressing	  CED-­‐1::GFP.	  These	  were	  then	  immunostained	  by	  the	  standard	  protocol	  with	  α-­‐GFP	  antibodies	  to	  mark	  the	  nuclei	  undergoing	  apoptosis,	  and	  α-­‐SMC-­‐1	  to	  monitor	  the	  success	  of	  the	  knockdown	  (Fig.	  11B).	  In	  order	  to	  achieve	  a	  strong	  knockdown,	  worms	  were	  treated	  with	  the	  cDNA	  RNAi	  clone	  and	  incubated	  at	  25°C,	  whereas	  for	  a	  milder	  knockdown,	  the	  RNAi	  was	  carried	  out	  at	  20°C.	  This	  provided	  us	  with	  two	  classes	  of	  germlines	  after	  RNAi,	  those	  in	  which	  no	  visible	  SMC-­‐1	  staining	  could	  be	  detected	  and	  those	  with	  only	  reduced	  levels	  of	  SMC-­‐1.	  Control	  RNAi	  experiments	  using	  CED-­‐1::GFP	  worms	  treated	  with	  the	  empty	  vector	  were	  carried	  out	  at	  both	  20	  and	  25°C.	  	  The	  RNAi	  controls	  at	  both	  temperatures	  displayed	  similar	  levels	  of	  apoptosis	  to	  those	  previously	  seen	  in	  wild-­‐type	  worms	  stained	  with	  SYTO	  12,	  with	  a	  mean	  of	  ~7	  corpses	  per	  germline	  in	  the	  20°C	  controls	  and	  ~8	  in	  the	  25°C	  controls.	  The	  milder	  scc-­‐2	  RNAi	  germlines	  in	  which	  SMC-­‐1	  staining	  was	  reduced,	  but	  with	  very	  high	  levels	  of	  accumulated	  DNA	  damage,	  showed	  a	  marked	  increase	  of	  apoptosis,	  with	  almost	  double	  the	  number	  of	  apoptotic	  corpses	  (~14	  corpses	  per	  germline	  on	  average).	  In	  contrast,	  germlines	  with	  no	  SMC-­‐1	  staining	  displayed	  levels	  of	  apoptosis	  similar	  to	  the	  controls	  at	  ~	  6	  apoptotic	  corpses	  per	  germline	  (Fig	  11C).	  This	  reinforces	  the	  idea	  that	  chromatin-­‐associated	  cohesin	  might	  be	  required	  for	  the	  functionality	  of	  the	  pachytene	  DNA	  damage	  checkpoint.	  	  	  
3.6	  Impairment	  of	  chiasmata	  formation	  or	  maintenance	  
by	  scc-­‐2	  RNAi	  
3.6.1	  Gradient	  of	  diakinesis	  phenotypes	  One	  of	  the	  initial	  and	  most	  striking	  phenotypes	  revealed	  when	  examining	  the	  chromatin	  structure	  upon	  partial	  knockdown	  of	  scc-­‐2	  by	  RNAi,	  was	  the	  presence	  of	  more	  than	  6	  DAPI	  masses	  in	  diakinesis	  oocytes.	  The	  number	  of	  these	  masses	  was	  most	  frequently	  11	  or	  12,	  which	  together	  with	  the	  shape	  and	  size	  of	  these	  
~	  114	  ~	  	  
DAPI	  massed	  led	  to	  the	  conclusion	  that	  they	  were	  univalents	  (Fig.	  12).	  This	  might	  be	  because	  cohesin	  loading	  is	  required	  for	  the	  formation	  of	  COs	  and	  therefore	  chiasmata,	  or	  it	  may	  be	  that	  COs	  are	  formed	  but	  then	  chiasmata	  fall	  apart	  due	  to	  a	  later	  loss	  of	  cohesin.	  It	  is	  noticeable	  that	  the	  levels	  of	  REC-­‐8	  loaded	  onto	  chromatin	  of	  pachytene	  nuclei	  correlate	  well	  with	  the	  number	  of	  DAPI	  masses	  seen	  in	  diakinesis	  oocytes.	  Germlines	  with	  detectable	  levels	  of	  REC-­‐8	  typically	  display	  diakinesis	  oocytes	  with	  up	  to	  12	  DAPI	  masses,	  while	  germlines	  in	  which	  the	  REC-­‐8	  signal	  fell	  below	  detectable	  levels	  showed	  12	  to	  24	  DAPI	  masses	  (Fig.	  11).	  This	  provides	  further	  evidence	  that	  the	  DAPI	  masses	  seen	  in	  diakinesis	  oocytes	  after	  partial	  scc-­‐2	  RNAi	  are	  univalents.	  	  In	  order	  to	  try	  to	  determine	  the	  cause	  of	  this	  phenotype,	  I	  first	  examined	  an	  initial	  step	  of	  meiotic	  recombination:	  the	  generation	  of	  DSBs,	  to	  see	  whether	  a	  lack	  of	  breaks	  could	  be	  responsible	  for	  the	  absence	  of	  chiasmata.	  	  
3.6.2	  DSB	  formation	  In	  order	  to	  analyse	  the	  effect	  of	  scc-­‐2	  RNAi	  in	  DSB	  formation,	  whole	  mounted	  germlines	  were	  stained	  with	  antibodies	  against	  the	  recombinase	  RAD-­‐51,	  which	  serves	  as	  a	  proxy,	  as	  break	  formation	  per	  se	  cannot	  be	  directly	  assessed.	  These	  germlines	  were	  costained	  with	  α-­‐REC-­‐8	  or	  α-­‐SMC-­‐3	  antibodies	  to	  monitor	  the	  extent	  of	  scc-­‐2	  knockdown.	  In	  wild-­‐type	  germlines	  the	  number	  of	  RAD-­‐51	  foci	  peaks	  in	  early	  pachytene	  at	  approximately	  9	  foci	  per	  nucleus,	  and	  then	  decreases	  towards	  late	  pachytene	  as	  the	  breaks	  are	  repaired	  (Alpi	  et	  al.,	  2003).	  In	  the	  RNAi	  empty	  vector	  control,	  similar	  levels	  and	  dynamics	  of	  RAD-­‐51	  are	  observed.	  In	  scc-­‐2(fq1)	  the	  RAD-­‐51	  profile	  is	  very	  different	  to	  that	  of	  wild	  type,	  with	  exceptionally	  high	  numbers	  of	  SPO-­‐11-­‐dependant	  RAD-­‐51	  foci	  that	  persist	  late	  into	  pachytene.	  In	  addition	  to	  this,	  RAD-­‐51	  signals	  were	  often	  detected	  as	  “stretches”	  covering	  several	  µm	  rather	  than	  distinct	  single	  foci.	  Both	  of	  these	  observations	  are	  strongly	  indicative	  of	  impaired	  DSB	  repair	  (Lightfoot	  et	  al.,	  2011).	  It	  was	  therefore	  our	  expectation	  that	  in	  germlines	  severely	  affected	  by	  
scc-­‐2	  RNAi,	  we	  would	  observe	  a	  similar	  phenotype,	  and	  indeed	  this	  was	  the	  case	  (Fig.	  13).	  Levels	  of	  RAD-­‐51	  in	  germlines	  in	  which	  cohesin	  is	  undetectable	  on	  chromosomes	  by	  immunofluorescence	  are	  astonishingly	  high,	  with	  levels	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probably	  greater	  than	  that	  of	  scc-­‐2(fq1)	  mutants,	  and	  numerous	  stretches	  of	  RAD-­‐51	  can	  be	  seen	  decorating	  chromatin.	  	  	  What	  then	  is	  the	  effect	  of	  partial	  scc-­‐2	  knockdown	  on	  RAD-­‐51	  levels,	  bearing	  in	  mind	  that	  these	  germlines	  have	  impaired	  chiasma	  formation?	  In	  germlines	  in	  which	  cohesin	  is	  detectable	  on	  chromatin,	  albeit	  at	  lower	  than	  wild-­‐type	  levels,	  numbers	  of	  RAD-­‐51	  foci	  are	  significantly	  higher	  than	  those	  of	  the	  RNAi	  control,	  with	  some	  stretches	  also	  present.	  It	  is	  noticeable	  that	  most	  of	  these	  foci	  do	  not	  colocalize	  with	  REC-­‐8,	  perhaps	  demonstrating	  that	  regions	  of	  chromatin	  with	  cohesin	  still	  present	  are	  more	  competent	  to	  repair	  DSBs	  than	  their	  cohesin-­‐negative	  counterparts.	  It	  is	  clear,	  from	  the	  presence	  of	  high	  numbers	  of	  RAD-­‐51	  recombination	  intermediates,	  that	  the	  absence	  of	  chiasmata	  in	  partially	  depleted	  scc-­‐2	  RNAi	  germlines	  is	  not	  due	  to	  a	  defect	  in	  the	  generation	  of	  DSBs,	  but	  rather	  there	  is	  an	  impairment	  of	  DSB	  repair	  in	  a	  situation	  similar	  to	  the	  scc-­‐
2(fq1)	  null.	  I	  therefore	  decided	  to	  examine	  a	  later	  marker	  of	  recombination,	  ZHP-­‐3,	  to	  see	  if	  the	  absence	  of	  chiasmata	  was	  due	  to	  a	  defect	  later	  on	  in	  the	  processing	  recombination	  intermediates.	  	  
3.6.3	  Formation	  of	  ZHP-­‐3	  recombination	  intermediates	  
zhp-­‐3	  is	  the	  homologue	  of	  the	  budding	  yeast	  Zip3	  protein,	  which	  is	  a	  member	  of	  the	  ZMM	  class	  of	  proteins	  (Section	  1.2.7.5	  of	  the	  Introduction)	  and	  is	  required	  for	  the	  commitment	  to	  crossover	  formation	  (Borner	  et	  al.,	  2004).	  ZHP-­‐3	  has	  been	  implicated	  as	  an	  important	  player	  in	  these	  events	  in	  C.	  elegans,	  where	  it	  localises	  along	  the	  SC	  in	  early	  pachytene,	  before	  contracting	  asymmetrically	  on	  the	  SC	  in	  late	  pachytene	  to	  form	  characteristic	  “commas”,	  and	  finally	  forming	  foci	  in	  late	  pachytene/diplotene.	  As	  the	  number	  of	  foci	  per	  nucleus	  in	  wild-­‐type	  hermaphrodites	  is	  6,	  it	  is	  believed	  that	  that	  ZHP-­‐3	  foci	  correspond	  to	  sites	  of	  crossing	  over.	  Worms	  carrying	  a	  ZHP-­‐3::GFP	  fusion	  protein	  expressed	  from	  a	  low-­‐copy-­‐number	  transgene	  that	  has	  been	  stably	  integrated	  into	  the	  genome	  can	  therefore	  be	  used	  to	  monitor	  recombination	  intermediates	  fated	  to	  become	  COs.	  In	  spo-­‐11	  and	  msh-­‐5	  mutants,	  which	  fail	  to	  make	  DSBs	  and	  COs	  respectively,	  ZHP-­‐3	  localises	  to	  SC	  in	  early	  pachytene,	  as	  in	  wild-­‐type,	  but	  fails	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to	  undergo	  any	  reorganisation	  and	  therefore	  does	  not	  form	  foci	  (Bhalla	  et	  al.,	  2008).	  	  In	  order	  to	  interrogate	  whether	  the	  DSBs	  formed	  in	  scc-­‐2	  RNAi	  depleted	  germlines	  continue	  to	  be	  fated	  to	  become	  COs,	  or	  whether	  this	  step	  is	  impaired	  and	  this	  is	  responsible	  for	  the	  lack	  of	  chiasmata	  in	  these	  worms,	  I	  carried	  out	  
scc-­‐2	  RNAi	  on	  the	  ZHP-­‐3::GFP	  strain.	  I	  then	  immunostained	  these	  germlines	  with	  α-­‐GFP	  antibodies	  to	  quantify	  the	  number	  of	  ZHP-­‐3	  foci	  per	  nucleus,	  as	  well	  as	  α-­‐SMC-­‐1	  antibodies	  to	  monitor	  the	  extent	  of	  scc-­‐2	  knockdown.	  Subsequent	  to	  
scc-­‐2	  RNAi,	  when	  12	  univalents	  are	  present,	  one	  might	  expect,	  that	  as	  in	  the	  case	  of	  mutants	  that	  completely	  fail	  to	  make	  COs,	  ZHP-­‐3	  would	  not	  become	  restricted	  to	  foci	  but	  rather	  remain	  as	  tracts	  throughout	  pachytene.	  Whereas	  in	  germlines	  with	  a	  milder	  depletion,	  which	  have	  a	  mixture	  of	  univalents	  and	  bivalents	  at	  diakinesis,	  fewer	  than	  6	  foci	  would	  be	  observed.	  However,	  in	  both	  instances,	  mild	  and	  severe	  scc-­‐2	  knockdown,	  nuclei	  with	  both	  greater	  and	  fewer	  than	  6	  foci	  are	  detected	  (Fig.	  13).	  	  An	  interpretation	  of	  this	  observation	  is	  that	  very	  early	  CO-­‐fated	  events	  for	  which	  ZHP-­‐3	  is	  a	  marker	  (Bhalla	  et	  al.,	  2008),	  can	  be	  formed,	  to	  an	  extent,	  in	  the	  absence	  of	  normal	  levels	  of	  cohesin	  loading,	  but	  that	  the	  completion	  of	  CO	  recombination	  requires	  cohesin	  loaded	  to	  chromatin	  or	  perhaps	  cohesin	  reloading.	  	  
3.7	  Differing	  patterns	  of	  cohesin	  localisation	  
3.7.1	  REC-­‐8	  localisation	  As	  described	  earlier,	  in	  germlines	  in	  which	  scc-­‐2	  was	  partially	  depleted	  by	  RNAi,	  the	  pattern	  of	  cohesin	  staining,	  as	  visualised	  using	  α-­‐SMC-­‐1	  or	  α-­‐SMC-­‐3	  antibodies,	  showed	  cohesin	  present	  on	  chromatin	  in	  mid	  to	  late	  pachytene	  nuclei,	  but	  absent	  from	  transition	  zone	  to	  early	  pachytene	  (Fig.	  9B	  and	  C).	  Unexpectedly,	  immunostaining	  using	  an	  α-­‐REC-­‐8	  antibody	  revealed	  that	  its	  loading	  in	  the	  germline	  followed	  a	  quite	  different	  pattern	  to	  that	  of	  the	  SMC	  subunits.	  	  In	  the	  context	  of	  a	  partial	  scc-­‐2	  RNAi	  phenotype,	  REC-­‐8	  is	  absent	  from	  nuclei	  in	  early	  meiotic	  prophase	  as	  are	  SMC-­‐1	  and	  3,	  however	  REC-­‐8	  is	  also	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absent	  in	  late	  pachytene	  nuclei,	  which	  are	  SMC	  positive	  (Fig.	  15).	  It	  is	  unclear	  whether	  the	  remaining	  SMC	  protein	  represents	  complexes	  in	  which	  the	  REC-­‐8	  has	  been	  unloaded	  or	  whether	  entire	  REC-­‐8	  containing	  complexes	  are	  removed	  and	  what	  is	  left	  are	  complexes	  which	  contain	  the	  alternative	  meiotic	  α-­‐kleisins,	  COH-­‐3	  and	  COH-­‐4	  (Severson	  et	  al.,	  2009).	  In	  order	  to	  assess	  whether	  the	  nuclei	  in	  late	  pachytene	  with	  little	  or	  no	  REC-­‐8	  loaded	  to	  chromatin	  are	  present	  as	  a	  consequence	  of	  the	  loss/removal	  of	  protein	  that	  had	  previously	  been	  loaded,	  I	  co-­‐stained	  scc-­‐2	  RNAi	  treated	  germlines	  with	  α-­‐REC-­‐8	  and	  α-­‐SYP-­‐1	  antibodies.	  	  
3.7.2	  REC-­‐8	  is	  lost	  or	  removed	  from	  meiotic	  chromosomes	  
in	  late	  pachytene	  It	  has	  been	  demonstrated	  that	  loading	  of	  meiotic	  cohesin	  to	  the	  axial	  element	  is	  required	  for	  the	  loading	  of	  HTP-­‐1/2,	  HIM-­‐3	  and	  HTP-­‐3	  (Martinez-­‐Perez	  et	  al.,	  2008;	  Pasierbek	  et	  al.,	  2003;	  Severson	  et	  al.,	  2009),	  and	  therefore	  promotes	  formation	  of	  a	  mature	  SC.	  In	  wild-­‐type	  germlines,	  SYP-­‐1	  forms	  tracks	  along	  the	  entire	  lengths	  of	  paired	  homologues.	  Immunostaining	  with	  α-­‐SYP-­‐1	  antibodies	  in	  the	  scc-­‐2(fq1)	  mutant	  reveals	  that	  SYP-­‐1	  is	  sequestered	  into	  extrachromosomal	  aggregates,	  with	  no	  signal	  detectable	  on	  chromosomes.	  Therefore,	  by	  co-­‐staining	  scc-­‐2	  RNAi	  germlines	  with	  α-­‐SYP-­‐1	  and	  α-­‐REC-­‐8	  antibodies	  we	  should	  be	  able	  to	  tell	  whether	  late	  pachytene	  nuclei	  are	  lacking	  in	  REC-­‐8	  staining	  because	  either,	  	  REC-­‐8	  was	  not	  loaded	  in	  the	  first	  place,	  in	  which	  case,	  nuclei	  without	  REC-­‐8	  should	  be	  similarly	  lacking	  in	  chromosome-­‐associated	  SYP-­‐1	  staining,	  or	  REC-­‐8	  was	  initially	  loaded	  but	  subsequently	  lost/removed,	  in	  which	  case	  it	  would	  be	  possible	  to	  have	  nuclei	  with	  little	  or	  no	  REC-­‐8,	  but	  with	  staining	  by	  SYP-­‐1	  forming	  wild-­‐type	  looking	  tracks.	  It	  is	  this	  second	  scenario	  which	  appears	  to	  be	  the	  case,	  since	  in	  germlines	  in	  which	  the	  
scc-­‐2	  depletion	  has	  led	  to	  late	  pachytene	  nuclei	  with	  some	  REC-­‐8	  loaded,	  there	  is	  extensive	  SYP-­‐1	  staining	  similar	  to	  the	  levels	  observed	  in	  wild	  type	  germlines.	  In	  germlines	  in	  which	  the	  scc-­‐2	  RNAi	  is	  more	  severe	  and	  no	  REC-­‐8	  can	  be	  detected	  by	  immunofluorescence,	  SYP-­‐1	  can	  still	  been	  seen	  to	  form	  chromatin-­‐associated	  tracks	  (Fig.	  16).	  	  It	  therefore	  seems	  likely	  that	  in	  late	  pachytene	  REC-­‐8	  is	  passively	  lost	  or	  actively	  removed	  from	  chromatin.	  Stemming	  from	  the	  fact	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that	  the	  decrease	  in	  REC-­‐8	  on	  chromatin	  occurs	  in	  late	  pachytene,	  it	  was	  tempting	  to	  speculate	  that	  this	  was	  triggered	  by	  an	  event	  in	  the	  recombination	  repair	  pathway.	  	  In	  order	  to	  investigate	  whether	  this	  might	  be	  the	  case,	  I	  carried	  out	  scc-­‐2	  RNAi	  in	  spo-­‐11(ok79)	  null	  mutants,	  in	  which	  no	  DSBs	  are	  made.	  	  
3.7.3	  REC-­‐8	  is	  not	  lost	  in	  response	  to	  DSBs	  If	  the	  loss	  or	  removal	  of	  REC-­‐8	  from	  late	  pachytene	  nuclei	  is	  in	  response	  to	  the	  formation	  of	  DSBs	  or	  a	  downstream	  process	  involved	  in	  the	  repair	  of	  these	  breaks,	  we	  would	  expect	  to	  see	  that	  the	  late	  pachytene	  nuclei	  from	  spo-­‐11(ok79)	  mutants	  with	  partial	  scc-­‐2	  depletion	  by	  RNAi	  would	  retain	  REC-­‐8	  loaded	  to	  chromatin.	  	  Therefore,	  we	  would	  anticipate	  that	  when	  stained	  with	  α-­‐SMC-­‐1	  and	  α-­‐REC-­‐8	  antibodies	  these	  germlines	  will	  display	  an	  expression	  pattern	  in	  which	  both	  proteins	  co-­‐localise	  throughout	  meiosis,	  even	  in	  late	  pachytene.	  This	  is	  not	  the	  case,	  with	  both	  REC-­‐8	  and	  SMC-­‐1	  in	  spo-­‐11(ok79)	  scc-­‐2	  RNAi	  treated	  worms	  exhibiting	  patterns	  of	  expression	  very	  similar	  to	  their	  wild-­‐type	  scc-­‐2	  RNAi	  treated	  counterparts.	  Therefore	  DSBs	  are	  not	  the	  trigger	  for	  the	  loss	  or	  removal	  of	  REC-­‐8	  in	  late	  meiotic	  prophase.	  	  	  
3.7.4	  scc-­‐2	  RNAi	  by	  injection	  A	  limitation	  of	  the	  RNAi	  experiments	  described	  so	  far	  is	  that	  all	  observations	  were	  made	  in	  F1	  worms	  coming	  from	  P0	  treated	  mothers,	  and	  these	  trans-­‐generation	  experiments	  make	  it	  difficult	  to	  follow	  the	  levels	  of	  scc-­‐2	  knockdown.	  That	  is	  because	  the	  C.	  elegans	  germline	  provides	  a	  snapshot	  of	  meiosis	  in	  time.	  	  After	  RNAi	  depletion	  it	  is	  impossible	  to	  know	  the	  history	  of	  a	  nucleus’	  cohesin	  status.	  Also	  RNAi	  will	  deplete	  SCC-­‐2	  protein	  levels	  at	  different	  rates	  depending	  on	  the	  worm	  and	  variations	  in	  its	  environment	  and	  this	  cannot	  be	  controlled	  for.	  	  In	  order	  to	  get	  an	  idea	  of	  the	  time	  scale	  in	  which	  REC-­‐8	  is	  lost	  subsequent	  to	  scc-­‐
2	  RNAi,	  a	  swifter	  destruction	  of	  SCC-­‐2	  was	  required.	  To	  do	  this,	  I	  depleted	  scc-­‐2	  by	  carrying	  out	  RNAi	  by	  injection	  and	  then	  immunostaining	  the	  injected	  worms	  with	  α-­‐REC-­‐8	  antibodies.	  This	  is	  technically	  very	  challenging	  to	  do,	  however,	  in	  the	  few	  instances	  in	  which	  the	  injected	  worms	  survived	  and	  the	  knockdown	  was	  successful,	  I	  observed	  a	  pattern	  of	  REC-­‐8	  staining	  similar	  to	  that	  seen	  the	  in	  the	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partial	  knockdown	  by	  scc-­‐2	  RNAi	  by	  feeding,	  24	  hours	  after	  injecting	  (Fig.	  17).	  Since	  nuclei	  take	  about	  35-­‐40	  hours	  to	  move	  from	  transition	  zone	  to	  late	  pachytene	  (Jaramillo-­‐Lambert	  et	  al.,	  2007),	  the	  presence	  of	  late	  pachytene	  nuclei	  with	  reduced	  levels	  of	  REC-­‐8	  staining	  is	  consistent	  with	  an	  SCC-­‐2-­‐dependent	  reloading	  of	  cohesin	  during	  pachytene.	  Interestingly,	  diakinesis	  oocytes	  of	  these	  germlines	  had	  6	  bivalents,	  suggesting	  at	  the	  time	  of	  scc-­‐2	  depletion	  chiasmata	  had	  been	  successfully	  formed	  and	  remained	  intact	  throughout	  the	  scc-­‐2	  knockdown.	  	  	  
3.8	  Summary	  of	  results	  The	  previous	  identification	  of	  an	  scc-­‐2	  null	  allele	  has	  enabled	  us	  to	  elucidate	  some	  of	  the	  functions	  of	  SCC-­‐2	  during	  meiosis,	  but	  it	  has	  not	  been	  possible	  to	  separate	  the	  roles	  of	  S-­‐phase	  cohesin	  loading	  from	  specific	  prophase	  requirements.	  I	  sought	  to	  further	  investigate	  SCC-­‐2’s	  function	  in	  meiosis	  by	  depleting	  SCC-­‐2	  in	  the	  germlines	  of	  wild-­‐type	  worms	  by	  RNAi.	  In	  doing	  so,	  and	  thereby	  impairing	  cohesin	  loading	  in	  meiosis,	  we	  have	  gained	  some	  tantalizing	  insights	  into	  the	  role	  that	  SCC-­‐2	  plays	  after	  meiotic	  S-­‐phase.	  The	  results	  presented	  in	  this	  chapter	  demonstrate	  that	  RNAi	  can	  deplete	  scc-­‐2	  in	  such	  a	  way	  that	  we	  can	  have	  two	  populations	  of	  nuclei	  within	  one	  germline:	  those	  in	  which	  cohesin	  loading	  was	  impaired	  at	  S-­‐phase	  and	  therefore	  have	  no	  chromatin-­‐associated	  cohesin,	  and	  those	  which	  had	  already	  undergone	  S-­‐phase	  at	  the	  time	  of	  scc-­‐2	  knockdown	  and	  therefore	  have	  cohesin	  associated	  with	  their	  chromosomes	  but	  cannot	  reload	  it.	  	  In	  studying	  these	  germlines,	  I	  have	  demonstrated	  that	  normal	  cohesin	  levels,	  and	  perhaps	  cohesin	  reloading	  by	  SCC-­‐2,	  are	  required	  for	  chiasma	  formation	  and/or	  maintenance,	  and	  timely	  repair	  of	  meiotic	  DSBs.	  In	  addition	  to	  this,	  my	  observations	  of	  apoptotic	  induction	  in	  response	  to	  DNA	  damage	  suggest	  that	  chromosome-­‐associated	  cohesin	  is	  required	  for	  signalling	  in	  the	  DNA	  damage	  checkpoint.	  In	  addition	  to	  this,	  REC-­‐8	  is	  lost	  or	  removed	  from	  late	  pachytene	  nuclei	  where	  both	  SMC-­‐1	  and	  SMC-­‐3	  are	  retained,	  and	  that	  this	  loss	  of	  REC-­‐8	  is	  not	  in	  response	  to	  DSBs	  and	  occurs	  within	  24	  hours	  of	  scc-­‐2	  knockdown.	  These	  observations	  strongly	  suggest	  that	  in	  the	  absence	  of	  SCC-­‐2	  REC-­‐8-­‐containing	  cohesin	  complexes	  are	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not	  preserved	  on	  chromatin,	  which	  by	  extension	  makes	  it	  tempting	  to	  speculate	  that	  de	  novo	  cohesin	  loading	  occurs	  after	  meiotic	  S-­‐phase	  and	  that	  it	  is	  perhaps	  the	  perturbation	  of	  this	  cohesin	  homeostasis	  on	  chromosomes	  in	  pachytene	  that	  results	  in	  the	  impairment	  of	  chiasma	  formation.	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Figure	  6.	  	  SCC-­‐2	  localisation	  in	  wild-­‐type	  germlines	  	  
A	   Whole	  mount	  wild-­‐type	  germline	  stained	  with	  DAPI	  and	  anti-­‐SCC-­‐2	  antibodies	  after	  triton	  fixation,	  which	  enhances	  the	  chromatin	  bound	  anti-­‐SCC-­‐2	  signal.	  
B	   Magnification	  of	  pachytene	  nuclei	  showing	  SCC-­‐2	  staining	  reminiscent	  of	  the	  SC.	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Figure	  7.	  	  Localisation	  of	  cohesin	  in	  wild-­‐type	  and	  scc-­‐2(fq1)	  germlines	  	  
A	   Diagram	  of	  the	  predicted	  structure	  of	  the	  C.	  elegans	  scc-­‐2	  gene	  with	  	  exons	  indicated	  by	  blue	  boxes	  and	  introns	  as	  thin	  black	  lines.	  The	  position	  of	  the	  early	  STOP	  codon	  caused	  by	  the	  fq1	  mutation	  is	  indicated	  by	  a	  red	  line	  above	  the	  diagram.	  Regions	  used	  to	  create	  the	  two	  RNAi	  vectors	  and	  the	  region	  against	  which	  an	  antibody	  was	  raised,	  are	  indicated	  by	  green	  lines	  below	  the	  diagram.	  
B	   Whole	  mount	  wild-­‐type	  germline	  stained	  with	  DAPI	  and	  α-­‐REC-­‐8.	  Magnification	  inset	  show	  mid	  pachytene	  nuclei.	  
C	   Whole	  mount	  scc-­‐2(fq1)	  germline	  stained	  with	  DAPI	  and	  α-­‐REC-­‐8.	  Magnification	  inset	  show	  mid	  pachytene	  nuclei.	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Figure	  8.	  	  scc-­‐2	  RNAi	  can	  phenocopy	  scc-­‐2(fq1)	  mutant	  	  
A	   Whole	  mount	  of	  N2	  germline	  following	  scc-­‐2	  complete	  RNAi	  knockdown	  stained	  with	  DAPI	  and	  α-­‐REC-­‐8.	  Green	  arrowheads	  show	  enlarged	  polyploidy	  nuclei,	  red	  arrowheads	  show	  aneuploid	  micronuclei	  
B	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei	  with	  thin	  disorganised	  chromatin.	  
C	   Diakinesis	  oocyte	  from	  scc-­‐2(fq1)	  mutant	  showing	  individualised	  sisters	  	  
D	   Diakinesis	  oocyte	  from	  N2	  following	  scc-­‐2	  complete	  RNAi	  knockdown	  mutant	  showing	  individualised	  sisters	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Figure	  9.	  	  N2	  following	  partial	  scc-­‐2	  RNAi	  knockdown	  	  
A	  	   Diagram	  illustrating	  rational	  for	  partial	  scc-­‐2	  RNAi	  knockdown	  showing	  two	  populations	  of	  nuclei;	  those	  which	  had	  undergone	  S-­‐phase	  after	  RNAi	  knockdown,	  are	  cohesin	  negative,	  those	  which	  had	  undergone	  S-­‐phase	  before	  RNAi	  knockdown,	  are	  cohesin	  positive.	  	  
B	   Whole	  mount	  of	  N2	  germline	  following	  scc-­‐2	  partial	  RNAi	  knockdown	  stained	  with	  DAPI	  and	  α-­‐SMC-­‐1.	  	  
C	   Whole	  mount	  of	  N2	  germline	  following	  scc-­‐2	  partial	  RNAi	  knockdown	  stained	  with	  DAPI	  and	  α-­‐SMC-­‐3.	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Figure	  10.	  	  Meiotic	  Cohesin	  Is	  Required	  for	  the	  Apoptotic	  Response	  of	  the	  
DNA	  Damage	  Checkpoint	  	  
A	   Quantification	  of	  apoptotic	  corpses	  by	  SYTO12	  staining	  in	  the	  indicated	  genotypes.	  Error	  bars	  indicate	  standard	  error	  of	  the	  mean	  (SEM).	  The	  numbers	  of	  germlines	  scored	  per	  genotype	  were:	  WT	  (120),	  scc-­‐
2(fq1)	  (95),	  syp-­‐1(me17)	  (69),	  scc-­‐3(ku263)	  (73),	  irradiated	  WT	  (53),	  irradiated	  scc-­‐2(fq1)	  (88),	  and	  irradiated	  scc-­‐3(ku263)	  (69).	  Scoring	  of	  apoptotic	  corpses	  following	  γ	  irradiation	  was	  performed	  20	  hr	  after	  treatment	  of	  young	  adult	  worms	  (18	  hr	  post	  L4)	  with	  75	  Gy.	  Experiments	  carried	  out	  by	  James	  Lightfoot.	  
B-­‐C	   The	  green	  circles	  seen	  in	  the	  bend	  of	  these	  germlines	  are	  nuclei	  undergoing	  apoptosis	  and	  being	  engulfed.	  
B	   Un-­‐deconvolved	  germline	  bend	  of	  ced-­‐1::GFP	  worms	  treated	  with	  scc-­‐2	  RNAi	  to	  give	  partial	  knockdown	  stained	  with	  α-­‐SMC-­‐1	  and	  α-­‐GFP	  
C	   Un-­‐deconvolved	  germline	  bend	  of	  ced-­‐1:GFP	  worms	  treated	  with	  scc-­‐2	  RNAi	  to	  give	  complete	  knockdown	  stained	  with	  α-­‐SMC-­‐1	  and	  α-­‐GFP	  
D	   Quantification	  of	  ced-­‐1:GFP-­‐labeled	  apoptotic	  corpses	  following	  scc-­‐2	  or	  control	  RNAi	  at	  20°C	  and	  25°C	  in	  germlines	  that	  were	  also	  costained	  with	  
α-­‐SMC-­‐1	  antibodies	  to	  determine	  the	  amount	  of	  chromosomal	  cohesin	  present	  in	  each	  germline.	  Statistical	  analysis	  demonstrates	  that	  although	  apoptosis	  levels	  are	  significantly	  different	  between	  control	  RNAi	  at	  20°C	  and	  scc-­‐2	  RNAi	  at	  20°C	  with	  reduced	  SMC-­‐1	  levels	  (P	  value	  **	  =	  2	  ×	  10−7),	  apoptosis	  levels	  are	  not	  different	  between	  control	  RNAi	  at	  25°C	  and	  scc-­‐2	  RNAi	  at	  25°C	  with	  no	  visible	  SMC-­‐1	  staining	  (P	  value	  *	  =	  0.29).	  Twenty	  germlines	  were	  scored	  per	  genotype.	  Error	  bars	  indicate	  SEM.	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Figure	  11.	  	  scc-­‐2	  RNAi	  impairs	  chiasmata	  formation	  	  
A	   N2	  treated	  with	  empty	  vector	  RNAi	  control	  showing	  pachytene	  nuclei	  chromatin	  morphology	  stained	  with	  DAPI	  and	  α-­‐REC-­‐8	  and	  diakinesis	  oocyte	  with	  6	  bivalents	  
B	   N2	  treated	  with	  scc-­‐2	  RNAi	  causing	  mild	  and	  severe	  knockdown	  showing	  pachytene	  nuclei	  chromatin	  morphology	  stained	  with	  DAPI	  and	  α-­‐REC-­‐8,	  with	  low	  levels	  of	  REC-­‐8	  loading	  and	  no	  REC-­‐8	  loading,	  respectively	  and	  diakinesis	  oocyte	  with	  12	  univalents	  and	  24	  individualised	  sister	  chromatids	  respectively.	  
C	   scc-­‐2(fq1)	  showing	  pachytene	  nuclei	  chromatin	  morphology	  stained	  with	  DAPI	  and	  α-­‐REC-­‐8	  and	  diakinesis	  oocyte	  with	  individualised	  sister	  chromatids	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Figure	  12.	  	  scc-­‐2	  RNAi	  impairs	  DSB	  repair	  	  
A	   N2	  treated	  with	  empty	  vector	  RNAi	  control	  showing	  pachytene	  nuclei	  stained	  with	  DAPI,	  α-­‐REC-­‐8	  and	  α-­‐RAD-­‐51.	  
B	   N2	  treated	  with	  scc-­‐2	  RNAi	  at	  20°C	  causing	  mild	  knockdown	  showing	  pachytene	  nuclei	  stained	  with	  DAPI,	  α-­‐REC-­‐8	  and	  α-­‐RAD-­‐51.	  
C	   N2	  treated	  with	  scc-­‐2	  RNAi	  at	  25°C	  causing	  severe	  knockdown	  showing	  pachytene	  nuclei	  stained	  with	  DAPI,	  α-­‐REC-­‐8	  and	  α-­‐RAD-­‐51.	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Figure	  13.	  scc-­‐2	  RNAi	  causes	  dysregulation	  of	  CO	  formation	  	  
A	   	  ZHP-­‐3:GFP	  treated	  with	  empty	  vector	  RNAi	  control	  and	  scc-­‐2	  RNAi	  at	  20°C	  and	  25°C	  causing	  mild	  and	  severe	  knockdowns	  respectively,	  showing	  pachytene	  nuclei	  stained	  with	  DAPI,	  α-­‐SMC-­‐1	  and	  α-­‐GFP.	  Dashed	  circles	  indicate	  nuclei	  with	  6	  foci	  in	  controls	  and	  variable	  numbers	  of	  foci	  in	  RNAi	  treated	  worms.	  Diakinesis	  insets	  show	  bivalent	  oocyte	  in	  control	  and	  univalents	  indicating	  lack	  of	  chiasmata	  in	  RNAi	  treated	  worms.	  
B	   Quantification	  of	  ZHP-­‐3:GFP	  foci	  following	  scc-­‐2	  or	  control	  RNAi	  stained	  with	  α-­‐SMC-­‐1	  to	  determine	  the	  amount	  of	  chromosomal	  cohesin	  present	  in	  each	  germline.	  The	  numbers	  of	  nuclei	  scored	  were:	  Control	  (85);	  scc-­‐2	  RNAi	  SMC-­‐1	  positive	  (78);	  scc-­‐2	  RNAi	  SMC-­‐1	  negative	  (72).	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Figure	  14.	  	  Differing	  patterns	  of	  cohesin	  subunit	  localisation	  following	  
partial	  scc-­‐2	  RNAi	  knockdown	  	  
A	   Whole	  mount	  of	  N2	  germline	  following	  scc-­‐2	  partial	  RNAi	  knockdown	  stained	  with	  DAPI,	  α-­‐SMC-­‐3	  and	  α-­‐REC-­‐8.	  	  
B	   Enlarged	  details	  comparing	  REC-­‐8	  and	  SMC-­‐3	  staining	  patterns	  in	  early	  and	  late	  pachytene,	  showing	  faster	  loss	  of	  REC-­‐8	  that	  SMC-­‐3	  in	  late	  pachytene	  nuclei.	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Figure	  15.	  	  REC-­‐8	  is	  lost	  from	  chromatin	  following	  scc-­‐2	  RNAi	  	  
A	   Pachytene	  nuclei	  following	  empty	  vector	  control	  RNAi	  stained	  with	  α-­‐REC-­‐8	  and	  α-­‐SYP-­‐1	  showing	  colocalisation	  of	  cohesin	  and	  CE,	  counterstained	  with	  DAPI.	  
B	   scc-­‐2(fq1)	  pachytene	  nuclei	  stained	  with	  α-­‐REC-­‐8	  and	  α-­‐SYP-­‐1	  showing	  failure	  of	  CE	  to	  form	  in	  the	  absence	  of	  cohesin	  loading,	  and	  therefore	  without	  any	  cohesin	  on	  the	  axis,	  counterstained	  with	  DAPI.	  
C	   Pachytene	  nuclei	  following	  scc-­‐2	  RNAi	  causing	  mild	  or	  severe	  knockdown,	  in	  which	  cohesin	  loading	  is	  impaired	  and	  therefore	  any	  removed	  cohesin	  cannot	  be	  replenished,	  stained	  with	  α-­‐REC-­‐8	  and	  α-­‐SYP-­‐1	  showing	  CE	  formation	  with	  impaired	  REC-­‐8	  staining	  and	  no	  REC-­‐8	  staining,	  respectively,	  counterstained	  with	  DAPI	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Figure	  16.	  	  DSB	  formation	  does	  not	  cause	  REC-­‐8	  loss	  from	  late	  pachytene	  
nuclei.	  	  Whole	  mount	  of	  spo-­‐11(ok79)	  germline	  following	  scc-­‐2	  partial	  RNAi	  knockdown	  stained	  with	  DAPI,	  α-­‐SMC-­‐3	  and	  α-­‐REC-­‐8.	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Figure	  17.	  	  scc-­‐2	  RNAi	  by	  injection	  	  
A	   Whole	  mount	  of	  N2	  germline	  24	  hrs	  following	  scc-­‐2	  RNAi	  injection	  stained	  with	  DAPI	  and	  α-­‐REC-­‐8.	  
B	   Enlarged	  details	  comparing	  REC-­‐8	  staining	  in	  early	  and	  late	  pachytene	  and	  -­‐1	  diakinesis	  oocyte.	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CHAPTER	  4:	  RESULTS	  
NOVEL	  APPROACHES	  TO	  INVESTIGATE	  COHESIN	  
LOADING	  DURING	  MEIOTIC	  PROPHASE	  	  
4.1	  Objectives	  The	  scc-­‐2	  RNAi	  data	  presented	  in	  the	  previous	  chapter	  strongly	  suggests	  that	  cohesin	  removal	  and	  reloading	  both	  take	  place	  during	  meiotic	  prophase	  in	  the	  C.	  
elegans	  germline.	  However,	  the	  time	  scale	  over	  which	  the	  events	  of	  meiotic	  prophase	  take	  place	  are	  significantly	  shorter	  than	  the	  period	  over	  which	  the	  RNAi	  treatment	  is	  administered.	  Therefore,	  I	  sought	  to	  engineer	  a	  system	  that	  would	  allow	  investigation	  of	  cohesin	  loading	  with	  greater	  temporal	  resolution,	  thus	  allowing	  me	  to	  elucidate	  the	  exact	  timing	  of	  cohesin	  loading	  dynamics.	  To	  this	  end,	  I	  used	  the	  recent	  advances	  in	  generating	  single-­‐copy	  insertion	  transgenes	  to	  control	  cohesin	  expression	  in	  the	  germline.	  In	  addition	  to	  this,	  I	  combined	  this	  transgenic	  technology	  with	  molecular	  tools	  that	  have	  previously	  not	  been	  used	  in	  worms,	  looked	  at	  the	  possibly	  of	  using	  mRNA	  to	  express	  proteins	  in	  the	  germline,	  and	  aimed	  to	  map	  AIR-­‐2	  phosphorylation	  and	  separase	  cleavage	  sites	  on	  the	  kleisin	  subunit	  REC-­‐8.	  This	  was	  an	  ambitious	  undertaking,	  and	  was	  met	  with	  variable	  success,	  but	  the	  experiments	  performed	  in	  this	  chapter	  illustrate	  the	  potential	  for	  using	  these	  novel	  technologies	  in	  the	  future.	  	  
4.2	  Altering	  cohesin	  expression	  patterns	  To	  investigate	  if	  cohesin	  removal	  and/or	  reloading	  occurs	  during	  meiotic	  prophase,	  I	  sought	  to	  engineer	  a	  system	  in	  which	  cohesin	  expression	  was	  restricted	  to	  nuclei	  in	  the	  mitotic	  tip	  of	  the	  germline	  and	  those	  in	  the	  early	  stages	  of	  meiotic	  prophase.	  The	  rational	  behind	  this	  is	  that	  if	  there	  is	  no	  cohesin	  expression	  in	  pachytene,	  any	  cohesin	  reloading	  occurring	  in	  pachytene	  dependent	  on	  de	  novo	  synthesis	  of	  that	  subunit	  would	  be	  impaired.	  As	  a	  consequence	  of	  this,	  one	  would	  expect	  to	  see	  a	  progressive	  decline	  in	  the	  levels	  of	  cohesin	  loaded	  to	  chromatin	  as	  nuclei	  progress	  into	  late	  prophase.	  This	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should	  mimic	  the	  results	  seen	  in	  the	  scc-­‐2	  RNAi	  experiments	  and	  therefore	  might	  lead	  to	  loss	  of	  chiasmata.	  This	  result	  would	  demonstrate	  that	  cohesin	  loss	  does	  occur	  in	  pachytene	  and	  further	  support	  the	  idea	  that	  cohesin	  reloading	  parts	  place	  in	  meiotic	  prophase.	  	  To	  demonstrate	  that	  cohesin	  loading	  occurs	  in	  meiotic	  prophase,	  I	  sought	  to	  engineer	  the	  reverse	  system,	  with	  cohesin	  only	  being	  expressing	  in	  late	  pachytene.	  In	  this	  case,	  if	  cohesin	  loading	  does	  occur	  one	  would	  expect	  to	  see	  this	  late	  expressing	  cohesin	  being	  loaded	  onto	  chromatin.	  	  	  
4.2.1	  Generating	  transgenic	  worms	  with	  fluorescently	  
tagged	  cohesin	  subunits	  To	  visualise	  early	  and	  late	  expressing	  cohesin	  complexes,	  the	  initial	  step	  was	  to	  generate	  transgenic	  strains	  in	  which	  fluorescently	  tagged	  cohesin	  subunits	  could	  be	  stably	  expressed	  in	  the	  germline	  and	  to	  ensure	  that	  these	  were	  functional.	  To	  this	  end,	  three	  single-­‐copy	  insertion	  transgenic	  lines	  were	  generated,	  in	  which	  REC-­‐8,	  COH-­‐3	  and	  SCC-­‐3	  were	  tagged	  with	  a	  fluorescent	  protein.	  	  A	  detailed	  protocol	  for	  creating	  single	  copy	  insertion	  transgenics	  using	  the	  MosSCI	  system	  is	  presented	  in	  the	  Materials	  and	  Methods	  (section	  2.6).	  Briefly,	  a	  plasmid	  with	  your	  insert	  sequence	  is	  flanked	  by	  ~1.5kb	  of	  sequence	  with	  homology	  to	  a	  chromosomal	  locus	  with	  a	  Mos1	  transposon	  site.	  This	  plasmid,	  along	  with	  a	  vector	  coding	  for	  expression	  of	  the	  Mos1	  transposase	  and	  some	  selection	  marker	  plasmids	  are	  injected	  directly	  into	  the	  C.	  elegans	  germline.	  Mos1	  excision	  is	  induced	  by	  expression	  of	  Mos1	  transposase	  and	  gene	  insertions	  are	  generated	  by	  repair	  of	  this	  double	  stranded	  break	  with	  the	  regions	  of	  homology	  within	  the	  insert	  vector.	  In	  this	  way	  one	  can	  insert	  a	  single	  copy	  of	  a	  sequence	  of	  interest	  at	  a	  particular	  genetic	  locus.	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4.2.1.1	  REC-­‐8::GFP	  The	  EG4322	  unc-­‐119	  strain,	  containing	  the	  ttTi5605	  chromosome	  II	  Mos	  locus	  was	  injected	  with	  pCFJ151	  containing	  the	  wild-­‐type	  rec-­‐8	  gene	  with	  a	  GFP	  sequence	  in	  place	  of	  its	  stop	  codon	  and	  with	  its	  endogenous	  3’	  and	  5’	  UTRs.	  Putative	  insert	  positive	  lines	  were	  checked	  for	  GFP	  expression	  in	  the	  germline,	  by	  visualising	  live	  worms	  using	  the	  Leica	  DMRB	  microscope.	  From	  this	  it	  was	  possible	  to	  see	  GFP	  in	  all	  germline	  nuclei,	  with	  clear	  chromatin-­‐associated	  GFP	  tracks	  being	  visible	  in	  pachytene	  nuclei	  visible	  using	  a	  62X	  lens.	  In	  order	  to	  check	  the	  functionality	  of	  this	  rec-­‐8::GFP	  transgene,	  the	  strain	  was	  crossed	  with	  the	  rec-­‐8(ok978)	  null	  allele	  to	  create	  a	  strain	  with	  both	  the	  rec-­‐8	  deletion	  and	  the	  transgene	  in	  homozygosity.	  This	  rec-­‐8;	  rec-­‐8::GFP	  strain	  has	  wild-­‐type	  fertility	  and	  DAPI	  staining	  of	  whole	  worms	  reveals	  a	  wild	  type	  germline	  with	  6	  bivalents	  at	  diakinesis	  (Fig.	  18D	  and	  H).	  This	  demonstrates	  that	  this	  GFP	  tagged	  version	  of	  rec-­‐8	  can	  carry	  out	  all	  the	  functions	  of	  the	  endogenous	  gene.	  Whole	  mount	  germlines	  were	  stained	  with	  α-­‐GFP	  antibodies,	  revealing	  an	  identical	  pattern	  to	  that	  seen	  in	  wild-­‐type	  germlines	  stained	  with	  α-­‐REC-­‐8	  antibodies	  (Fig.	  18).	  With	  the	  knowledge	  that	  this	  REC-­‐8::GFP	  is	  functional	  and	  has	  wild-­‐type	  localisation,	  I	  could	  continue	  to	  try	  to	  engineer	  a	  system	  in	  which	  REC-­‐8::GFP	  expression	  was	  restricted	  to	  either	  the	  early	  or	  late	  stages	  of	  meiotic	  prophase.	  I	  will	  discuss	  this	  in	  section	  4.2.2.	  	  
4.2.1.2	  SCC-­‐3::GFP	  An	  scc-­‐3::GFP	  transgene	  was	  engineered	  as	  with	  the	  rec-­‐8::GFP	  strain,	  but	  this	  time	  using	  the	  EG5003	  unc-­‐119	  strain,	  containing	  the	  cxTi10882	  insertion	  site	  on	  chromosome	  IV,	  EG5003	  worms	  were	  injected	  with	  pCFJ178	  containing	  the	  wild-­‐type	  scc-­‐3	  gene	  with	  a	  GFP	  sequence	  in	  place	  of	  its	  stop	  codon	  and	  carrying	  the	  scc-­‐3	  endogenous	  3’	  and	  5’	  UTRs.	  Checking	  putative	  insert	  positive	  strains	  using	  the	  Leica	  DMRB	  microscope	  it	  was	  possible	  to	  see	  very	  bright	  GFP	  signal	  from	  all	  somatic	  and	  germline	  nuclei,	  with	  this	  signal	  visible	  using	  a	  20X	  lens.	  As	  with	  the	  rec-­‐8::GFP	  transgene,	  when	  using	  the	  62X	  lens,	  chromatin-­‐associated	  GFP	  tracks	  could	  clearly	  be	  seen	  in	  pachytene	  nuclei.	  In	  order	  to	  test	  the	  functionality	  of	  this	  transgene,	  the	  strain	  was	  crossed	  to	  the	  scc-­‐3(ku263)	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mutant	  to	  obtain	  a	  strain	  which	  was	  homozygous	  for	  both	  the	  scc-­‐3::GFP	  transgene	  and	  the	  scc-­‐3	  deletion.	  However,	  the	  outcome	  of	  these	  crosses	  was	  surprising.	  The	  first	  isolated	  scc-­‐3;	  scc-­‐3::GFP	  worms,	  had	  very	  high	  embryonic	  lethality,	  producing	  fewer	  than	  10	  viable	  offspring,	  suggesting	  that	  the	  transgene	  did	  not	  complement	  the	  mutation.	  However,	  whilst	  these	  worms	  were	  homozygous	  from	  the	  insert	  it	  was	  no	  longer	  possible	  to	  see	  a	  GFP	  signal	  in	  the	  live	  worms.	  Furthermore,	  DAPI	  staining	  of	  whole	  worms	  revealed	  a	  phenotype	  that	  was	  distinct	  from	  scc-­‐3	  mutants,	  displaying	  univalents	  in	  diakinesis,	  rather	  than	  the	  individualised	  sister	  chromatids	  and	  chromosome	  fragments	  that	  are	  normally	  present	  in	  the	  oocytes	  of	  scc-­‐3	  mutants.	  This	  suggested	  that	  perhaps	  the	  transgene	  was	  being	  silenced	  to	  some	  extent,	  a	  phenomenon	  that	  has	  been	  reported	  before.	  The	  few	  surviving	  scc-­‐3;	  scc-­‐3::GFP	  individuals	  were	  left	  to	  self-­‐fertilize	  and	  after	  a	  few	  generations	  the	  plates	  were	  completely	  starved	  of	  bacteria,	  something	  impossible	  to	  achieve	  if	  these	  worms	  were	  maintaining	  their	  high	  levels	  of	  infertitily.	  Further	  investigation	  of	  these	  worms	  revealed	  that	  the	  GFP	  expression	  had	  returned,	  that	  the	  embryonic	  lethality	  was	  disappearing,	  and	  that	  their	  oocytes	  appeared	  normal	  with	  6	  DAPI	  masses	  at	  diakinesis.	  At	  this	  point	  the	  strain	  was	  completely	  stable	  and	  the	  scc-­‐
3::GFP	  transgene	  fully	  rescued	  the	  meiotic	  and	  mitotic	  defects	  seen	  in	  scc-­‐3	  mutants,	  providing	  a	  useful	  tool	  for	  live	  imaging	  of	  cohesin	  as	  the	  levels	  of	  GFP	  expression	  are	  extremely	  high.	  	  	  
4.2.1.3	  COH-­‐3::mCherry	  Since	  I	  had	  successfully	  created	  a	  rec-­‐8::GFP	  transgene	  but	  less	  is	  known	  about	  the	  α-­‐kleisins	  COH-­‐3	  and	  COH-­‐4,	  and	  at	  the	  time	  of	  making	  these	  transgenic	  strains	  there	  were	  not	  effective	  α-­‐COH-­‐3	  or	  α-­‐COH-­‐4	  antibodies,	  engineering	  a	  fluorescently	  tagged	  COH-­‐3	  would	  prove	  invaluable	  for	  further	  investigation	  of	  its	  function.	  An	  COH-­‐3::mCherry	  strain	  was	  engineered	  as	  with	  the	  REC-­‐8::GFP	  and	  SCC-­‐3::GFP	  strains,	  this	  time	  using	  the	  EG6701	  unc-­‐119	  strain,	  containing	  the	  ttTi4348	  	  insertion	  site	  on	  chromosome.	  This	  strain	  was	  injected	  with	  pCFJ352b	  containing	  the	  wild-­‐type	  coh-­‐3	  gene	  with	  a	  mCherry	  sequence	  in	  place	  of	  its	  stop	  codon	  and	  with	  its	  endogenous	  3’	  and	  5’	  UTRs.	  Similarly	  to	  the	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previous	  stains,	  mCherry	  signal	  could	  be	  seen	  in	  putative	  insert	  positive	  lines	  using	  Leica	  DMRB	  microscope	  with	  a	  62X	  lens,	  however	  the	  signal	  was	  less	  bright	  than	  that	  of	  the	  REC-­‐8::GFP.	  As	  before,	  it	  was	  important	  to	  test	  the	  functionality	  of	  COH-­‐3::mCherry.	  However,	  the	  coh-­‐3(gk112)	  single	  mutant	  does	  not	  have	  a	  phenotype	  since	  COH-­‐3	  and	  COH-­‐4	  appear	  to	  be	  redundant	  (Severson	  et	  al.,	  2009),	  so	  creating	  a	  strain	  homozygous	  for	  this	  deletion	  and	  the	  transgene	  would	  not	  be	  informative.	  The	  coh-­‐3;coh-­‐4	  double	  mutant	  has	  12	  univalents	  at	  diakinesis	  and	  consequently	  a	  high	  level	  of	  embryonic	  lethality	  (Severson	  et	  al.,	  2009).	  Therefore,	  crossing	  the	  coh-­‐3:mCherry	  transgene	  into	  the	  coh-­‐3;coh-­‐4	  double	  mutant	  background	  was	  required	  to	  check	  the	  functionality	  of	  the	  transgene.	  This	  revealed	  that	  COH-­‐3:mCherry	  was	  functional,	  since	  the	  embryonic	  survival	  was	  restored	  to	  wild-­‐type	  levels	  in	  the	  coh-­‐3::mCherry;	  coh-­‐
3;	  coh-­‐4	  strain,	  and	  6	  DAPI	  bodies	  were	  visible	  in	  diakinesis	  oocytes.	  In	  addition,	  the	  mCherry	  signal	  was	  clearly	  visible	  throughout	  the	  meiotic	  prophase	  region	  of	  the	  germline,	  forming	  tracks	  in	  pachytene	  nuclei	  visible	  in	  live	  worms.	  	  
4.2.2	  Generating	  REC-­‐8::GFP	  transgenic	  lines	  with	  3’	  UTRs	  
to	  alter	  expression	  patterns	  In	  the	  C.	  elegans	  germline	  the	  3’	  UTRs	  of	  mRNAs	  have	  been	  shown	  to	  determine	  the	  temporal	  expression	  of	  proteins,	  and	  3’UTRs	  that	  induce	  protein	  expression	  in	  specific	  regions	  of	  the	  germline	  have	  been	  identified	  (Merritt	  et	  al.,	  2008).	  By	  combining	  these	  regulatory	  sequences	  with	  the	  functional	  rec-­‐8::GFP	  gene,	  I	  sought	  to	  manipulate	  the	  stage	  of	  meiosis	  at	  which	  this	  cohesin	  subunit	  could	  be	  expressed.	  	  
4.2.2.1	  fbf-­‐2	  3’	  UTR	  The	  fbf-­‐2	  3’	  UTR	  has	  been	  shown	  to	  limit	  gene	  expression	  to	  the	  mitotic	  tip,	  transition	  zone	  and	  early	  pachytene	  stages	  of	  the	  germline	  (Merritt	  et	  al.,	  2008).	  One	  would	  predict	  the	  rec-­‐8::GFP	  driven	  by	  its	  endogenous	  promoter	  and	  this	  3’	  UTR	  would	  restrict	  REC-­‐8::GFP	  from	  the	  later	  stages	  of	  meiotic	  prophase,	  which	  could	  create	  an	  effect	  similar	  to	  that	  following	  scc-­‐2	  RNAi	  if	  REC-­‐8	  loading	  at	  late	  prophase	  required	  synthesis	  of	  REC-­‐8	  during	  pachytene.	  I	  therefore	  inserted	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this	  transgene	  into	  the	  chromosome	  II	  Mos	  site	  by	  the	  methods	  previously	  described,	  and	  I	  crossed	  this	  strain	  to	  the	  rec-­‐8	  mutant	  background	  to	  check	  whether	  the	  transgene	  complements	  the	  mutation.	  Unfortunately	  rec-­‐8;	  rec-­‐
8::GFP	  fbf-­‐2	  3’UTR	  worms	  did	  not	  display	  any	  meiotic	  defects,	  showing	  both	  wild-­‐type	  levels	  of	  viability	  (99.50%	  compared	  with	  controls)	  and	  wild	  type	  levels	  of	  males	  	  (0.22%	  compared	  with	  controls)	  (Fig.	  19E).	  In	  addition	  to	  this,	  staining	  of	  these	  germlines	  with	  α-­‐GFP	  antibodies	  revealed	  REC-­‐8::GFP	  localisation	  that	  was	  almost	  identical	  to	  that	  of	  controls,	  with	  no	  decrease	  in	  the	  levels	  of	  chromatin-­‐associated	  REC-­‐8	  in	  late	  pachytene	  nuclei	  (Fig.	  19A-­‐D	  and	  18E-­‐H).	  The	  only	  difference	  observed	  was	  the	  absence	  of	  nucleoplasmic	  localisation	  of	  REC-­‐8::GFP	  in	  late	  pachytene/diplotene	  nuclei	  in	  germlines	  of	  the	  
rec-­‐8;	  rec-­‐8::GFP	  fbf-­‐2	  3’UTR	  compared	  with	  controls	  (Fig.	  19C	  and	  18G),	  suggesting	  that	  REC-­‐8	  re-­‐expression	  in	  oocytes	  is	  impaired	  by	  the	  fbf-­‐2	  3’UTR.	  It	  is	  possible	  that	  the	  fbf-­‐2	  3’UTR	  does	  not	  restrict	  REC-­‐8::GFP	  expression	  to	  a	  sufficiently	  early	  stage	  of	  meiosis	  for	  any	  removal	  to	  have	  an	  impact.	  Alternatively,	  it	  may	  be	  that	  removed	  REC-­‐8-­‐cohesin	  molecules	  can	  themselves	  be	  reloaded,	  and	  consequently	  early	  REC-­‐8	  expression	  is	  sufficient	  to	  carry	  out	  all	  the	  events	  of	  meiosis,	  that	  only	  low	  levels	  of	  removal	  that	  do	  not	  result	  in	  a	  phenotype	  occur,	  or	  that	  REC-­‐8	  is	  not	  being	  removed.	  	  
4.2.2.2	  mex-­‐5	  3’	  UTR	  The	  mex-­‐5	  3’	  UTR	  has	  been	  shown	  to	  restrict	  GFP	  expression	  to	  mid/late	  pachytene	  nuclei	  onwards.	  Therefore,	  by	  placing	  rec-­‐8::GFP	  under	  the	  control	  of	  the	  mex-­‐5	  3’	  UTR	  we	  would	  hope	  to	  restrict	  its	  expression	  from	  the	  mitotic	  tip,	  transition	  zone	  and	  early	  pachytene	  nuclei.	  I	  inserted	  a	  rec-­‐8::GFP	  mex-­‐5	  3’UTR	  transgene	  into	  the	  chromosome	  II	  Mos	  site,	  by	  the	  methods	  previously	  described.	  Unfortunately,	  in	  this	  strain	  REC-­‐8::GFP	  could	  only	  be	  seen	  in	  very	  late	  pachytene	  nuclei	  onwards	  (a	  later	  stage	  than	  expected)	  and	  demonstrated	  a	  nucleoplasmic	  localisation	  (Data	  not	  shown).	  As	  one	  would	  expect,	  this	  transgene	  did	  no	  complement	  the	  rec-­‐8	  mutation.	  By	  expressing	  rec-­‐8	  at	  this	  very	  late	  stage	  of	  meiosis	  it	  is	  not	  possible	  to	  detect	  cohesin	  reloading,	  however,	  this	  is	  later	  that	  the	  mid/late	  pachytene	  stage	  in	  which	  cohesin	  reloading	  is	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predicted	  to	  happen	  by	  the	  scc-­‐2	  RNAi	  experiments.	  Further	  work	  is	  required	  to	  address	  whether	  cohesin	  reloading	  occurs	  in	  meiotic	  prophase.	  	  
4.3	  Expressing	  cohesin	  from	  mRNA	  vectors	  A	  powerful	  tool	  that	  has	  been	  used	  in	  other	  model	  organisms	  is	  the	  introduction	  of	  mRNA	  into	  cells.	  This	  allows	  tight	  temporal	  control	  of	  gene	  expression	  and	  allows	  the	  expression	  of	  tagged	  or	  modified	  genes	  without	  the	  necessity	  of	  generating	  transgenics,	  which	  can	  be	  time-­‐consuming	  and	  expensive.	  However,	  until	  recently	  this	  technique	  had	  not	  been	  used	  in	  C.	  elegans,	  due	  to	  the	  propensity	  of	  introduction	  of	  RNA	  into	  the	  germline	  to	  cause	  suppression	  of	  the	  exogenous	  gene	  by	  RNAi,	  perhaps	  due	  to	  contamination	  of	  the	  RNA	  preparations	  with	  dsRNA.	  We	  sought	  to	  overcome	  the	  RNAi	  pathway	  by	  using	  a	  kit	  which	  not	  only	  produces	  high	  yields	  of	  very	  pure	  ssRNA,	  but	  also	  caps	  the	  RNA	  at	  its	  5’	  end,	  and	  a	  secondary	  kit	  to	  add	  a	  polyA	  tail	  to	  the	  3’	  end,	  both	  of	  which	  mimic	  in	  vivo	  mRNA	  in	  most	  eukaryotes.	  This	  should	  prevent	  degradation	  of	  the	  mRNA	  within	  the	  worm.	  In	  fact,	  while	  these	  experiments	  were	  being	  performed,	  a	  similar	  approach	  was	  shown	  to	  succeed	  in	  expressing	  protein	  in	  the	  C	  elegans	  germline	  from	  mRNA	  expression	  (Wood	  et	  al.,	  2011).	  	  
4.3.1	  Histone	  H2B	  mRNA	  To	  initially	  test	  whether	  it	  was	  possible	  to	  see	  expression	  of	  a	  gene	  driven	  by	  injected	  mRNA	  molecules,	  we	  decided	  to	  use	  an	  mRNA	  expression	  vector	  that	  has	  been	  preciously	  shown	  to	  be	  effective.	  To	  this	  end,	  Dr.	  Nobu	  Kudo	  from	  Imperial	  College	  kindly	  gave	  us	  a	  histone	  H2B::mCherry	  vector	  that	  has	  been	  used	  for	  live	  imaging	  in	  mouse	  oocytes	  (Kudo	  et	  al.,	  2009).	  This	  contains	  the	  murine	  cDNA	  sequence	  of	  histone	  H2B,	  tagged	  with	  mCherry	  and	  flanked	  by	  
Xenopus	  regulatory	  sequences,	  with	  a	  T7	  promoter	  upstream.	  Capped	  mRNA	  was	  synthesised	  using	  the	  T7	  mMessage	  mMachine	  Kit	  (Ambion	  AM1344)	  and	  diluted	  to	  a	  concentration	  of	  0.1µg/µl.	  This	  was	  injected	  directly	  into	  the	  body	  cavity	  or	  germline	  of	  N2	  worms.	  Only	  1	  hour	  post	  injection	  it	  was	  possible	  to	  see	  mCherry	  signal	  in	  the	  somatic	  nuclei	  of	  gut,	  and	  in	  the	  bivalents	  in	  diakinesis	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oocytes	  (Fig.	  20A	  and	  B).	  Six	  hours	  after	  injection	  into	  the	  gonad,	  mCherry	  could	  be	  seen	  in	  all	  the	  nuclei	  of	  the	  germline	  (Fig.	  20C).	  This	  illustrates	  that	  it	  is	  possible	  to	  drive	  expression	  of	  a	  tagged	  protein	  from	  exogenous	  mRNA	  injected	  into	  the	  germline	  of	  C.	  elegans.	  Furthermore,	  it	  demonstrates	  that	  the	  rate	  of	  histone	  turnover	  in	  diakinesis	  oocytes	  is	  very	  rapid,	  possibly	  due	  to	  the	  extensive	  DNA	  compaction	  that	  is	  occurring	  at	  this	  stage.	  	  
4.3.2	  SCC-­‐3::GFP	  mRNA	  To	  test	  whether	  cohesin	  reloading	  is	  occurring,	  we	  designed	  an	  mRNA	  expression	  vector	  containing	  scc-­‐3	  tagged	  with	  GFP,	  an	  SL1	  splice	  leader	  as	  5’UTR	  and	  the	  endogenous	  scc-­‐3	  3’	  UTR,	  and	  this	  cassette	  was	  preceded	  by	  a	  T7	  promoter.	  Capped	  mRNA	  was	  synthesised	  using	  the	  T7	  mMessage	  mMachine	  Kit	  (Ambion	  AM1344)	  and	  poly(A)	  tailed	  with	  the	  Poly(A)	  Tailing	  Kit	  (Ambion	  AM1350)	  as	  described	  in	  Materials	  and	  Methods	  (section2.4.2).	  However,	  running	  the	  synthesis	  product	  on	  a	  RNA	  denaturing	  gel	  revealed	  that	  the	  mRNA	  transcript	  was	  not	  of	  the	  appropriate	  length.	  Therefore,	  the	  expression	  of	  SCC-­‐3::GFP	  protein	  from	  this	  vector	  was	  never	  tested	  in	  worms	  and	  further	  work	  	  will	  be	  required	  to	  develop	  this	  system.	  	  
4.4	  Developing	  a	  degron	  system	  in	  C.	  elegans	  The	  ability	  to	  conditionally	  control	  gene	  expression	  is	  one	  of	  the	  most	  powerful	  tools	  in	  the	  study	  of	  a	  protein’s	  function.	  Often	  this	  manipulation	  takes	  place	  at	  the	  level	  of	  DNA	  or	  mRNA,	  however	  more	  recently	  a	  system	  has	  been	  developed	  which	  allows	  rapid	  protein	  degradation.	  The	  auxin	  degron	  exploits	  a	  unique	  system	  that	  exists	  in	  plants	  to	  regulate	  protein	  expression.	  Briefly,	  when	  transgenic	  cells	  containing	  the	  Arabidopsis	  gene	  TIR1,	  and	  a	  gene	  of	  interest	  tagged	  with	  the	  IAA17	  peptide	  are	  exposed	  to	  auxin,	  this	  induces	  the	  formation	  of	  a	  complex	  between	  the	  tagged	  protein	  and	  the	  TIR-­‐1	  protein	  that	  promotes	  an	  E2	  ubiquitin	  conjugating	  enzyme	  to	  induce	  polyubiquitination	  and	  rapid	  degradation	  of	  the	  tagged	  protein	  by	  the	  proteasome	  (Fig.	  21A)	  (Nishimura	  et	  al.,	  2009).	  This	  system	  has	  been	  used	  in	  S.	  cerevisiae	  and	  in	  mammalian	  cells	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resulting	  in	  almost	  complete	  protein	  destruction	  in	  less	  than	  1	  hour	  (Nishimura	  et	  al.,	  2009).	  However,	  it	  has	  not	  yet	  been	  utilized	  in	  the	  context	  of	  a	  multicellular	  organism.	  	  	  In	  order	  to	  develop	  this	  system	  in	  C.	  elegans	  two	  transgenic	  stains	  must	  be	  created:	  one	  in	  which	  TIR1	  is	  expressed	  in	  the	  germline,	  and	  a	  second	  expressing	  a	  functional	  IAA17-­‐tagged	  cohesin	  subunit.	  Then	  the	  method	  for	  introducing	  auxin	  or	  its	  analogue	  NAA	  can	  be	  tested	  to	  optimise	  the	  conditions	  that	  provide	  the	  most	  robust	  protein	  degradation.	  Hopefully	  it	  will	  be	  possible	  to	  induce	  cohesin	  degradation	  within	  a	  matter	  of	  hours	  of	  auxin	  treatment.	  This	  gives	  it	  a	  huge	  advantage	  over	  RNAi,	  where	  it	  takes	  a	  generation	  to	  see	  knockdown.	  Therefore,	  this	  approach	  will	  hopefully	  allow	  investigation	  of	  the	  specific	  stages	  of	  meiosis	  at	  which	  cohesin	  is	  required,	  and	  perhaps	  allow	  us	  to	  differentiate	  the	  different	  roles	  of	  cohesin	  within	  prophase.	  	  
4.4.1	  Generating	  a	  REC-­‐8::IAA17	  transgenic	  strain	  The	  EG4322	  unc-­‐119	  strain,	  containing	  the	  ttTi5605	  chromosome	  II	  Mos	  locus	  was	  injected	  with	  pCFJ151	  containing	  the	  wild-­‐type	  rec-­‐8	  gene	  with	  a	  IAA17-­‐tag	  sequence	  in	  place	  of	  its	  stop	  codon	  and	  with	  its	  endogenous	  3’	  and	  5’	  UTRs.	  These	  worms	  were	  crossed	  to	  the	  rec-­‐8(ok978)	  mutants	  to	  create	  a	  rec-­‐8::IAA17	  
;rec-­‐8	  strain.	  These	  worms	  had	  a	  wild-­‐type	  brood	  size	  and	  DAPI	  staining	  of	  whole	  worms	  reveals	  a	  wild	  type	  germline	  with	  6	  bivalents	  at	  diakinesis,	  demonstrating	  that	  the	  tagged	  protein	  is	  functional	  and	  fully	  complements	  the	  absence	  of	  the	  endogenous	  REC-­‐8	  protein.	  	  
	  4.4.2	  Generating	  a	  TIR1	  transgenic	  strain	  A	  TIR1	  strain	  was	  engineered	  using	  the	  EG5003	  unc-­‐119	  strain,	  containing	  the	  cxTi10882chromosome	  IV	  Mos	  locus,	  which	  was	  injected	  with	  pCFJ178	  containing	  the	  Arabidopsis	  TIR1	  sequence,	  in	  which	  3	  artificial	  introns	  were	  introduced,	  and	  carrying	  the	  5’	  and	  3’	  UTR	  sequences	  from	  rec-­‐8,	  which	  are	  expected	  to	  allow	  expression	  throughout	  the	  germline.	  TIR1	  homozygous	  worms	  were	  then	  crossed	  to	  the	  strain	  containing	  the	  rec-­‐8::IAA17;rec-­‐8	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transgene	  to	  finally	  produce	  worms	  homozygous	  for	  both	  transgenes.	  This	  strain	  offers	  an	  easy	  method	  by	  which	  to	  test	  the	  potential	  of	  the	  degron	  system	  in	  worms,	  as	  protein	  degradation	  of	  REC-­‐8	  should	  cause	  an	  obvious	  phenotype	  in	  the	  diakinesis	  oocytes	  of	  treated	  worms.	  An	  initial	  test	  to	  degrade	  REC-­‐8::IAA17	  by	  adding	  NAA	  to	  the	  plate	  media	  was	  unsuccessful.	  The	  reason	  for	  this	  failure	  is	  not	  clear,	  it	  may	  be	  that	  in	  order	  to	  quickly	  deliver	  NAA	  to	  the	  germline,	  it	  must	  be	  injected,	  or	  it	  could	  be	  that	  the	  TIR1	  protein	  is	  not	  efficiently	  expressed	  in	  the	  germline	  or	  imported	  into	  the	  nucleus,	  or	  that	  higher	  quality	  auxin	  must	  be	  used.	  In	  any	  case,	  establishing	  the	  auxin	  degron	  system	  in	  worms	  will	  require	  further	  work,	  and	  this	  is	  an	  important	  aim	  for	  future	  studies.	  	  
4.5	  Developing	  a	  SNAP-­‐tag	  system	  in	  worms	  A	  technique	  that	  has	  been	  used	  in	  organisms	  such	  as	  yeast	  and	  Zebrafish	  (Campos	  et	  al.,	  2011;	  Regoes	  and	  Hehl,	  2005),	  and	  in	  cell	  culture	  (Maurel	  et	  al.,	  2008),	  but	  not	  in	  C.	  elegans,	  is	  the	  SNAP-­‐tag	  system	  of	  covalently	  labelling	  proteins.	  The	  SNAP-­‐tag	  is	  a	  20	  kDa	  mutant	  form	  of	  the	  DNA	  repair	  protein	  O6-­‐alkylguanine-­‐DNA	  alkyltransferase.	  It	  reacts	  specifically	  and	  rapidly	  with	  benzylguanine	  derivatives,	  leading	  to	  irreversible	  covalent	  labelling	  of	  the	  SNAP-­‐tag	  with	  a	  synthetic	  probe	  (Fig.	  21B)	  (Regoes	  and	  Hehl,	  2005).	  The	  SNAP-­‐tag	  technology	  has	  been	  used	  in	  fluorescent	  pulse-­‐chase	  and	  quench-­‐chase-­‐pulse	  experiments	  to	  determine	  the	  rate	  of	  protein	  turnover	  (Bodor	  et	  al.,	  2012).	  In	  order	  to	  carry	  out	  similar	  experiments	  in	  worms,	  and	  use	  the	  system	  to	  assess	  cohesin	  turnover	  in	  the	  germline,	  it	  will	  be	  necessary	  to	  create	  a	  transgenic	  strain	  carrying	  a	  functional	  SNAP-­‐tagged	  cohesin	  subunit.	  Then	  a	  SNAP	  ligand	  would	  have	  to	  be	  introduced	  to	  the	  germline	  where	  it	  would	  covalently	  bind	  to	  all	  the	  cohesin::SNAP	  protein.	  Then,	  after	  a	  period	  of	  time	  a	  second,	  differently	  coloured,	  SNAP	  ligand	  would	  be	  introduced	  to	  the	  germline	  of	  the	  same	  worm.	  This	  would	  label	  all	  newly	  synthesised	  cohesin::SNAP.	  If	  this	  second	  ligand	  were	  seen	  on	  chromatin	  that	  had	  undergone	  meiotic	  S-­‐phase	  before	  the	  second	  labelling	  step	  it	  would	  demonstrate	  that	  cohesin	  reloading	  occurs	  in	  meiotic	  prophase.	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4.5.1	  Generating	  a	  REC-­‐8::SNAP	  transgenic	  strain	  The	  EG4322	  unc-­‐119	  strain,	  containing	  the	  ttTi5605	  chromosome	  II	  Mos	  locus	  was	  injected	  with	  pCFJ151	  containing	  the	  wild-­‐type	  rec-­‐8	  gene	  with	  a	  SNAP	  sequence	  in	  place	  of	  its	  stop	  codon	  and	  containing	  the	  endogenous	  3’	  and	  5’	  UTRs	  from	  rec-­‐8.	  These	  worms	  were	  crossed	  to	  the	  rec-­‐8(ok978)	  mutant	  strain	  to	  obtain	  a	  rec-­‐8;	  rec-­‐8::SNAP	  strain.	  From	  this	  we	  could	  see	  that	  the	  REC-­‐8::SNAP	  protein	  fully	  complemented	  the	  rec-­‐8	  mutation	  and	  therefore	  would	  be	  suitable	  for	  further	  experiments.	  	  
4.5.2	  Methods	  of	  introducing	  SNAP	  ligands	  There	  are	  a	  number	  of	  possible	  methods	  by	  which	  the	  SNAP	  ligands	  might	  be	  introduced	  into	  the	  C.	  elegans	  germline.	  Attempts	  to	  administer	  the	  ligands	  by	  adding	  them	  to	  the	  plate	  media	  or	  to	  grow	  worms	  in	  liquid	  culture	  containing	  the	  ligands	  were	  unsuccessful.	  The	  only	  remaining	  option	  was	  to	  inject	  the	  ligands	  directly	  into	  germlines	  of	  the	  transgenic	  worms.	  SNAP-­‐Cell®	  TMR-­‐Star	  (NEB	  S9105S),	  a	  red	  fluorescent	  ligand	  was	  injected	  at	  a	  concentration	  of	  12µM	  in	  DMSO.	  3	  hours	  post	  injection	  red	  fluorescence	  could	  be	  seen	  in	  burst	  live	  worms	  in	  which	  the	  germline	  had	  been	  extruded,	  using	  Leica	  DMRB	  microscope	  with	  a	  62X	  lens.	  This	  signal	  could	  be	  seen	  to	  form	  tracks	  with	  pachytene	  nuclei.	  This	  demonstrates	  that	  the	  SNAP-­‐tag	  system	  can	  be	  used	  in	  worms	  (Fig.	  21C).	  However,	  further	  optimization	  will	  be	  required	  before	  it	  can	  be	  used	  to	  answer	  questions	  about	  cohesin	  turnover	  in	  meiotic	  prophase,	  as	  injecting	  the	  same	  germline	  two	  times,	  so	  that	  two	  pools	  of	  cohesion	  can	  be	  labelled,	  is	  a	  difficult	  procedure.	  	  
4.6	  Inducing	  non-­‐cleavable	  REC-­‐8	  expression	  using	  a	  
heat	  shock	  promoter	  In	  many	  organisms	  transcription	  of	  a	  gene	  can	  be	  controlled	  using	  inducible	  promoters,	  with	  expression	  under	  the	  control	  of	  either	  heat	  shock	  (Allard	  et	  al.,	  2013)	  or	  chemically	  inducible	  promoters	  (Beard	  et	  al.,	  2013).	  In	  C.	  elegans	  chemically	  inducible	  promoters	  have	  not	  yet	  been	  developed,	  however,	  the	  hsp-­‐
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16.1	  promoter	  has	  been	  shown	  to	  induce	  expression	  in	  response	  to	  a	  heat	  shock	  (Lee,	  2013).	  By	  creating	  a	  transgenic	  strain	  in	  which	  rec-­‐8::GFP	  expression	  is	  controlled	  by	  the	  hsp-­‐16.1	  promoter,	  I	  hoped	  to	  gain	  temporal	  control	  of	  cohesin	  loading	  and	  thereby	  assess	  whether	  cohesin	  reloading	  is	  taking	  place.	  Ideally,	  worms	  would	  be	  treated	  with	  the	  34°C	  heat	  shock	  for	  2	  hours	  to	  induce	  REC-­‐8::GFP	  expression.	  These	  worms	  would	  be	  allowed	  to	  recover	  and	  their	  germlines	  stained	  with	  α-­‐GFP	  antibodies	  12-­‐24	  hours	  after	  the	  heat	  shock.	  As	  it	  takes	  35-­‐40	  hours	  for	  nuclei	  to	  progress	  from	  the	  transition	  zone	  to	  late	  pachytene	  (Jaramillo-­‐Lambert	  et	  al.,	  2007),	  any	  chromatin	  associated	  GFP	  signal	  in	  late	  pachytene	  would	  have	  to	  originate	  from	  de	  novo	  cohesin	  loading	  after	  S-­‐phase.	  	  In	  addition	  to	  this,	  I	  sought	  to	  create	  a	  non-­‐cleavable	  form	  of	  REC-­‐8::GFP.	  By	  coupling	  the	  hsp-­‐16.1	  promoter	  with	  a	  non-­‐cleavable	  form	  of	  REC-­‐8::GFP	  it	  should	  be	  possible	  to	  determine	  whether	  reloaded	  cohesin	  becomes	  cohesive.	  The	  rational	  is	  that	  one	  would	  begin	  to	  see	  segregation	  defects	  in	  heat	  shocked	  worms	  in	  under	  60	  hours	  (the	  time	  it	  takes	  from	  S-­‐phase	  to	  ovulation	  (Jaramillo-­‐Lambert	  et	  al.,	  2007))	  as	  the	  loaded	  and	  cohesive	  uncleavable	  REC-­‐8	  would	  interfere	  with	  the	  metaphase	  to	  anaphase	  transitions	  in	  MI	  and	  MII.	  If	  the	  reloaded	  cohesin	  does	  not	  become	  cohesive	  it	  should	  not	  have	  any	  effect	  on	  chromosome	  segregation.	  	  	  	  
4.6.1	  Generating	  Phsp-­‐16.1::rec-­‐8:GFP	  
Phsp-­‐16.1::rec-­‐8:GFP	  was	  inserted	  into	  the	  Chromosome	  II	  Mos	  site	  using	  the	  method	  outlined	  above.	  To	  test	  that	  in	  this	  strain	  REC-­‐8::GFP	  expression	  could	  be	  induced,	  these	  worms	  were	  heat-­‐shocked	  34°C	  for	  2	  hours	  and	  then	  dissected	  and	  stained	  with	  α-­‐GFP	  antibodies	  3	  hours	  later,	  as	  this	  is	  the	  time	  at	  which	  expression	  has	  been	  shown	  to	  peak	  (Zeiser	  et	  al.,	  2011).	  Imaging	  these	  germlines	  with	  the	  DeltaVision	  revealed	  that	  the	  level	  of	  REC-­‐8::GFP	  expression	  is	  exceptionally	  low,	  with	  the	  highest	  levels	  of	  signal	  coming	  from	  the	  distal	  tip	  cell	  and	  a	  tiny	  amount	  of	  signal	  coming	  from	  nuclei	  in	  the	  mitotic	  tip	  (Fig.	  23A).	  Carrying	  out	  antibody	  staining	  on	  worms	  12	  hours	  post	  heat	  shock	  revealed	  
~	  159	  ~	  	  
that	  there	  was	  no	  detectable	  signal	  anywhere	  in	  the	  germline.	  In	  addition	  to	  this,	  the	  heat	  shock	  itself	  almost	  kills	  the	  worms,	  making	  this	  a	  inappropriate	  method	  to	  induce	  REC-­‐8::GFP	  expression.	  Expression	  of	  a	  transgene	  can	  be	  greatly	  improved	  by	  codon	  optimization	  (Slimko	  and	  Lester,	  2003)	  and	  perhaps	  this	  could	  be	  utilised	  to	  improve	  the	  system.	  	  	  
4.6.2	  Creating	  a	  non-­‐cleavable	  form	  of	  REC-­‐8	  In	  C.	  elegans,	  for	  meiotic	  cohesin	  to	  disassociate	  from	  chromosomes	  at	  the	  metaphase	  to	  anaphase	  transitions,	  REC-­‐8	  must	  be	  cleaved	  by	  separase	  (Siomos	  et	  al.,	  2001).	  	  It	  has	  been	  suggested	  that	  phosphorylation	  of	  REC-­‐8	  by	  AIR-­‐2	  promotes	  this	  cleavage	  in	  C.	  elegans,	  however	  this	  has	  never	  been	  formally	  demonstrated	  (Rogers	  et	  al.,	  2002).	  In	  yeast	  a	  non-­‐cleavable	  form	  of	  REC-­‐8,	  created	  by	  mutating	  two	  of	  its	  separase	  cutting	  sites,	  blocks	  chiasma	  resolution	  (Buonomo	  et	  al.,	  2000).	  The	  phosphorylated	  sites	  of	  REC-­‐8	  have	  been	  identified	  in	  yeast	  by	  mass	  spectrometry,	  and	  mutation	  of	  these	  sites	  to	  make	  them	  non-­‐phosphorylatable	  renders	  REC-­‐8	  resistant	  to	  separase	  and	  consequently	  blocks	  chiasma	  resolution	  (Katis	  et	  al.,	  2010).	  	  I	  therefore,	  undertook	  to	  identify	  the	  predicted	  separase	  cleavage	  sites	  and	  putative	  AIR-­‐2	  phosphorylation	  sites	  of	  C.	  
elegans	  REC-­‐8	  in	  order	  to	  be	  able	  to	  create	  a	  non-­‐cleavable	  form	  of	  REC-­‐8.	  	  
4.6.3.1	  In	  silico	  analysis	  The	  consensus	  recognition	  sequence	  of	  separase	  is	  (D/E)XX(R)	  (Mito	  et	  al.,	  2003;	  Sullivan	  et	  al.,	  2004).	  AIR-­‐2/Aurora-­‐B	  have	  been	  shown	  to	  recognise	  (R/K)X(S/T)	  consensus	  sequences	  (Resnick	  et	  al.,	  2006;	  Wang	  et	  al.,	  2011).	  By	  scrutinising	  the	  amino	  acid	  sequence	  of	  REC-­‐8	  we	  can	  see	  that	  it	  has	  14	  possible	  separase	  cleavage	  sites	  and	  10	  putative	  AIR-­‐2	  phosphorylation	  sites	  (Fig.	  22).	  Three	  of	  these	  putative	  AIR-­‐2	  phosphorylation	  sites	  overlap	  or	  are	  adjacent	  to	  a	  separase	  site,	  making	  them	  attractive	  residues	  for	  mutation	  to	  create	  a	  non-­‐cleavable	  form	  of	  REC-­‐8.	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4.6.3.2	  Generating	  REC-­‐8	  transgenic	  strains	  with	  mutated	  separase	  sites	  I	  created	  a	  transgenic	  line	  in	  which	  rec-­‐8::GFP	  amino	  acid	  residues	  63,	  400	  and	  631,	  which	  correspond	  to	  the	  three	  separase	  sites	  that	  are	  flanked	  by	  AIR-­‐2	  phosphorylation	  sites	  (Fig.	  22),	  were	  mutated	  from	  R	  to	  E,	  which	  should	  prevent	  cleavage	  by	  separase	  (Kitajima	  et	  al.,	  2003).	  I	  will	  refer	  to	  this	  transgene	  as	  rec-­‐
8SEP(3)::GFP	  from	  here	  on.	  Although	  the	  expression	  of	  rec-­‐8SEP(3)::GFP	  was	  expected	  to	  block	  chiasma	  resolution,	  unfortunately,	  the	  introduction	  of	  this	  transgene	  onto	  the	  rec-­‐8	  background	  revealed	  that	  this	  transgene	  complements	  the	  mutant,	  indicating	  that	  it	  has	  little	  or	  no	  effect	  on	  chromosome	  segregation.	  To	  further	  test	  this,	  the	  viability	  of	  rec-­‐8;rec-­‐8SEP(3)::GFP	  was	  compared	  to	  that	  of	  
rec-­‐8;	  rec-­‐8::GFP	  controls.	  The	  embryonic	  lethality	  of	  rec-­‐8;	  rec-­‐8	  SEP(3)::GFP	  is	  1.05%	  compared	  with	  0.34%	  in	  controls	  and	  the	  incidence	  of	  males	  is	  0.77%	  compared	  with	  0.27%,	  neither	  of	  these	  differences	  are	  significant	  (P=0.17	  and	  P=0.11,	  respectively),	  further	  demonstrating	  that	  abolishing	  these	  separase	  sites	  has	  a	  negligible	  impact	  on	  chromosome	  separation	  at	  the	  metaphase	  to	  anaphase	  transition.	  Unsurprisingly,	  DAPI	  staining	  on	  whole	  worms	  revealed	  no	  defects	  in	  prophase,	  and	  visualising	  the	  GFP	  in	  live	  worms	  showed	  the	  protein	  to	  have	  wild	  type	  localisation.	  	  It	  may	  be	  that	  the	  mutated	  residues	  in	  rec-­‐8;	  rec-­‐8SEP(3)::GFP	  are	  not	  the	  primary	  targets	  for	  separase,	  or	  it	  may	  be	  that	  abolishing	  some	  sites	  promotes	  usage	  of	  others.	  To	  test	  this,	  I	  attempted	  to	  create	  a	  transgenic	  strain	  with	  amino	  acid	  residues	  364,	  400,	  570,	  631	  and	  666	  mutated	  from	  R	  to	  E.	  After	  numerous	  injections	  I	  was	  unable	  to	  derive	  any	  viable	  transgenic	  lines	  with	  a	  complete	  insertion	  from	  these	  injections.	  This	  may	  have	  been	  bad	  luck,	  however,	  it	  is	  also	  possible	  that	  this	  is	  due	  to	  the	  fact	  that	  mutating	  these	  sites	  has	  had	  the	  desired	  effect	  and	  prevented	  cohesin	  disassociation.	  One	  would	  expect	  mutations	  that	  severely	  hinder	  cohesin	  cleavage	  to	  have	  a	  dominant	  effect,	  as	  a	  small	  amount	  of	  this	  protein	  would	  be	  sufficient	  to	  prevent	  chromosome	  segregation.	  	  	  
4.6.3.3	  Generating	  a	  REC-­‐8:	  GFP	  transgenic	  strain	  with	  mutated	  AIR-­‐2	  sites	  In	  order	  to	  determine	  if	  mutating	  putative	  AIR-­‐2	  phosphorylation	  sites	  that	  occur	  next	  to	  separase	  sites	  would	  impact	  on	  chromosome	  segregation,	  I	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generated	  a	  transgenic	  line	  in	  which	  rec-­‐8::GFP	  amino	  acid	  residues	  65,	  404	  and	  634	  were	  mutated	  from	  S/T	  to	  A,	  which	  could	  prevent	  separase	  from	  cutting	  at	  the	  sites	  described	  in	  the	  first	  part	  of	  section	  4.6.3.2.	  I	  will	  refer	  to	  this	  transgene	  as	  rec-­‐8(AIR-­‐2A)::GFP	  from	  here	  on.	  The	  change	  of	  S/T	  to	  A	  should	  render	  these	  three	  putative	  AIR-­‐2	  sites	  unphosphorylatable	  and	  thereby	  hinder	  separase	  cleavage	  of	  this	  mutant	  protein,	  blocking	  chiasmata	  resolution.	  As	  before,	  I	  introduced	  this	  transgene	  into	  the	  rec-­‐8	  background	  to	  determine	  whether	  the	  transgene	  complements	  the	  mutation.	  Initial	  screening	  of	  these	  rec-­‐
8;rec-­‐8(AIR-­‐2A)::GFP	  worms	  on	  the	  plate	  suggested	  that	  the	  transgene	  does	  complement	  and	  this	  was	  confirmed	  by	  comparing	  the	  viability	  of	  this	  strain	  with	  that	  of	  rec-­‐8;rec-­‐8::GFP	  (Fig.	  23B).	  	  As	  with	  rec-­‐8;rec-­‐8SEP(3)::GFP	  it	  may	  be	  that	  these	  are	  not	  the	  primary	  targets	  for	  AIR-­‐2	  phosphorylation	  or	  it	  may	  be	  that	  other	  site	  become	  targets,	  when	  these	  site	  are	  made	  unavailable.	  Therefore,	  mutating	  further	  sites	  might	  be	  necessary	  to	  prevent	  cleavage	  of	  REC-­‐8.	  	  To	  test	  whether	  these	  three	  sites	  are	  targets	  of	  AIR-­‐2	  phosphorylation,	  I	  created	  a	  transgenic	  line	  in	  which	  the	  amino	  acid	  residues	  were	  mutated	  from	  S/T	  to	  E	  rather	  that	  A.	  I	  will	  refer	  to	  this	  as	  rec-­‐8(AIR-­‐2E)::GFP	  from	  here	  on.	  If	  these	  sites	  are	  phosphorylated	  by	  AIR-­‐2,	  this	  mutated	  REC-­‐8::GFP	  protein	  should	  be	  prematurely	  lost	  from	  chromosomes,	  since	  the	  negative	  charge	  of	  E	  mimics	  the	  effect	  of	  phosphorylation	  on	  S	  or	  T.	  Unlike	  the	  previous	  strains	  in	  which	  mutating	  the	  putative	  sites	  might	  cause	  other	  to	  be	  used,	  if	  these	  sites	  are	  phosphorylated	  to	  promote	  cleavage,	  one	  would	  expect	  to	  see	  a	  phenotype.	  I	  crossed	  this	  transgene	  onto	  the	  rec-­‐8	  mutant	  background	  to	  create	  rec-­‐8;	  rec-­‐
8(AIR-­‐2E)::GFP	  and	  compared	  its	  viability	  to	  that	  of	  rec-­‐8::GFP	  to	  assess	  whether	  there	  might	  be	  any	  meiotic	  defects.	  This	  revealed	  a	  significant	  increase	  in	  embryonic	  lethality	  with	  31.86%	  compared	  with	  0.34%	  (P=0.0001),	  and	  a	  higher	  incidence	  of	  males	  with	  2.26%	  in	  rec-­‐8;rec-­‐8(AIR-­‐2E)::GFP	  compared	  with	  just	  0.27%	  in	  controls	  (P=0.0025)	  (Fig.	  23B).	  I	  also	  crossed	  this	  stain	  to	  the	  coh-­‐
3	  mutant	  background	  to	  create	  rec-­‐8;coh-­‐3;rec-­‐8(AIR-­‐2E)::GFP,	  to	  determine	  whether	  this	  has	  a	  further	  detrimental	  effect	  on	  viability.	  Indeed	  this	  proved	  to	  be	  the	  case,	  with	  embryonic	  lethality	  increasing	  to	  44.58%	  (P=1.75x10-­‐7	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compared	  with	  rec-­‐8;rec-­‐8::GFP	  controls)	  and	  the	  percentage	  of	  males	  increasing	  to	  2.76%	  (P=0.0043	  compared	  with	  controls).	  	  	  	  The	  expectation	  is	  that	  this	  phosphomimetic	  REC-­‐8::GFP	  causes	  premature	  loss	  of	  cohesin	  from	  chromosomes.	  To	  confirm	  this	  I	  had	  to	  rule	  out	  the	  possibility	  that	  these	  mutations	  affected	  REC-­‐8	  protein	  function	  in	  meiotic	  prophase,	  for	  example	  by	  interfering	  with	  crossover	  formation.	  In	  order	  to	  do	  this,	  I	  stained	  whole	  mount	  germlines	  with	  α-­‐GFP	  antibodies	  and	  DAPI	  to	  check	  chromatin	  morphology	  and	  REC-­‐8	  localisation.	  This	  revealed	  that	  meiotic	  prophase	  in	  these	  worms	  appeared	  normal,	  with	  germlines	  having	  no	  defects	  in	  meiotic	  progression,	  chromatin	  structure	  and	  6	  DAPI	  masses	  in	  diakinesis	  oocytes.	  In	  addition	  to	  this,	  the	  localisation	  of	  REC-­‐8::GFP	  appears	  identical	  to	  that	  of	  wild-­‐type	  and	  rec-­‐8;	  rec-­‐8::GFP	  controls	  (Fig.	  18	  and	  23C-­‐E).	  This	  suggests	  that	  the	  defects	  responsible	  for	  the	  decreased	  viability	  in	  these	  worms	  does	  not	  originate	  in	  prophase	  and	  is	  therefore	  likely	  to	  be	  due	  to	  problems	  at	  a	  latter	  stage	  of	  meiosis	  such	  as	  the	  metaphase	  to	  anaphase	  transition	  in	  MI.	  I	  have	  built	  a	  strain	  in	  which	  rec-­‐8;rec-­‐8(AIR-­‐2E)::GFP	  carries	  a	  H2B::mCherry	  marker	  and	  will	  use	  this	  to	  carry	  out	  live	  imaging	  to	  further	  investigate	  the	  cause	  of	  these	  defects.	  Finally,	  the	  data	  from	  the	  rec-­‐8;	  coh-­‐3;	  rec-­‐8(AIR-­‐2E)::GFP	  suggests	  that	  COH-­‐3/4	  play	  a	  role	  in	  orchestrating	  proper	  chromosome	  segregation	  during	  the	  meiotic	  divisions.	  	  
4.7	  Summary	  of	  results	  In	  the	  chapter	  I	  have	  described	  the	  initial	  steps	  in	  engineering	  novel	  systems	  by	  which	  to	  address	  whether	  cohesin	  reloading	  is	  occurring	  in	  meiotic	  prophase.	  I	  have	  created	  three	  transgenic	  lines	  expressing	  functional	  copies	  of	  fluorescently	  tagged	  cohesin	  subunits.	  By	  placing	  rec-­‐8::GFP	  under	  the	  control	  of	  the	  fbf-­‐2	  3’UTR,	  I	  hoped	  to	  restrict	  expression	  to	  the	  early	  stages	  of	  meiotic	  prophase.	  However,	  antibody	  staining	  has	  revealed	  that	  REC-­‐8::GFP	  remains	  localised	  to	  chromatin	  throughout	  the	  germline	  and	  no	  meiotic	  defects	  are	  observed	  when	  this	  transgene	  is	  expressed	  in	  the	  place	  of	  endogenous	  REC-­‐8.	  I	  placed	  rec-­‐8::GFP	  under	  the	  control	  of	  the	  mex-­‐5	  3’UTR	  allow	  expression	  in	  mid/late	  pachytene,	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however,	  the	  protein	  was	  expressed	  at	  a	  later	  stage	  than	  expected	  forming	  a	  nucleoplasmic	  localisation	  in	  very	  late	  pachytene/diplotene	  nuclei	  onwards,	  with	  no	  REC-­‐8::GFP	  present	  on	  chromatin.	  Furthermore,	  when	  this	  transgene	  was	  introduced	  in	  the	  background	  of	  the	  rec-­‐8	  mutation	  it	  did	  not	  improve	  the	  mutant	  phenotype.	  I	  have	  demonstrated	  that	  injected	  mRNA	  can	  induce	  expression	  in	  the	  C.	  elegans	  germline,	  however,	  I	  encountered	  problems	  in	  synthesising	  a	  full	  length	  transcript	  of	  scc-­‐3::GFP.	  In	  addition	  to	  this,	  I	  have	  generated	  a	  strain	  with	  which	  to	  test	  the	  possibility	  of	  using	  the	  auxin-­‐mediated	  degron	  system	  to	  degrade	  REC-­‐8,	  and	  shown	  that	  the	  SNAP-­‐tag	  technology	  can	  be	  used	  to	  covalently	  label	  proteins	  in	  the	  C.	  elegans	  germline.	  While	  I	  have	  shown	  that	  the	  heat	  shock	  promoter,	  hsp-­‐16.1	  does	  not	  drive	  sufficient	  expression	  of	  rec-­‐8::GFP,	  my	  attempts	  to	  map	  the	  key	  REC-­‐8	  sites	  for	  phosphorylation	  by	  AIR-­‐2	  have	  met	  with	  more	  success.	  I	  have	  identified	  three	  residues	  of	  REC-­‐8	  that	  when	  mutated	  to	  a	  phosphomimetic	  amino	  acid	  result	  in	  high	  embryonic	  lethality	  that	  likely	  originates	  from	  errors	  in	  chromosome	  segregation	  during	  the	  meiotic	  divisions.	  I	  have	  also	  identified	  5	  separase	  sites	  that	  may	  be	  require	  for	  REC-­‐8	  cleavage.	  A	  great	  deal	  of	  further	  work	  will	  be	  required	  to	  demonstrate	  cohesin	  reloading,	  however	  some	  of	  these	  techniques	  show	  great	  promise	  for	  the	  future.	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Figure	  18.	  	  GFP	  localisation	  in	  rec-­‐8;rec-­‐8::GFP	  germlines	  	  
A	   Whole	  mount	  of	  N2	  germline	  stained	  with	  DAPI	  and	  α-­‐REC-­‐8	  showing	  REC-­‐8	  localisation	  in	  meiotic	  nuclei	  forming	  tracks	  decorating	  the	  axial	  element	  in	  pachytene.	  
B	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei	  
C	   Late	  diplotene	  nuclei	  for	  N2	  showing	  nucleoplasmic	  REC-­‐8	  localisation.	  
D	   Diakinesis	  oocyte	  from	  N2	  showing	  6	  bivalents	  with	  REC-­‐8	  displaying	  a	  cruciform	  localisation	  between	  homologues	  and	  sister	  chromatids.	  
E	   Whole	  mount	  of	  rec-­‐8;rec-­‐8::GFP	  germline	  stained	  with	  DAPI	  and	  α-­‐GFP	  showing	  REC-­‐8::GFP	  localisation	  in	  meiotic	  nuclei	  forming	  tracks	  decorating	  the	  axial	  element	  in	  pachytene	  identical	  to	  REC-­‐8	  localisation	  in	  wild	  type	  germlines.	  
F	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei	  
G	   Late	  diplotene	  nuclei	  for	  rec-­‐8;rec-­‐8::GFP	  showing	  nucleoplasmic	  REC-­‐8::GFP	  localisation.	  
H	   Diakinesis	  oocyte	  from	  rec-­‐8;rec-­‐8::GFP	  showing	  REC-­‐8::GFP	  localisation	  identical	  REC-­‐8	  in	  wild	  type	  controls.	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Figure	  19.	  	  Characterisation	  of	  rec-­‐8;rec-­‐8::GFP	  fbf-­‐2	  3’UTR	  	  
A	   Whole	  mount	  of	  rec-­‐8;rec-­‐8::GFP	  fbf-­‐2	  3’	  UTR	  germline	  stained	  with	  DAPI	  and	  α-­‐GFP	  showing	  REC-­‐8::GFP	  localisation	  throughout	  the	  germline	  identical	  to	  that	  seen	  in	  rec-­‐8;rec-­‐8::GFP	  controls,	  rather	  than	  restricted	  to	  early	  prophase.	  
B	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei	  
C	   Late	  diplotene	  nuclei	  from	  rec-­‐8;rec-­‐8::GFP	  fbf-­‐2	  3’	  UTR	  showing	  no	  nucleoplasmic	  REC-­‐8::GFP	  localisation	  unlike	  rec-­‐8;rec-­‐8::GFP	  controls.	  
D	   Diakinesis	  oocyte	  from	  rec-­‐8;rec-­‐8::GFP	  fbf-­‐2	  3’	  UTR	  
E	   Viability	  of	  rec-­‐8;rec-­‐8::GFP	  fbf-­‐2	  3’	  UTR	  compared	  with	  rec-­‐8;rec-­‐8::GFP	  and	  N2	  controls	  showing	  no	  decrease	  in	  viability.	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Figure	  20.	  mRNA	  driven	  H2B::mCherry	  expression	  	  	  
A	   H2B::mCherry	  expression	  in	  gut	  nuclei	  1	  hour	  after	  mRNA	  injection	  
B	   H2B::mCherry	  expression	  in	  diakinesis	  oocyte	  1	  hour	  after	  mRNA	  injection	  
C	   H2B::mCherry	  expression	  in	  pachytene	  nuclei	  6	  hour	  after	  mRNA	  injection	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Figure	  21.	  	  Auxin-­‐mediated	  degron	  and	  SNAP-­‐tag	  
A	   Schematic	  of	  auxin-­‐mediated	  degron	  system	  
B	   Schematic	  of	  SNAP-­‐tag	  system	  for	  covalently	  labelling	  proteins	  
C	   Germline	  extruded	  from	  a	  live	  rec-­‐8;rec-­‐8::SNAP	  worm	  3	  hours	  after	  injection	  with	  the	  TMR-­‐Star	  ligand	  imaged	  with	  Leica	  DMRB	  microscope	  using	  62X	  lens	  and	  imaged	  with	  a	  Leica	  DFC300	  FX	  camera	  showing	  red	  fluorescence	  in	  all	  nuclei	  in	  the	  germline.	  
D	   Enlargement	  of	  pachytene	  nuclei.	  Arrows	  indicate	  red	  fluorescence	  forming	  tracks	  in	  a	  manner	  similar	  to	  REC-­‐8	  localisation	  in	  wild	  type	  worms.	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Figure	  22.	  	  Mapping	  of	  separase	  and	  putative	  AIR-­‐2	  phosphorylation	  sites	  
in	  REC-­‐8	  	  REC-­‐8	  amino-­‐acid	  sequence	  with	  putative	  separase	  and	  AIR-­‐2/Aurora	  B	  phosphorylation	  sites	  indicated,	  as	  well	  as	  mutated	  residues	  harboured	  in	  rec-­‐
8;rec-­‐8SEP(3)::GFP,	  rec-­‐8;rec-­‐8(AIR-­‐2A)::GFP	  and	  rec-­‐8;rec-­‐8(AIR-­‐2E)	  ::GFP	  as	  well	  as	  in	  the	  rec-­‐8SEP(5)::GFP	  construct	  with	  which	  I	  was	  unable	  to	  generate	  a	  transgenic	  strain	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Figure	  23.	  	  Heat-­‐shock	  promoter	  and	  characterisation	  of	  rec-­‐8;rec-­‐
8::GFP(AIR-­‐2E)	  	  
A	   Tip	  of	  whole	  mount	  of	  Phsp-­‐16.1::rec-­‐8::GFP	  stained	  with	  DAPI	  and	  α-­‐GFP	  showing	  very	  low	  levels	  of	  REC-­‐8::GFP	  localisation	  in	  nuclei	  of	  the	  mitotic	  tip	  and	  slightly	  higher	  levels	  in	  the	  distal	  tip	  cell	  
B	   Viability	  counts	  of	  rec-­‐8;rec-­‐8SEP(3)::GFP,	  rec-­‐8;rec-­‐8(AIR-­‐2A)::GFP,	  	  
rec-­‐8;rec-­‐8(AIR-­‐2E)::GFP,	  rec-­‐8;coh-­‐3;rec-­‐8(AIR-­‐2E)::GFP,	  and	  	  
rec-­‐8;rec-­‐8::GFP	  controls	  
C	   Whole	  mount	  of	  rec-­‐8;rec-­‐8(AIR-­‐2E)::GFP	  germline	  stained	  with	  DAPI	  and	  
α-­‐GFP	  showing	  REC-­‐8(AIR-­‐2E)::GFP	  localisation	  throughout	  the	  nuclei	  of	  the	  germline	  identical	  to	  that	  seen	  in	  rec-­‐8;rec-­‐8::GFP	  controls	  indicating	  no	  impairment	  of	  cohesin	  loading	  
D	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei	  
E	   Diakinesis	  oocyte	  from	  rec-­‐8;rec-­‐8(AIR-­‐2E)::GFP	  with	  6	  bivalents,	  demonstrating	  that	  chiasmata	  formation	  is	  not	  impaired	  due	  to	  the	  mutation	  of	  AIR-­‐2	  sites	  harboured	  in	  this	  strain.	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CHAPTER	  5:	  RESULTS	  
THE	  DIFFERENT	  ROLES	  OF	  THE	  MEIOTIC	  
KLEISINS	  	  
5.1	  Objectives	  The	  previous	  results	  chapters	  have	  mainly	  focused	  on	  the	  cohesin	  complexes	  comprised	  of	  SMC-­‐1,	  SMC-­‐3,	  SCC-­‐3	  and	  the	  meiotic	  α-­‐kleisin	  REC-­‐8.	  However,	  as	  mentioned	  in	  the	  introduction,	  other	  meiotic	  α-­‐kleisins	  are	  known	  to	  be	  present	  in	  worms:	  COH-­‐3,	  COH-­‐4,	  COH-­‐1	  and	  SCC-­‐1.	  COH-­‐3	  or	  COH-­‐4	  have	  been	  shown	  to	  play	  a	  key	  role	  in	  meiosis.	  They	  are	  functionally	  redundant	  but	  when	  both	  are	  absent	  SC	  assembly	  is	  severely	  impaired	  and,	  perhaps	  because	  of	  this,	  coh-­‐3/4	  double	  mutants	  fail	  to	  form	  chiasmata	  (de	  Carvalho	  et	  al.,	  2008;	  Severson	  et	  al.,	  2009).	  COH-­‐1	  has	  been	  implicated	  in	  both	  meiosis	  and	  mitosis,	  though	  little	  is	  known	  of	  its	  function	  (Mito	  et	  al.,	  2003;	  Pasierbek	  et	  al.,	  2001).	  In	  addition,	  the	  mitotic	  kleisin	  SCC-­‐1	  is	  also	  expressed	  in	  the	  germline	  and	  the	  scc-­‐1	  mutant	  shows	  meiotic	  defects,	  indicating	  that	  it	  too	  plays	  a	  role	  in	  meiosis	  (Mito	  et	  al.,	  2003).	  Unfortunately,	  in	  the	  scc-­‐2	  RNAi	  experiments	  we	  did	  not	  have	  antibodies	  with	  which	  to	  monitor	  the	  localization	  of	  these	  other	  kleisins	  and	  therefore	  were	  unable	  to	  investigate	  the	  effect	  of	  scc-­‐2	  knockdown	  on	  their	  loading.	  Following	  on	  from	  the	  scc-­‐2	  RNAi	  experiments	  my	  attempts	  to	  investigate	  cohesin	  reloading	  focused	  on	  creating	  transgenic	  strains	  with	  tagged	  versions	  of	  REC-­‐8.	  To	  address	  whether	  the	  different	  kleisins	  play	  different	  roles	  in	  meiotic	  prophase,	  I	  have	  utilized	  the	  rec-­‐8;	  rec-­‐8::GFP	  and	  coh-­‐3;	  coh-­‐3::mCherry	  transgenic	  strains	  that	  have	  been	  generated,	  to	  examine	  the	  localisation	  of	  REC-­‐8	  and	  COH-­‐3.	  In	  addition	  to	  this,	  I	  have	  undertaken	  a	  cytological	  examination	  of	  the	  kleisin	  null	  mutants	  singularly	  and	  in	  combination	  with	  one	  another,	  as	  well	  as	  in	  combination	  with	  other	  mutants	  that	  are	  defective	  in	  the	  CO	  formation	  pathway.	  With	  these	  two	  approaches	  I	  hoped	  to	  be	  able	  to	  dissect	  apart	  the	  roles	  of	  the	  different	  kleisins.	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5.2	  Kleisin	  localization	  In	  order	  to	  determine	  the	  localization	  of	  REC-­‐8	  and	  COH-­‐3	  in	  wild-­‐type	  worms	  ,	  I	  generated	  a	  strain	  containing	  both	  REC-­‐8::GFP	  and	  COH-­‐3::mCherry	  in	  the	  background	  of	  both	  the	  rec-­‐8	  and	  coh-­‐3	  mutations.	  Germlines	  from	  these	  worms	  were	  co-­‐stained	  with	  α-­‐GFP	  and	  α-­‐RFP	  antibodies.	  	  	  
5.2.1	  REC-­‐8	  localisation	  Analysis	  of	  REC-­‐8	  localisation	  in	  dissected	  germlines	  stained	  with	  α-­‐GFP	  antibodies	  reveals	  that	  REC-­‐8	  is	  highly	  expressed	  in	  the	  mitotic	  tip	  of	  the	  germline,	  however,	  it	  is	  unclear	  due	  to	  the	  less	  ordered	  chromatin	  structure	  in	  this	  region	  as	  to	  whether	  REC-­‐8	  is	  interacting	  with	  DNA	  in	  these	  nuclei.	  Upon	  entry	  into	  meiosis,	  REC-­‐8	  can	  be	  seen	  decorating	  the	  axial	  element	  of	  meiotic	  chromosomes	  and	  this	  pattern	  persists	  throughout	  prophase	  (Fig.	  24A	  and	  B).	  In	  diakinesis	  oocytes	  REC-­‐8	  can	  clearly	  be	  seen	  on	  both	  the	  long	  and	  short	  arms	  (inter-­‐chromatid	  and	  inter-­‐homologue)	  of	  bivalents	  and	  this	  pattern	  is	  present	  until	  the	  final	  oocytes,	  closest	  to	  the	  spermatheca,	  known	  as	  the	  -­‐1	  oocyte	  (Fig.	  24C	  and	  D).	  In	  addition	  to	  this,	  from	  very	  late	  pachytene	  to	  diakinesis	  we	  can	  also	  observe	  a	  diffuse	  nuclear	  staining,	  suggesting	  perhaps	  that	  REC-­‐8	  is	  being	  re-­‐expressed	  in	  these	  late	  stages,	  or	  potentially	  being	  released	  from	  chromatin	  into	  a	  soluble	  nucleoplasmic	  pool	  (Fig.	  17C).	  	  
5.2.2	  COH-­‐3	  localization	  Analysis	  of	  COH-­‐3	  localisation	  in	  dissected	  germlines	  stained	  with	  α-­‐RFP	  antibodies	  reveals	  that	  COH-­‐3,	  like	  REC-­‐8,	  is	  expressed	  in	  the	  mitotic	  tip.	  However,	  the	  level	  of	  expression	  is	  considerably	  lower	  than	  that	  of	  REC-­‐8	  and	  appears	  to	  start	  slightly	  more	  distally	  from	  the	  tip	  of	  the	  germline	  (Fig.	  24A).	  As	  with	  REC-­‐8,	  at	  the	  onset	  of	  meiosis,	  COH-­‐3	  can	  be	  seen	  decorating	  the	  axial	  element	  of	  meiotic	  chromosomes	  throughout	  prophase.	  In	  nuclei	  which	  have	  been	  co-­‐stained	  with	  α-­‐RFP	  and	  α-­‐GFP	  we	  can	  see	  that	  both	  REC-­‐8	  and	  COH-­‐3	  almost	  perfectly	  colocalize	  with	  one	  another	  from	  the	  transition	  zone	  through	  to	  diplotene	  (Fig.	  24A	  and	  B).	  In	  early	  diakinesis	  oocytes	  we	  can	  see	  that	  COH-­‐3	  and	  REC-­‐8	  colocalize	  with	  both	  being	  present	  on	  the	  long	  and	  short	  arms	  of	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bivalents	  (Fig.	  24C).	  Interestingly,	  in	  bivalents	  in	  which	  the	  chiasmata	  is	  oriented	  so	  that	  we	  can	  clearly	  see	  its	  cruciform	  shape,	  it	  is	  noticeable	  that	  REC-­‐8	  is	  absent	  from	  the	  region	  around	  the	  CO	  site,	  unlike	  COH-­‐3,	  which	  makes	  a	  “full”	  cross	  shape.	  	  In	  the	  -­‐1	  diakinesis	  oocyte	  we	  can	  also	  see	  a	  difference	  in	  the	  localisation	  of	  COH-­‐3	  and	  REC-­‐8.	  Whereas	  REC-­‐8	  is	  retained	  on	  both	  the	  long	  and	  short	  arms	  of	  the	  bivalent,	  COH-­‐3	  is	  only	  present	  on	  what	  is	  likely	  to	  be	  the	  short	  arm	  (Fig.	  24C	  and	  D).	  Finally,	  we	  do	  not	  see	  the	  diffuse	  COH-­‐3	  staining	  pattern	  in	  the	  nucleoplasm	  of	  late	  pachytene	  to	  diakinesis	  nuclei	  that	  we	  see	  with	  REC-­‐8	  (Fig.	  24C),	  suggesting	  that	  COH-­‐3	  is	  not	  re-­‐expressed	  at	  these	  stages.	  	  
5.3	  Meiotic	  kleisin	  mutants	  In	  order	  to	  help	  to	  determine	  the	  different	  roles	  of	  the	  three	  meiotic	  kleisins,	  I	  undertook	  a	  basic	  cytological	  analysis	  of	  their	  mutants,	  checking	  the	  basic	  chromatin	  phenotype,	  SC	  loading,	  cohesin	  loading	  and	  the	  formation	  of	  DSBs	  and	  their	  repair.	  	  
5.3.1	  rec-­‐8	  mutant	  The	  ok978	  allele	  of	  rec-­‐8	  that	  has	  been	  used	  in	  these	  experiments	  was	  produced	  by	  the	  C.	  elegans	  Knockout	  Consortium	  and	  contains	  a	  1577bp	  deletion,	  which	  removes	  almost	  the	  entire	  portion	  of	  exon	  3.	  It	  has	  been	  previously	  shown	  that	  REC-­‐8	  plays	  a	  key	  role	  providing	  SCC	  in	  meiosis	  and	  that	  in	  addition	  to	  this	  it	  is	  required	  for	  normal	  pairing	  and	  for	  the	  timely	  repair	  of	  DSBs	  (Loidl	  et	  al.,	  1994).	  	  
5.3.1.1	  Chromatin	  phenotype	  DAPI	  staining	  of	  dissected	  germlines	  reveals	  that	  the	  rec-­‐8	  mutant	  has	  an	  extended	  region	  of	  the	  germline	  with	  nuclei	  exhibiting	  the	  characteristic	  conformation	  of	  transition	  zone,	  which	  is	  normally	  indicative	  of	  a	  defect	  in	  SC	  assembly.	  The	  nuclei	  in	  pachytene	  have	  highly	  ordered	  tracts,	  similar	  to	  those	  seen	  in	  wild	  type	  germlines	  (Fig.	  26A	  and	  B).	  The	  diakinesis	  phenotype	  is	  very	  variable.	  Oocytes	  typically	  have	  univalents	  with	  a	  characteristic	  bi-­‐lobed	  shape,	  but	  in	  addition	  to	  this,	  one	  can	  also	  see	  separated	  sister	  chromatids,	  as	  well	  as	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fragments	  (Fig.	  26C).	  These	  observations	  suggest	  that	  although	  sister	  chromatids	  are	  not	  fully	  separated,	  rec-­‐8	  mutants	  have	  severe	  cohesion	  defects.	  	  
5.3.1.2	  SC	  loading	  In	  wild-­‐type	  worms	  loading	  of	  SC	  components	  starts	  during	  transition	  zone	  (Fig.	  25A).	  The	  loading	  of	  HIM-­‐3	  and	  HTP-­‐3	  to	  the	  axial	  elements	  are	  required	  to	  promote	  the	  formation	  of	  a	  mature	  SC	  (Severson	  et	  al.,	  2009;	  Zetka	  et	  al.,	  1999),	  which	  occurs	  when	  CE	  components	  “zip”	  together	  the	  axial	  elements	  (Colaiacovo	  et	  al.,	  2003;	  MacQueen	  et	  al.,	  2002).	  In	  order	  to	  determine	  whether	  SC	  loading	  occurs	  normally	  in	  rec-­‐8	  mutants,	  germlines	  were	  dissected	  and	  stained	  with	  α-­‐SYP-­‐1	  antibodies,	  a	  component	  of	  the	  CE.	  	  This	  revealed	  that	  SC	  assembly	  was	  delayed	  with	  respect	  to	  wild	  type	  (Fig.	  25),	  with	  tracts	  starting	  to	  appear	  upon	  entry	  into	  meiosis	  but	  synapsis	  only	  reaching	  completion	  by	  mid	  pachytene.	  At	  this	  stage	  SYP-­‐1	  forms	  continuous	  tracts	  colocalising	  to	  tracts	  of	  chromatin	  (Fig.	  26A	  and	  B).	  Delayed	  SC	  loading	  is	  often	  associated	  with	  a	  defect	  in	  pairing	  (Couteau	  and	  Zetka,	  2005),	  and	  it	  is	  possible	  that	  this	  is	  the	  cause	  of	  the	  delay	  in	  SC	  assembly	  in	  this	  mutant	  background,	  as	  REC-­‐8	  has	  been	  shown	  to	  be	  required	  for	  proper	  pairing	  (Loidl	  et	  al.,	  1994).	  Alternatively	  there	  may	  be	  some	  requirement	  for	  loaded	  REC-­‐8	  in	  normal	  SC	  formation.	  	  
5.3.1.3	  DSB	  formation	  and	  repair	  To	  analyse	  the	  effect	  of	  the	  absence	  of	  REC-­‐8	  on	  meiotic	  recombination	  and	  DSB	  repair,	  whole	  mounted	  germlines	  were	  stained	  with	  α-­‐RAD-­‐51	  antibodies.	  This	  revealed	  that	  the	  number	  of	  RAD-­‐51	  foci	  is	  far	  higher	  than	  that	  seen	  in	  wild-­‐type	  germlines	  (Fig.	  26A	  and	  B).	  In	  addition	  to	  this,	  these	  foci	  persist	  into	  diplotene,	  unlike	  in	  wild	  type	  germlines,	  where	  all	  DSBs	  have	  been	  repaired	  by	  the	  end	  of	  pachytene.	  This	  indicates	  that	  REC-­‐8	  is	  required	  for	  the	  timely	  repair	  of	  meiotic	  DSBs.	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5.3.1.4	  Cohesin	  loading	  In	  order	  to	  assess	  whether	  the	  absence	  of	  REC-­‐8	  impairs	  the	  loading	  of	  cohesin	  complexes	  containing	  other	  α-­‐kleisins,	  α-­‐RFP	  antibodies	  were	  used	  to	  stain	  whole	  mount	  germlines	  of	  rec-­‐8;	  coh-­‐3;	  coh-­‐3::mCherry	  worms.	  This	  showed	  that	  the	  loading	  of	  COH-­‐3	  appears	  unaffected	  in	  rec-­‐8	  mutants,	  with	  COH-­‐3	  decorating	  the	  axial	  element	  of	  meiotic	  chromosomes	  throughout	  prophase,	  in	  a	  manner	  almost	  identical	  to	  that	  seen	  in	  rec-­‐8;	  coh-­‐3;	  rec-­‐8::GFP;	  coh-­‐3::mCherry	  germlines	  (Fig.	  24A	  and	  B,	  27A	  and	  B).	  In	  diakinesis	  one	  might	  expect	  to	  see	  cohesin	  staining	  in	  between	  the	  two	  lobes	  (each	  presumed	  to	  be	  a	  sister	  chromatid)	  of	  the	  bi-­‐lobed	  univalents,	  in	  a	  manner	  indicating	  that	  it	  is	  this	  cohesin	  providing	  the	  cohesive	  force	  holding	  them	  together.	  While	  this	  can	  sometimes	  be	  observed,	  the	  pattern	  or	  staining	  is	  certainly	  not	  present	  in	  all	  univalents,	  with	  the	  majority	  of	  COH-­‐3	  staining	  appearing	  on	  the	  lobes	  themselves	  (Fig.	  27C).	  	  It	  might	  be	  that	  COH-­‐1	  and/or	  SCC-­‐1	  are	  providing	  the	  cohesive	  force	  holding	  the	  lobes	  together.	  Another	  possibility	  is	  that	  the	  quantity	  of	  COH-­‐3-­‐containing	  cohesin	  complexes	  required	  to	  provide	  cohesion	  is	  below	  the	  levels	  that	  can	  be	  detected	  by	  immunofluorescence.	  Indeed	  it	  has	  been	  shown	  in	  yeast	  that	  cohesin	  can	  be	  depleted	  to	  10%	  of	  wild-­‐type	  levels	  without	  an	  impact	  on	  SCC	  (Heidinger-­‐Pauli	  et	  al.,	  2010).	  	  	  
5.3.2	  coh-­‐3;coh-­‐4	  mutant	  The	  gk112	  allele	  of	  coh-­‐3	  used	  in	  these	  experiments	  contains	  a	  969bp	  deletion,	  which	  removes	  exons	  2	  to	  6.	  The	  tm1857	  allele	  of	  coh-­‐4	  used	  in	  these	  experiments	  contains	  a	  8bp	  insertion	  and	  a	  828bp	  deletion,	  which	  removes	  most	  of	  exon	  2	  and	  exons	  3	  and	  4.	  Both	  strains	  were	  produced	  by	  the	  C.	  elegans	  Knockout	  Consortium.	  Both	  individual	  mutants	  appear	  to	  have	  a	  wild-­‐type	  phenotype,	  however,	  the	  coh-­‐3;coh-­‐4	  double	  mutant	  has	  numerous	  meiotic	  defects,	  with	  impaired	  SC	  formation,	  DSB	  repair	  and	  univalents	  in	  diakinesis	  oocytes	  indicating	  a	  failure	  to	  form	  chiasmata	  (Severson	  et	  al.,	  2009).	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5.3.2.1	  Chromatin	  phenotype	  Gross	  morphological	  defects	  in	  the	  germline	  were	  assessed	  by	  DAPI	  staining	  of	  whole-­‐mount	  germlines.	  This	  revealed	  that	  coh-­‐3;	  coh-­‐4	  double	  mutants	  have	  no	  region	  of	  the	  germline	  with	  the	  characteristic	  crescent	  moon	  shaped	  conformation	  of	  transition	  zone	  nuclei.	  The	  chromatin	  structure	  throughout	  prophase	  is	  abnormal	  with	  extremely	  thin	  DNA	  tracks	  visible,	  rather	  than	  the	  highly	  organised,	  thick	  tracks	  of	  chromatin	  that	  are	  seen	  in	  the	  wild	  type	  and	  
rec-­‐8	  germlines	  (Fig.	  25A	  and	  28A	  and	  B).	  The	  diakinesis	  phenotype	  is	  also	  distinct	  from	  that	  of	  rec-­‐8,	  with	  oocytes	  containing	  12	  regularly	  shaped	  univalents,	  without	  individualised	  sister	  chromatids	  or	  fragments	  (Fig.	  28C),	  demonstrating	  that	  SCC	  is	  not	  severely	  compromised	  in	  coh-­‐3;coh-­‐4	  double	  mutants,	  but	  is	  required	  for	  CO	  formation.	  	  
5.3.2.2	  SC	  loading	  Monitoring	  SC	  formation	  by	  immunostaining	  of	  whole-­‐mount	  germlines	  with	  α-­‐SYP-­‐1	  antibodies	  revealed	  that	  SC	  assembly	  is	  greatly	  impaired	  with	  no	  tracts	  of	  SC	  staining	  visible	  at	  any	  stage	  of	  meiosis	  but	  rather	  a	  punctate	  pattern	  evident	  (Fig.	  28A	  and	  B).	  This	  is	  distinct	  from	  the	  rec-­‐8	  mutant	  in	  with	  SC	  loading	  is	  delayed	  but	  tracks	  are	  formed	  on	  chromatin	  (Fig.	  25B	  and	  26A	  and	  B)	  and	  from	  the	  scc-­‐2	  mutant	  in	  which	  SC	  loading	  is	  entirely	  abolished	  (Fig.	  15B),	  this	  is	  consistent	  with	  COH-­‐3/4	  playing	  a	  key	  role	  in	  SC	  assembly.	  	  
5.3.2.3	  DSB	  formation	  and	  repair	  Immunostaining	  of	  whole	  mount	  germlines	  with	  α-­‐RAD-­‐51	  antibodies	  to	  monitor	  the	  formation	  and	  repair	  of	  DSBs	  shows	  that	  coh-­‐3;coh-­‐4,	  similarly	  to	  
rec-­‐8,	  accumulate	  large	  numbers	  of	  RAD-­‐51	  foci	  (Fig.	  28A	  and	  B	  and	  32).	  However,	  unlike	  rec-­‐8	  the	  majority	  of	  these	  breaks	  do	  not	  persist	  past	  late	  pachytene,	  into	  diplotene	  (Fig.	  26A	  and	  B).	  This	  suggests,	  as	  is	  the	  case	  with	  REC-­‐8,	  COH3	  and	  COH-­‐4	  are	  required	  for	  the	  timely	  repair	  of	  meiotic	  DSBs.	  	  
~	  183	  ~	  	  
5.3.2.4	  Cohesin	  loading	  Cohesin	  loading	  in	  coh-­‐3;	  coh-­‐4	  was	  gauged	  by	  co-­‐staining	  whole	  mount	  germlines	  with	  α-­‐REC-­‐8	  and	  α-­‐SMC-­‐1	  antibodies.	  Here	  too,	  the	  phenotype	  was	  different	  from	  that	  of	  rec-­‐8.	  The	  staining	  pattern	  of	  REC-­‐8	  showed	  a	  punctate	  pattern	  throughout	  prophase	  I,	  likely	  indicating	  reduced	  REC-­‐8	  loading	  onto	  chromatin	  (Fig.	  29A	  and	  B).	  In	  diakinesis	  a	  clear	  line	  of	  REC-­‐8	  staining	  can	  be	  seen	  across	  the	  middle	  of	  each	  univalent	  (Fig.	  29C).	  However,	  staining	  with	  α-­‐SMC-­‐1	  antibodies	  reveals	  a	  different	  pattern.	  SMC-­‐1	  expression	  can	  be	  seen	  in	  the	  mitotic	  tip,	  but	  is	  undetectable	  on	  chromatin	  throughout	  prophase	  I	  (Fig.29A	  and	  B).	  The	  characteristic	  nucleoplasmic	  staining	  in	  late	  pachytene	  to	  diakinesis	  nuclei	  seen	  in	  wild	  type	  meiosis	  is	  present,	  however,	  no	  SMC-­‐1	  staining	  can	  been	  seen	  on	  the	  univalents	  themselves	  (Fig.	  29C).	  It	  may	  be	  that	  the	  nucleoplasmic	  SMC-­‐1	  signal	  is	  masking	  the	  chromatin-­‐associated	  signal.	  Alternatively,	  SMC-­‐1	  may	  truly	  not	  be	  bound	  to	  the	  univalents	  in	  coh-­‐3;coh-­‐4	  double	  mutants	  begging	  the	  question,	  what	  kind	  of	  cohesin	  complex	  is	  providing	  cohesion	  between	  the	  sister	  chromatids	  in	  these	  diakinesis	  oocytes?	  	  
5.3.3	  rec-­‐8;coh-­‐3;coh-­‐4	  mutant	  
5.3.3.1	  Chromatin	  phenotype	  Similarly	  to	  the	  coh-­‐3;coh-­‐4	  double	  mutant,	  rec-­‐8;coh-­‐3;coh-­‐4	  has	  no	  transition	  zone	  and	  all	  nuclei	  have	  disorganized	  thin	  tracks	  of	  chromatin	  (Fig.	  30A	  and	  B).	  Diakinesis	  oocytes	  have	  approximately	  24	  DAPI-­‐stained	  bodies	  indicating	  full	  separation	  of	  sister	  chromatids	  (Fig	  30C).	  	  
5.3.3.2	  SC	  loading	  Immunostaining	  of	  rec-­‐8;coh-­‐3;coh-­‐4	  with	  α-­‐SYP-­‐1	  antibodies	  reveals	  a	  similar	  staining	  pattern	  to	  that	  in	  the	  scc-­‐2(fq1)	  mutant,	  with	  SYP-­‐1	  undetectable	  in	  chromosomes	  and	  instead	  sequestered	  into	  extrachromosomal	  aggregates	  (Fig	  30A	  and	  B,	  Fig.	  15B).	  This	  is	  consistent	  with	  the	  observation	  that	  cohesin	  loading	  is	  required	  for	  SC	  assembly	  (Lightfoot	  et	  al.,	  2011),	  and	  suggests	  that	  COH-­‐1	  and	  SCC-­‐1	  cohesin	  complexes	  alone	  cannot	  support	  SC	  assembly.	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5.3.3.3	  DSB	  formation	  and	  repair	  Immunostaining	  of	  whole	  mount	  germlines	  with	  α-­‐RAD-­‐51	  antibodies	  shows	  that	  almost	  no	  RAD-­‐51	  foci	  are	  present	  throughout	  meiotic	  prophase,	  and	  that	  the	  few	  foci	  that	  appear	  in	  late	  pachytene	  are	  often	  uncharacteristically	  large	  or	  form	  a	  short	  track,	  suggesting	  that	  this	  damage	  is	  mitotic	  in	  origin	  (Fig.	  30A	  and	  B).	  In	  all	  the	  other	  situations	  studied,	  in	  which	  cohesin	  is	  compromised,	  DSBs	  accumulate	  (scc-­‐2	  (Lightfoot	  et	  al.,	  2011),	  rec-­‐8	  (Loidl	  et	  al.,	  1994),	  coh-­‐3;coh-­‐4	  (Fig.	  32))	  and	  it	  is	  therefore	  surprising	  that	  the	  rec-­‐8;coh-­‐3;coh-­‐4	  triple	  mutant	  have	  almost	  no	  DNA	  damage.	  This	  suggests	  that	  REC-­‐8,	  COH-­‐3	  and	  COH-­‐4	  are	  cooperatively	  required	  for	  DSB	  formation,	  but	  that	  in	  the	  scc-­‐2	  mutants	  in	  which	  no	  cohesin	  subunits	  are	  loaded	  this	  level	  of	  control	  is	  not	  exercised.	  	  	  
5.3.4.	  rec-­‐8;coh-­‐3	  and	  rec-­‐8;coh-­‐4	  mutants	  
5.3.4.1	  Chromatin	  phenotype	  DAPI	  staining	  of	  whole	  mount	  rec-­‐8;coh-­‐3	  and	  rec-­‐8;coh-­‐4	  germlines	  reveals	  them	  to	  have	  very	  similar	  phenotypes	  to	  one	  another.	  The	  phenotypes	  seen	  are	  similar	  but	  more	  severe	  than	  those	  of	  the	  rec-­‐8	  single	  mutant:	  germlines	  have	  a	  highly	  extended	  transition	  zone	  and	  chromatin	  in	  pachytene	  nuclei	  is	  organised	  into	  ordered	  tracts	  (Fig.	  31A	  and	  B).	  The	  phenotype	  in	  diakinesis	  oocytes	  is,	  like	  
rec-­‐8	  quite	  variable,	  with	  a	  mixture	  of	  bi-­‐lobed	  univalents,	  some	  sister	  chromatids	  and	  large	  numbers	  of	  fragments	  (Fig.	  31C),	  demonstrating	  compromised	  SCC.	  	  
5.3.4.2	  SC	  loading	  As	  with	  the	  gross	  morphological	  phenotypes	  observed	  in	  rec-­‐8;	  coh-­‐3/4	  germlines,	  staining	  with	  α-­‐SYP-­‐1	  antibodies	  reveals	  a	  staining	  pattern	  very	  similar	  to	  rec-­‐8,	  with	  SC	  loading	  delayed	  but	  synapsis	  eventually	  achieved	  by	  mid	  pachytene	  (Fig.	  31A	  and	  B).	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5.4	  Response	  of	  meiotic	  kleisins	  to	  disruptions	  in	  the	  
CO	  repair	  pathway	  In	  mitosis	  DSBs	  have	  a	  profound	  affect	  on	  cohesin.	  In	  budding	  yeast	  breaks	  trigger	  reloading	  of	  cohesin	  around	  the	  site	  of	  damage	  as	  well	  as	  globally	  across	  the	  genome,	  and	  this	  reloaded	  cohesin	  have	  been	  show	  to	  provide	  cohesion	  (Strom	  et	  al.,	  2004;	  Unal	  et	  al.,	  2007).	  In	  addition	  to	  this,	  it	  has	  been	  demonstrated	  that	  the	  formation	  of	  a	  DSB	  also	  promotes	  the	  dissociation	  of	  S-­‐phase	  loaded	  cohesin	  from	  the	  break	  site	  (McAleenan	  et	  al.,	  2013).	  This	  may	  indeed	  be	  one	  of	  the	  most	  important	  roles	  of	  cohesin	  as	  it	  has	  been	  shown	  that	  cells	  can	  undergo	  mitosis	  without	  segregation	  defects,	  with	  less	  than	  30%	  of	  the	  wild	  type	  levels	  of	  cohesin,	  but	  that	  this	  is	  not	  sufficient	  to	  enable	  them	  to	  carry	  out	  successful	  DNA	  damage	  repair	  (Heidinger-­‐Pauli	  et	  al.,	  2010).	  	  In	  meiosis,	  programmed	  DSBs	  are	  required	  to	  initiate	  the	  formation	  of	  COs,	  however,	  it	  is	  unknown	  as	  to	  whether	  these	  breaks	  have	  any	  effect	  on	  meiotic	  cohesin.	  As	  I	  have	  shown	  in	  the	  previous	  sections,	  it	  is	  clear	  that	  deleting	  one	  or	  more	  kleisin	  genes	  has	  a	  profound	  effect	  on	  the	  efficacy	  of	  DSB	  repair.	  Both	  rec-­‐
8	  and	  coh-­‐3;coh-­‐4	  mutants	  accumulate	  large	  numbers	  of	  RAD-­‐51	  foci.	  Surprisingly,	  rec-­‐8;coh-­‐3;coh-­‐4	  display	  exceptionally	  low	  levels	  of	  RAD-­‐51	  foci,	  indicating	  that	  there	  is	  a	  complex	  relationship	  between	  the	  presence	  of	  particular	  kleisin	  containing	  cohesin	  complexes	  and	  DSB	  formation	  and	  repair.	  Furthermore,	  the	  presence	  of	  fragments	  in	  the	  diakinesis	  oocytes	  of	  rec-­‐8	  and	  
rec-­‐8;coh-­‐3/4	  mutants	  indicates	  that	  substantial	  amounts	  of	  DNA	  damage	  are	  left	  entirely	  unrepaired.	  This	  is	  in	  contrast	  to	  the	  coh-­‐3;coh-­‐4	  double	  mutant	  in	  which	  fragments	  are	  rarely,	  if	  ever,	  seen	  (Fig	  32).	  	  	  In	  order	  to	  examine	  the	  relationship	  between	  DSB	  formation	  and	  processing	  on	  
rec-­‐8	  and	  coh-­‐3;coh-­‐4,	  I	  have	  combined	  these	  mutations	  with	  a	  mutation	  in	  spo-­‐
11,	  the	  gene	  responsible	  for	  creating	  meiotic	  DSBs	  and	  a	  mutation	  in	  syp-­‐2,	  a	  component	  of	  the	  CE	  of	  the	  SC,	  which	  when	  absent	  prevents	  inter-­‐homologue	  recombination	  (Colaiacovo	  et	  al.,	  2003).	  Finally,	  to	  perturb	  the	  DNA	  damage	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response	  further,	  I	  have	  exposed	  these	  mutants	  to	  γ-­‐IR	  to	  create	  levels	  of	  DSBs	  even	  above	  endogenous	  levels.	  	  
5.4.1	  DSB	  formation	  can	  modulate	  cohesion	  In	  order	  to	  explore	  the	  effect	  of	  DSB	  formation	  on	  cohesin	  complexes	  containing	  
rec-­‐8	  or	  coh-­‐3/4,	  I	  created	  the	  following	  strains:	  rec-­‐8;spo-­‐11	  to	  examine	  whether	  the	  absence	  of	  DSBs	  affects	  complexes	  containing	  COH-­‐3	  and	  COH-­‐4,	  and	  coh-­‐3;coh-­‐4;spo-­‐11,	  to	  determine	  whether	  DSB	  formation	  has	  an	  effect	  on	  cohesin	  complexes	  containing	  REC-­‐8.	  	  
5.4.1.1	  rec-­‐8;spo-­‐11	  An	  initial	  analysis	  of	  the	  gross	  morphological	  phenotype	  of	  rec-­‐8;spo-­‐11	  by	  DAPI	  staining	  revealed	  a	  striking	  phenotype.	  Unlike	  the	  rec-­‐8	  single	  mutant,	  rec-­‐8;spo-­‐
11	  has	  approximately	  24	  individualised	  sister	  chromatids	  in	  diakinesis	  oocytes,	  as	  has	  been	  previously	  reported	  (Severson	  et	  al.,	  2009)	  (Fig.	  33C	  and	  37).	  	  Therefore	  the	  phenotype	  at	  diakinesis	  is	  most	  similar	  to	  that	  of	  rec-­‐8;coh-­‐3;coh-­‐
4	  in	  which	  there	  is	  presumably	  no	  cohesin	  loaded.	  However,	  the	  phenotype	  earlier	  in	  prophase	  I	  is	  very	  similar	  to	  that	  of	  rec-­‐8,	  with	  an	  extended	  transition	  zone	  and	  pachytene	  nuclei	  with	  ordered	  chromatin	  tracks.	  The	  most	  obvious	  explanation	  for	  this	  would	  be	  that	  DSBs	  are	  required	  for	  the	  loading	  of	  COH-­‐3	  and	  COH-­‐4	  containing-­‐cohesin	  complexes.	  In	  order	  to	  test	  this,	  I	  immunostained	  
rec-­‐8;spo-­‐11;coh-­‐3;coh-­‐3::mCherry	  with	  α-­‐RFP	  antibodies	  to	  determine	  whether	  cohesin	  was	  being	  loaded	  to	  chromatin.	  Surprisingly,	  COH-­‐3	  decorates	  the	  axial	  element	  of	  nuclei	  throughout	  prophase	  I	  in	  these	  germlines	  (Fig.	  33A	  and	  B)	  as	  is	  the	  case	  in	  controls	  (Fig.	  24A	  and	  B).	  In	  fact,	  when	  we	  look	  in	  diakinesis	  oocytes,	  COH-­‐3	  staining	  can	  clearly	  be	  seen	  on	  the	  individual	  sister	  chromatids	  (Fig.	  33C	  and	  37).	  This	  was	  an	  unexpected	  result	  and	  so	  to	  further	  investigate	  this,	  I	  immunostained	  rec-­‐8;spo-­‐11;coh-­‐3;coh-­‐3::mCherry	  germlines	  with	  α-­‐SMC-­‐1	  antibodies.	  For	  the	  majority	  of	  prophase	  I	  the	  staining	  pattern	  of	  SMC-­‐1	  was	  identical	  to	  that	  of	  COH-­‐3	  (Fig	  34A	  and	  B).	  However,	  in	  diakinesis	  oocytes	  the	  pattern	  of	  SMC-­‐1	  staining	  showed	  high	  levels	  of	  nucleoplasmic	  staining	  but	  there	  was	  no	  SMC-­‐1	  signal	  visible	  on	  any	  of	  the	  individualised	  sister	  chromatids	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(Fig.	  34C).	  This	  then,	  may	  be	  the	  reason	  we	  see	  separated	  sisters	  in	  rec-­‐8;spo-­‐11	  diakinesis	  oocytes,	  and	  suggests	  that	  in	  the	  absence	  of	  DSBs	  and	  REC-­‐8,	  SMC-­‐1	  might	  be	  removed	  from	  chromosomes	  at	  late	  prophase.	  	  
5.4.1.2	  coh-­‐3;coh-­‐4;spo-­‐11	  The	  coh-­‐3;coh-­‐4;spo-­‐11	  mutant	  strain	  was	  analysed	  by	  DAPI	  staining	  in	  order	  to	  determine	  the	  loading	  of	  cohesin	  complexes	  containing	  REC-­‐8	  or	  if	  their	  cohesiveness	  was	  affected	  in	  a	  similar	  manner	  to	  COH-­‐3/4.	  This	  revealed	  that	  the	  coh-­‐3;coh-­‐4;spo-­‐11	  phenotype	  is	  identical	  to	  that	  of	  coh-­‐3;coh-­‐4,	  both	  in	  terms	  of	  the	  chromatin	  phenotype	  in	  pachytene,	  which	  has	  thin	  disordered	  track,	  and	  the	  diakinesis	  oocyte	  phenotype,	  in	  which	  12	  univalents	  can	  be	  seen	  (Fig.	  38).	  This	  demonstrates	  that	  REC-­‐8	  can	  provide	  SCC	  in	  the	  absence	  of	  DSBs.	  	  
5.4.2	  Preventing	  inter-­‐homologue	  DSB	  repair	  	  We	  have	  seen	  that	  the	  absence	  of	  DSBs	  has	  different	  effects	  on	  cohesin	  complexes	  contain	  REC-­‐8,	  versus	  those	  containing	  COH-­‐3/4.	  Also	  the	  difference	  in	  the	  diakinesis	  phenotypes	  of	  rec-­‐8,	  which	  has	  chromosome	  fragments,	  and	  
coh-­‐3;coh-­‐4,	  which	  does	  not,	  might	  be	  indicative	  of	  different	  responses	  to	  accumulated	  DSBs.	  In	  order	  to	  test	  this,	  I	  combined	  the	  rec-­‐8	  and	  coh-­‐3;coh-­‐4	  mutants	  with	  a	  null	  allele	  of	  syp-­‐2.	  As	  previously	  mentioned,	  syp-­‐2	  is	  a	  component	  of	  the	  CE	  of	  the	  SC	  that	  is	  required	  to	  promote	  inter-­‐homologue	  recombination,	  and	  for	  this	  reason	  syp-­‐2	  mutants	  accumulate	  recombination	  intermediates	  as	  DSBs	  cannot	  be	  repaired	  by	  the	  usual	  pathway	  involving	  the	  homologous	  chromosome	  (Martinez-­‐Perez	  and	  Villeneuve,	  2005).	  Therefore,	  in	  these	  two	  mutant	  combinations	  the	  remaining	  cohesin	  complexes	  will	  be	  challenged	  to	  deal	  with	  abundant	  unrepaired	  breaks.	  	  
5.4.2.1	  rec-­‐8;syp-­‐2	  The	  preliminary	  analysis	  of	  the	  chromatin	  morphology	  showed	  that	  the	  chromatin	  structure	  of	  nuclei	  in	  pachytene	  was	  distinct	  from	  that	  of	  the	  rec-­‐8	  single	  mutant	  with	  thin	  disorganised	  chromatin	  rather	  than	  thick	  ordered	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tracts.	  Interestingly,	  the	  mitotic	  accumulation	  of	  COH-­‐3	  appears	  to	  be	  absence	  in	  these	  germlines	  (Fig.	  35A	  and	  B).	  Also,	  a	  striking	  phenotype	  could	  be	  observed	  in	  diakinesis	  oocytes,	  with	  numerous	  small	  irregular	  DAPI	  masses	  as	  well	  as	  fragments.	  The	  presence	  of	  fragments	  itself	  could	  be	  an	  indication	  of	  loss	  of	  cohesin	  or	  cohesion,	  as	  a	  break	  alone	  should	  not	  be	  sufficient	  to	  detach	  a	  piece	  of	  chromatin	  from	  the	  rest	  of	  a	  chromosome.	  Therefore,	  I	  immunostained	  rec-­‐
8;syp-­‐2;coh-­‐3;coh-­‐3::mCherry	  whole-­‐mounted	  germlines	  with	  α-­‐RFP	  antibodies.	  This	  showed	  that	  COH-­‐3	  is	  loaded	  onto	  chromatin	  from	  the	  transition	  zone	  until	  diakinesis	  (Fig.	  35A,B	  and	  37).	  In	  the	  -­‐1	  diakinesis	  oocyte	  very	  little	  COH-­‐3	  staining	  is	  visible,	  however,	  in	  the	  -­‐2	  oocyte	  COH-­‐3	  can	  be	  seen	  to	  colocalize	  with	  chromatin.	  This	  loss	  of	  COH-­‐3	  staining	  between	  the	  -­‐1	  and	  -­‐2	  diakinesis	  oocyte	  has	  been	  observed	  both	  in	  rec-­‐8	  and	  rec-­‐8;spo-­‐11,	  but	  this	  will	  be	  discussed	  in	  the	  following	  chapter.	  	  Following	  this,	  I	  co-­‐stained	  rec-­‐8;syp-­‐2	  with	  	  α-­‐SMC-­‐1	  and	  α-­‐RAD-­‐51	  antibodies	  to	  check	  that	  the	  SMC-­‐1	  localisation	  was	  the	  same	  as	  that	  of	  COH-­‐3	  and	  to	  monitor	  the	  repair	  of	  DSBs.	  As	  with	  the	  COH-­‐3	  staining	  pattern,	  SMC-­‐1	  appears	  to	  be	  absent	  in	  the	  mitotic	  tip,	  but	  then	  does	  load	  to	  chromatin	  in	  the	  transition	  zone,	  persisting	  until	  diakinesis	  (Fig.	  36A	  and	  B).	  Also	  as	  with	  the	  COH-­‐3	  staining	  pattern,	  SMC-­‐1	  is	  absent	  for	  the	  chromatin	  in	  -­‐1	  diakinesis	  oocytes.	  Staining	  with	  RAD-­‐51	  shows,	  as	  one	  would	  expect,	  exceptional	  high	  levels	  of	  RAD-­‐51	  foci,	  in	  greater	  abundance	  than	  in	  any	  of	  the	  mutants	  analysed	  previously	  (Fig.	  36A	  and	  B)	  and	  these	  foci	  persist	  until	  the	  transition	  between	  diplotene	  and	  diakinesis.	  This	  might	  suggest	  that	  cohesin	  complexes	  containing	  COH-­‐3/4	  are	  insufficient	  to	  carry	  out	  intersister	  repair.	  	  
5.4.2.2.	  coh-­‐3;coh-­‐4;syp-­‐2	  The	  chromatin	  morphology	  of	  the	  coh-­‐3;coh-­‐4;syp-­‐2	  mutant	  strain	  was	  analysed	  by	  DAPI	  staining	  in	  order	  to	  determine	  whether	  REC-­‐8	  is	  similarly	  affected	  by	  numerous	  unrepaired	  DSBs.	  	  The	  diakinesis	  phenotype	  of	  this	  mutant	  revealed	  a	  phenotype	  identical	  to	  that	  of	  coh-­‐3;coh-­‐4,	  with	  12	  univalents	  and	  no	  fragments	  (Fig.38),	  demonstrating	  that	  SCC	  is	  not	  impaired	  in	  this	  genetic	  background.	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5.4.3	  Treatment	  with	  γ-­‐IR	  The	  experiments	  above	  indicate	  that	  REC-­‐8	  and	  COH-­‐3/4	  containing	  cohesin	  complexes	  respond	  differently	  when	  challenged	  with	  the	  accumulation	  of	  DSBs	  due	  to	  the	  prevention	  of	  interhomologue	  repair.	  However,	  this	  might	  be	  due	  to	  a	  requirement	  of	  interactions	  between	  SYP-­‐2	  itself	  and	  cohesin	  complexes	  in	  order	  to	  repair	  DNA	  damage.	  Whilst	  this	  seems	  unlikely,	  I	  decided	  to	  test	  the	  ability	  of	  rec-­‐8	  and	  coh-­‐3;coh-­‐4	  mutants	  to	  respond	  to	  DSBs	  in	  the	  presence	  of	  an	  intact	  SC.	  To	  this	  end,	  I	  treated	  these	  mutants	  with	  a	  high	  dose	  (100Gy)	  of	  γ-­‐IR	  to	  induced	  DSBs.	  	  
5.4.3.1	  rec-­‐8	  versus	  coh-­‐3;coh-­‐4	  Young	  adult	  worm	  (18	  hrs	  post	  L4)	  were	  irradiated	  and	  the	  germlines	  dissected	  and	  stained	  with	  DAPI	  30	  hrs	  post	  irradiation.	  Diakinesis	  oocytes	  were	  imaged	  using	  the	  DeltaVision	  and	  following	  this,	  the	  z-­‐stacks	  were	  cropped	  to	  the	  size	  of	  an	  individual	  nucleus	  and	  maximum	  intensity	  projections	  were	  made	  using	  Fiji	  ImageJ.	  	  These	  cropped	  images	  were	  analysed	  in	  CellProfiler,	  which	  identifies	  individual	  DAPI	  masses,	  counts	  the	  number	  of	  masses	  per	  cropped	  image	  and	  the	  area	  of	  each	  DAPI	  mass	  (Fig.	  39D).	  In	  this	  way	  the	  number	  of	  DAPI	  bodies	  per	  nucleus	  can	  be	  quickly	  counted	  for	  a	  given	  phenotype	  or	  treatment.	  In	  addition	  to	  this,	  the	  percentage	  frequency	  of	  bivalents,	  univalents,	  sisters,	  fragments,	  or	  large	  aggregates	  can	  be	  determined	  by	  binning	  masses	  of	  certain	  size	  ranges	  together.	  This	  is	  not	  a	  perfect	  method	  for	  quantifying	  the	  number	  and	  types	  of	  bodies	  in	  diakinesis	  as	  it	  tends	  to	  over-­‐represent	  larger	  bodies	  and	  under-­‐represent	  small	  bodies,	  which	  is	  due	  to	  individual	  masses	  overlapping	  one	  another	  in	  the	  projected	  images.	  However,	  it	  has	  the	  advantage	  of	  being	  able	  to	  count	  large	  numbers	  of	  fragments	  in	  a	  nucleus,	  which	  is	  virtually	  impossible	  by	  hand.	  	  Initial	  staining	  of	  diakinesis	  oocytes	  shows	  that	  un-­‐irradiated	  coh-­‐3;coh-­‐4	  diakinesis	  oocytes	  look	  identical	  to	  those	  treated	  with	  100Gy	  of	  γ-­‐IR.	  However,	  
rec-­‐8	  irradiated	  diakinesis	  oocytes	  have	  more	  small	  irregular	  DAPI	  masses	  as	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well	  as	  fragments	  than	  their	  un-­‐irradiated	  counterparts	  (Fig.	  39A).	  This	  observation	  is	  borne	  out	  when	  the	  number	  of	  DAPI	  masses	  per	  nucleus	  is	  analysed,	  with	  both	  treated	  and	  un-­‐treated	  coh-­‐3;coh-­‐4	  mutants	  having	  close	  to	  12	  DAPI	  bodies	  per	  nucleus.	  This	  is	  distinct	  from	  the	  comparison	  between	  non-­‐irradiated	  rec-­‐8	  worms,	  which	  have	  on	  average	  15	  DAPI	  bodies	  per	  nucleus,	  and	  irradiated	  rec-­‐8	  worms,	  which	  have	  approximately	  25	  DAPI	  masses	  on	  average	  per	  nucleus	  (Fig.	  39B).	  	  	  When	  we	  look	  at	  the	  more	  detailed	  analysis	  of	  the	  sizes	  of	  the	  DAPI	  masses	  we	  can	  see	  even	  more	  clearly	  the	  difference	  between	  the	  response	  to	  DNA	  damage	  of	  rec-­‐8	  and	  coh-­‐3;coh-­‐4.	  For	  both	  irradiated	  and	  non-­‐irradiated	  coh-­‐3;coh-­‐4	  diakinesis	  oocytes	  the	  most	  frequent	  type	  of	  DAPI	  mass	  is	  univalents,	  followed	  by	  bivalents,	  which	  probably	  reflect	  univalents	  lying	  over	  one	  another	  in	  the	  projection,	  with	  very	  few	  fragments,	  (or	  sisters,	  or	  large	  chromatin	  aggregates).	  Untreated	  rec-­‐8	  diakinesis	  oocytes	  have	  sisters	  as	  their	  more	  common	  DAPI	  mass	  type.	  This	  is	  because	  the	  link	  between	  the	  two	  lobes	  of	  the	  rec-­‐8	  univalents	  is	  very	  tenuous	  and	  as	  a	  consequence	  the	  software	  often	  calls	  a	  bi-­‐lobed	  univalent	  as	  2	  sisters.	  In	  the	  treated	  rec-­‐8	  diakinesis	  oocytes	  the	  difference	  is	  stark.	  By	  far	  the	  most	  abundant	  type	  of	  DAPI	  body	  is	  fragments,	  with	  a	  percentage	  frequency	  of	  almost	  0.6,	  three	  times	  higher	  than	  that	  seen	  in	  the	  untreated	  rec-­‐8	  diakinesis	  oocytes	  (Fig.	  39C).	  This	  suggests	  that	  REC-­‐8,	  but	  not	  COH-­‐3/4,	  are	  required	  for	  repair	  of	  accumulated	  DSBs.	  	  
5.4.3.2	  rec-­‐8;spo-­‐11	  This	  ability	  to	  induce	  DSBs	  by	  γ-­‐IR	  and	  then	  analyse	  the	  effect	  this	  has	  on	  the	  diakinesis	  phenotype,	  allows	  us	  to	  investigate	  whether	  it	  is	  the	  absence	  of	  DSBs	  in	  rec-­‐8;spo-­‐11	  mutants	  that	  prevents	  cohesion	  from	  being	  established	  or	  causes	  it	  to	  be	  lost.	  If	  DSBs	  are	  required	  to	  make	  COH-­‐3/4	  cohesin	  containing	  complexes	  cohesive,	  then	  treatment	  of	  rec-­‐8;spo-­‐11	  worms	  with	  γ-­‐IR	  to	  induce	  DSBs	  should	  change	  the	  diakinesis	  phenotype	  from	  individualised	  sister	  chromatids	  to	  one	  that	  is	  more	  similar	  to	  rec-­‐8.	  In	  order	  to	  test	  this	  rec-­‐8;spo-­‐11	  worms	  were	  treated	  with	  varying	  doses	  of	  γ-­‐IR.	  The	  germlines	  were	  then	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dissected	  and	  diakinesis	  oocytes	  imaged	  and	  analysed	  as	  in	  the	  previous	  section.	  	  The	  phenotypes	  observed	  with	  higher	  doses	  of	  γ-­‐IR	  (100	  and	  50Gy)	  was	  similar	  to	  that	  observed	  in	  rec-­‐8	  diakinesis	  oocytes	  treated	  with	  100Gy	  of	  γ-­‐IR,	  as	  would	  be	  expected	  (Fig.	  40A).	  When	  we	  analyse	  the	  number	  of	  DAPI	  masses	  per	  nucleus	  we	  can	  see	  that	  the	  number	  rises	  from	  approximately	  20	  per	  nucleus	  in	  untreated	  oocytes,	  to	  approximately	  33	  in	  those	  treated	  with	  100Gy.	  The	  number	  of	  bodies	  per	  nucleus	  falls	  as	  the	  dose	  of	  γ-­‐IR	  decreases,	  with	  approximately	  26	  per	  nucleus	  in	  diakinesis	  oocytes	  treated	  with	  50Gy,	  and	  then	  falling	  to	  the	  same	  number	  as	  seen	  in	  untreated	  worms	  at	  10Gy	  (Fig.	  40B).	  This	  is	  consistent	  with	  the	  theory	  that	  the	  number	  of	  fragments	  in	  diakinesis	  oocytes	  correlates	  to	  the	  amount	  of	  unrepaired	  DNA	  damage.	  	  By	  carrying	  out	  the	  thorough	  analysis	  of	  the	  sizes	  of	  the	  DAPI	  masses	  we	  can	  get	  a	  more	  informative	  picture.	  	  In	  untreated	  rec-­‐8;spo-­‐11	  diakinesis	  oocytes	  the	  most	  frequent	  class	  of	  DAPI	  mass	  is	  individual	  sister	  chromatids,	  as	  we	  would	  expect.	  The	  percentage	  frequency	  of	  sister	  chromatids	  falls	  as	  the	  dose	  of	  γ-­‐IR	  increases.	  Conversely,	  the	  percentage	  frequency	  of	  fragments	  increases	  with	  increasing	  dose.	  For	  all	  three	  doses	  (100,	  50	  and	  10Gy)	  the	  number	  of	  univalents	  does	  not	  significantly	  increase.	  However,	  the	  time	  it	  takes	  for	  a	  nucleus	  to	  travel	  from	  S-­‐phase	  to	  diakinesis	  is	  about	  60hrs	  (Jaramillo-­‐Lambert	  et	  al.,	  2007),	  while	  the	  analysis	  of	  these	  oocytes	  was	  carried	  out	  30	  hours	  post	  irradiation	  and	  so,	  the	  DSBs	  induced	  by	  the	  γ-­‐IR	  may	  not	  have	  occurred	  sufficiently	  early	  in	  prophase.	  Therefore	  diakinesis	  oocytes	  were	  also	  analysed	  60	  hrs	  post	  irradiation.	  	  When	  we	  compare	  the	  non-­‐irradiated,	  10Gy	  (30hrs)	  irradiated	  and	  the	  10	  (60hrs)	  irradiated	  rec-­‐8;spo-­‐11	  diakinesis	  oocytes	  for	  DAPI	  bodies	  in	  the	  sister	  and	  univalent	  classes	  we	  can	  see	  the	  following:	  the	  percentage	  frequency	  of	  sister	  chromatids	  is	  slightly	  lower	  in	  the	  10Gy	  (30hrs)	  versus	  untreated,	  but	  the	  percentage	  frequency	  of	  sister	  in	  the	  10Gy	  (60hrs)	  drops	  to	  less	  than	  half	  that	  of	  the	  untreated	  oocytes;	  	  at	  the	  same	  time	  the	  percentage	  frequency	  of	  univalents	  almost	  triples	  between	  the	  non-­‐irradiated	  and	  the	  10Gy	  (60hrs)	  irradiated,	  and	  almost	  doubles	  between	  the	  non-­‐
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irradiated	  and	  the	  10Gy	  (30hrs)	  irradiated	  worms	  (Fig.	  40C).	  This	  indicates	  that	  at	  least	  some	  sister	  chromatids	  become	  linked	  as	  univalents,	  and	  from	  the	  images	  of	  diakinesis,	  it	  can	  be	  seen	  that	  they	  are	  phenotypically	  similar	  to	  the	  univalents	  of	  rec-­‐8	  (Fig.	  40A	  and	  C).	  This	  demonstrates	  that	  DSBs	  are	  sufficient	  to	  partially	  restore	  cohesion	  in	  the	  diakinesis	  oocytes	  of	  rec-­‐8;spo-­‐11	  mutants.	  	  
5.5	  Summary	  The	  presence	  of	  multiple	  meiotic	  kleisins	  and	  therefore	  different	  forms	  of	  cohesin	  complexes,	  suggests	  the	  possibly	  that	  they	  may	  carry	  out	  different	  roles	  in	  meiosis.	  In	  this	  chapter	  I	  sought	  to	  address	  whether	  this	  might	  be	  the	  case.	  By	  examining	  the	  localisation	  of	  COH-­‐3	  and	  REC-­‐8	  in	  wild-­‐type	  germlines	  we	  can	  see	  subtle	  differences,	  in	  particular	  in	  the	  mitotic	  tip	  and	  in	  -­‐1	  diakinesis	  oocytes,	  in	  which	  REC-­‐8	  remains	  present	  of	  both	  arms	  of	  the	  bivalent,	  whereas	  COH-­‐3	  becomes	  restricted	  to	  one	  (presumably	  the	  short)	  arm.	  	  	  Examination	  of	  meiotic	  kleisin	  mutants	  also	  suggests	  differences	  in	  function.	  
coh-­‐3	  and	  coh-­‐4	  are	  functionally	  redundant	  with	  one	  another,	  whereas	  rec-­‐8	  	  has	  a	  strong	  phenotype	  on	  its	  own.	  When	  we	  compare	  rec-­‐8	  to	  coh-­‐3;coh-­‐4,	  we	  can	  see	  that	  in	  diakinesis	  the	  cohesion	  defect	  is	  severe	  in	  rec-­‐8,	  with	  the	  univalents	  adopting	  a	  tenuous	  bi-­‐lobed	  structure.	  Whereas	  in	  the	  diakinesis	  of	  coh-­‐3;coh-­‐4	  mutants	  cohesion	  appears	  unaffected.	  The	  diakinesis	  phenotype	  of	  rec-­‐8;coh-­‐
3/4	  is	  slightly	  more	  acute	  than	  that	  of	  rec-­‐8,	  with	  more	  fragments.	  This	  is	  in	  contrast	  to	  the	  chromatin	  phenotype	  of	  pachytene	  nuclei	  which	  appear	  far	  more	  similar	  to	  that	  of	  wild-­‐type	  in	  the	  rec-­‐8	  mutants	  than	  in	  coh-­‐3;coh-­‐4.	  The	  formation	  of	  the	  SC	  is	  also	  affected	  differently	  by	  loss	  of	  rec-­‐8,	  which	  has	  delayed	  SC	  loading,	  as	  opposed	  to	  coh-­‐3;coh-­‐4,	  in	  which	  SC	  loading	  is	  almost	  completely	  impaired.	  Both	  rec-­‐8	  and	  coh-­‐3;coh-­‐4	  accumulate	  RAD-­‐51	  foci.	  Interestingly,	  in	  the	  rec-­‐8;coh-­‐3;coh-­‐4	  triple	  mutants	  it	  appears	  that	  no	  meiotic	  breaks	  are	  made.	  	  Finally,	  by	  comparing	  rec-­‐8	  and	  coh-­‐3;coh-­‐4	  coupled	  with	  mutations	  affecting	  the	  CO	  repair	  pathway,	  and	  by	  treating	  them	  with	  γ-­‐IR	  we	  can	  see	  that	  cohesin	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complexes	  containing	  different	  meiotic	  kleisins	  respond	  differently	  to	  DNA	  damage.	  rec-­‐8;spo-­‐11	  has	  individualised	  sister	  chromatids	  in	  diakinesis	  oocytes.	  However,	  COH-­‐3	  appears	  to	  be	  loaded	  normally	  throughout	  prophase	  I	  and	  is	  even	  present	  on	  individual	  sister	  chromatids	  (Fig.	  33B	  and	  37).	  This	  suggests	  that	  COH-­‐3/4	  require	  DSBs	  to	  become	  cohesive,	  whereas	  this	  is	  not	  the	  case	  for	  REC-­‐8.	  In	  addition	  to	  this,	  in	  diakinesis	  oocytes	  of	  rec-­‐8;syp-­‐2	  worms,	  we	  see	  large	  numbers	  of	  small	  fragments,	  which	  are	  not	  seen	  in	  coh-­‐3;coh-­‐4;syp-­‐2	  diakinesis	  oocytes	  (Fig.	  27A	  and	  32).	  This	  suggests	  that	  REC-­‐8	  but	  not	  COH-­‐3/4	  are	  required	  for	  repair	  of	  DSBs,	  and	  this	  is	  supported	  by	  the	  irradiation	  data.	  	  For	  a	  table	  summarising	  the	  phenotypes	  observed	  in	  the	  diferent	  mutant	  backgrounds,	  analysed	  in	  this	  chapter,	  see	  Table	  6	  on	  pages	  194-­‐195.	  	   	  
~	  194	  ~	  	  
Table	  6:	  Summary	  of	  phenotypes	  of	  mutants	  analysed	  
Genotype Pachytene,
Structure
Diakinesis SC,
assembly
Cohesin,loading DSB,repair
N2#(wild)type)
Thick#organised#
tracks#
comprised#of#
synapsed#
homologous#
chromosomes
Six#DAPI#masses,#
comprised#of#
homologues#held#
together#with#a#CO#
and#by#SCC
SC#assembly#
assembled#
between#pairs#
homologues,#
forming#tracks#
at#the#onset#of#
meiosis
All#cohesin#subunits#loaded#
at#meiotic#S)phase,#
colocalizing#with#the#SC
RAD)51#foci#peak#
at#11#per#nucleus#
in#mid#pachytene#
and#are#lost#by#
the#end#of#
pachytene
coh$3/4 As#wild)type As#wild)type As#wild)type As#wild)type As#wild)type
rec$8
Organised#
tracks,#similar#
to#wild)type
Bi)lobed#univalents,#
indicating#that#sister#
chromatids#are#
tenuously#attached.#
Average#number#of#
DAPI#masses#18
SC#assembly#is#
delayed,#but#
reaches#
completion#in#
mid#
pachytene.
COH)3#and#SMC)1#are#
loaded#normally,#
decorating#the#axial#
element#
High#numbers#of#
RAD)51#foci,#
persisting#until#
diplotene
coh$3;coh$4
Extremely#thin#
disorganised#
DNA#tracks#
12#univalents
Very#low#levels#
of#SC#
assembly.
Reduced#REC)8#loading.#No#
visible#SMC)1#loaded.
Very#high#
numbers#of#RAD)
51#foci,#persisting#
until#diplotene
rec$8;coh$3/4
Organised#
tracks,#similar#
to#wild)type
A#mixture#of#bi)lobed#
univalents,#some#
sister#chromatids#and#
large#numbers#of#
fragments#
SC#assembly#is#
delayed,#but#
reaches#
completion#in#
mid#
pachytene.
Expected:#COH)3/4#and#
SMC)1#are#loaded#normally,#
decorating#the#axial#
element#
Very#high#
numbers#of#RAD)
51#foci,#persisting#
until#diplotene
rec$8;coh$3;coh$4
Extremely#thin#
disorganised#
DNA#tracks#
24#individual#sister#
chromatids
No#SC No#cohesin#loading No#DSBs
rec$8;spo$11
Organised#
tracks,#similar#
to#wild)type
24#individual#sister#
chromatids
SC#assembly#is#
delayed,#but#
reaches#
completion#in#
mid#
pachytene.
COH)3#and#SMC)1#are#
loaded#normally,#
decorating#the#axial#
element.#However,#SMC)1#
is#lost#from#chromosomes#
in#diakinesis,#whereas#COH)
3#can#be#seen#on#DNA
No#DSBs
rec$8;syp$2
Extremely#thin#
disorganised#
DNA#tracks#
A#mixture#of#sister#
chromatids#and#large#
numbers#of#
fragments,#and#
chromatin#aggregates
No#SC
COH)3#is#loaded#thoughout#
meiotic#prophase
Very#high#
numbers#of#RAD)
51#foci,#persisting#
until#diplotene
coh$3;coh$4;spo$11
Identical#to#coh)
3;coh)4
12#univalents
Expected:#
Identical#to#
coh$3;coh$4
Expected:#Identical#to#coh$
3;coh$4
No#DSBs
coh$3;coh$4;syp$2
Identical#to#coh)
3;coh)4
12#univalents
Expected:#
Identical#to#
coh$3;coh$4
Expected:#Identical#to#coh$
3;coh$4
Expected:#
Identical#to#coh$
3;coh$4
rec$8;wapl$1
Compact#
defined#
chromatin#
tracks
Mainly#univalents.#
Average#number#of#
DAPI#masses#15
Expected:#
Identical#to#rec$
8
COH)3#is#loaded#thoughout#
meiotic#prophase#forming#
thick#tracks
Expected:#High#
numbers#of#RAD)
51#foci,#persisting#
until#diplotene
~	  195	  ~	  	  
	   	  
rec$8;spo$11;wapl$1
Compact#
defined#
chromatin#
tracks
Mainly#univalents.#
Average#number#of#
DAPI#masses#14
Expected:#
Identical#to#rec$
8
COH)3#is#loaded#thoughout#
meiotic#prophase#forming#
thick#tracks
No#DSBs
rec$8;syp$2;wapl$1
Compact#
defined#
chromatin#
tracks
Mainly#univalents.#
Average#number#of#
DAPI#masses#14
No#SC
COH)3#is#loaded#thoughout#
meiotic#prophase#forming#
thick#tracks
A#reduction#in#the#
number#of#RAD)
51#foci#compared#
with#rec$8;syp$2,#
but#also#persisting#
until#diplotene
~	  196	  ~	  	  
	  
Figure	  24.	  	  Localisation	  of	  REC-­‐8::GFP	  and	  COH-­‐3::mCherry	  in	  rec-­‐8;coh-­‐
3;rec-­‐8::GFP;coh-­‐3::mCherry	  germlines	  
	  
A	   Whole	  mount	  of	  rec-­‐8;coh-­‐3;rec-­‐8::GFP;coh-­‐3::mCherry	  germline	  stained	  with	  α-­‐GFP	  and	  α-­‐RFP	  antibodies	  and	  counterstained	  the	  with	  DAPI,	  showing	  REC-­‐8::GFP	  and	  COH-­‐3::mCherry	  colocalising,	  loaded	  to	  chromatin,	  decorating	  the	  axial	  element	  from	  transition	  zone	  onwards.	  
B	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei	  
C	   Diplotene	  nucleus	  showing	  nucleoplasmic	  localisation	  of	  REC-­‐8::GFP	  only,	  with	  both	  REC-­‐8::GFP	  and	  COH-­‐3::mCherry	  colocalising	  to	  form	  a	  cruciform	  pattern	  on	  chromatin	  
D	   Diakinesis	  oocyte	  showing	  REC-­‐8::GFP	  forming	  a	  cruciform	  pattern	  on	  both	  the	  long	  and	  short	  arms	  of	  bivalents	  localising	  between	  sister	  chromatids	  and	  homologue	  pairs,	  with	  COH-­‐3::mCherry	  localising	  only	  on	  the	  short	  arm	  of	  bivalents,	  between	  homologous	  chromosomes	  
~	  197	  ~	  	  	   	  
~	  198	  ~	  	  
Figure	  25.	  	  Localisation	  of	  SYP-­‐1	  in	  N2	  germlines	  	  
A	   Whole	  mount	  of	  N2	  germline	  stained	  with	  α-­‐SYP-­‐1	  antibodies	  and	  counterstained	  the	  with	  DAPI,	  showing	  the	  central	  element	  (of	  which	  SYP-­‐1	  is	  a	  component)	  assembled	  between	  pairs	  of	  tightly	  juxtaposed	  homologues,	  forming	  characteristic	  tracks.	  RAD-­‐51	  foci	  mark	  recombination	  intermediates	  
B	   Comparison	  of	  SYP-­‐1	  loading	  in	  early	  and	  late	  pachytene	  nuclei	  of	  N2	  and	  
rec-­‐8	  worms,	  showing	  a	  delay	  in	  assembly	  of	  the	  central	  element	  in	  rec-­‐8	  germlines	  
~	  199	  ~	  	  
	   	  
~	  200	  ~	  	  
Figure	  26.	  	  Localisation	  of	  SYP-­‐1	  and	  RAD-­‐51	  in	  rec-­‐8	  mutant	  germlines	  	  
A	   Whole	  mount	  of	  rec-­‐8	  germline	  stained	  with	  α-­‐SYP-­‐1	  and	  α-­‐RAD-­‐51	  antibodies	  counterstained	  with	  DAPI,	  showing	  a	  delay	  in	  assembly	  of	  the	  central	  element	  of	  the	  SC,	  with	  full	  synapsis	  only	  achieved	  in	  mid	  pachytene	  nuclei,	  as	  well	  as	  accumulation	  of	  recombination	  intermediates	  extending	  beyond	  the	  end	  of	  pachytene,	  indicating	  impairment	  of	  DSB	  repair.	  
B	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei	  
C	   Diakinesis	  oocyte	  from	  rec-­‐8	  showing	  bi-­‐lobed	  univalents	  	   	  
~	  201	  ~	  	  
	  
~	  202	  ~	  	  
Figure	  27.	  Localisation	  of	  COH-­‐3::mCherry	  in	  rec-­‐8;coh-­‐3;coh-­‐3::mCherry	  
germlines	  	  
A	   Whole	  mount	  of	  rec-­‐8;coh-­‐3;coh-­‐3::mCherry	  germline	  stained	  with	  α-­‐RFP	  antibodies	  counterstained	  the	  DAPI,	  showing	  COH-­‐3::mCherry	  loaded	  to	  chromatin,	  decorating	  the	  axial	  element	  from	  transition	  zone	  onwards	  
B	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei	  
C	   Diakinesis	  oocyte	  from	  rec-­‐8	  showing	  bi-­‐lobed	  univalents,	  demonstrating	  the	  tenuous	  link	  between	  sister	  chromatids	  in	  this	  mutant.	  Notice	  the	  lack	  of	  COH-­‐3::mCherry	  staining	  between	  the	  lobes	  of	  many	  univalent	  (arrow).	  Inset:	  Magnification	  of	  a	  univalent	  with	  COH-­‐3	  seemingly	  linking	  the	  two	  sister	  chromatids	  (Scale	  bar	  1µm).	  
~	  203	  ~	  	  	  
~	  204	  ~	  	  
Figure	  28.	  Localisation	  of	  SYP-­‐1	  and	  RAD-­‐51	  in	  coh-­‐3;coh-­‐4	  mutant	  
germlines	  	  
A	   Whole	  mount	  of	  coh-­‐3;coh-­‐4	  germline	  stained	  with	  α-­‐SYP-­‐1	  and	  α-­‐RAD-­‐51	  antibodies	  counterstained	  with	  DAPI,	  showing	  a	  severe	  impairment	  in	  loading	  of	  the	  central	  element	  of	  the	  SC,	  with	  full	  synapsis	  never	  achieved,	  as	  well	  as	  accumulation	  of	  recombination	  intermediates	  extending	  beyond	  the	  end	  of	  pachytene,	  indicating	  impairment	  of	  DSB	  repair.	  
B	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei	  
C	   Diakinesis	  oocyte	  from	  coh-­‐3;coh-­‐4,	  showing	  regular	  shaped	  univalents	  indicating	  	  impairment	  of	  chiasmata	  formation	  	  
~	  205	  ~	  	  
~	  206	  ~	  	  
Figure	  29.	  Localisation	  of	  SMC-­‐1	  and	  REC-­‐8	  in	  coh-­‐3;coh-­‐4	  mutant	  
germlines	  	  
A	   Whole	  mount	  of	  coh-­‐3;coh-­‐4	  germline	  stained	  with	  α-­‐SMC-­‐1	  and	  α-­‐REC-­‐8	  antibodies	  counterstained	  with	  DAPI,	  showing	  impairment	  of	  REC-­‐8	  loading	  with	  a	  punctate	  staining	  pattern	  rather	  than	  organised	  tracks,	  and	  no	  detectable	  SMC-­‐1.	  This	  is	  noticeable	  as	  one	  would	  always	  expect	  to	  see	  REC-­‐8	  colocalising	  with	  SMC-­‐1	  as	  part	  of	  a	  cohesin	  ring.	  
B	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei	  
C	   Diakinesis	  oocyte	  from	  coh-­‐3;coh-­‐4	  showing	  regular	  shaped	  univalents	  indicating	  	  impairment	  of	  chiasmata	  formation,	  but	  no	  loss	  of	  SCC.	  Notice	  REC-­‐8	  decorating	  the	  interface	  between	  the	  sister	  chromatids	  in	  each	  univalent.	  SMC-­‐1	  is	  not	  visible	  on	  chromatin,	  but	  rather	  displays	  a	  nucleoplasmic	  localisation.	  	   	  
~	  207	  ~	  	  
~	  208	  ~	  	  
Figure	  30.	  Localisation	  of	  SYP-­‐1	  and	  RAD-­‐51	  in	  rec-­‐8;coh-­‐3;coh-­‐4	  mutant	  
germlines	  	  
A	   Whole	  mount	  of	  rec-­‐8;coh-­‐3;coh-­‐4	  germline	  stained	  with	  α-­‐SYP-­‐1	  and	  α-­‐RAD-­‐51	  antibodies	  counterstained	  the	  DAPI,	  showing	  complete	  loss	  of	  SC	  loading	  and	  surprisingly,	  very	  low	  levels	  of	  RAD-­‐51	  foci.	  
B	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei	  
C	   Diakinesis	  oocyte	  from	  rec-­‐8;coh-­‐3;coh-­‐4	  showing	  individualised	  sister	  chromatids,	  indicating	  complete	  absence	  of	  SCC.	  	  
~	  209	  ~	  	  
~	  210	  ~	  	  
Figure	  31.	  Localisation	  of	  SYP-­‐1	  in	  rec-­‐8;coh-­‐3	  mutant	  germlines	  	  
A	   Whole	  mount	  of	  rec-­‐8;coh-­‐3	  germline	  stained	  with	  α-­‐SYP-­‐1	  antibodies	  and	  counterstained	  with	  DAPI,	  showing	  a	  delay	  in	  assembly	  of	  the	  central	  element	  of	  the	  SC,	  with	  full	  synapsis	  only	  achieved	  in	  mid	  pachytene	  nuclei.	  This	  phenotype	  is	  similar	  to	  that	  of	  rec-­‐8	  single	  mutants	  
B	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei.	  
C	   Diakinesis	  oocyte	  from	  rec-­‐8;coh-­‐3	  showing	  chromatin	  aggregates	  and	  fragments	  indicating	  accumulation	  of	  unrepaired	  DNA	  damage.	  	  
~	  211	  ~	  	  
	   	  
~	  212	  ~	  	  
	  
Figure	  32.	  	  SC	  loading	  and	  DNA	  damage	  in	  α-­‐kleisin	  mutants	  
	  A	  comparison	  of	  rec-­‐8	  single,	  coh-­‐3;coh-­‐4	  double	  and	  rec-­‐8;coh-­‐3;coh-­‐4	  triple	  mutants.	  A	  relatively	  high	  degree	  of	  synapsis	  is	  achieved	  in	  rec-­‐8	  mutants,	  whereas	  in	  coh-­‐3;coh-­‐4	  mutants	  extremely	  little	  SC	  loading	  occurs,	  and	  in	  rec-­‐
8;coh-­‐3;coh-­‐4	  loading	  of	  the	  SC	  is	  completely	  abolished	  with	  SYP-­‐1	  forming	  large	  aggregates.	  Both	  rec-­‐8	  and	  coh-­‐3;coh-­‐4	  have	  extensive	  accumulation	  of	  recombination	  intermediates,	  whereas	  in	  rec-­‐8;coh-­‐3;coh-­‐4	  almost	  none	  are	  detectable	  indicating	  that	  DSB	  formation	  is	  impaired.	  	   	  
~	  213	  ~	  	  
	  
~	  214	  ~	  	  
Figure	  33.	  Localisation	  of	  COH-­‐3::mCherry	  in	  rec-­‐8;spo-­‐11;coh-­‐3;coh-­‐
3::mCherry	  germlines	  	  
A	   Whole	  mount	  of	  rec-­‐8;spo-­‐11;coh-­‐3;coh-­‐3::mCherry	  germline	  stained	  with	  
α-­‐RFP	  antibodies	  counterstained	  with	  DAPI,	  showing	  COH-­‐3::mCherry	  loaded	  to	  chromatin,	  decorating	  the	  axial	  element	  from	  transition	  zone	  onwards	  
B	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei	  
C	   Diakinesis	  oocyte	  from	  rec-­‐8;spo-­‐11	  showing	  individualised	  sister	  chromatids,	  indicating	  complete	  absence	  of	  SCC.	  Notice	  chromatin-­‐associated	  COH-­‐3::mCherry	  on	  some	  sister	  chromatids.	  Inset:	  Magnification	  of	  an	  individual	  sister	  chromatid	  clearly	  showing	  COH-­‐3::mCherry	  loaded	  to	  chromatin	  (Scale	  bar	  1µm).	  	  
~	  215	  ~	  	  	  
~	  216	  ~	  	  
Figure	  34.	  Localisation	  of	  SMC-­‐1	  in	  rec-­‐8;spo-­‐11;coh-­‐3;coh-­‐3::mCherry	  
germlines	  	  
A	   Whole	  mount	  of	  rec-­‐8;spo-­‐11;coh-­‐3;coh-­‐3::mCherry	  germline	  stained	  with	  
α-­‐SMC-­‐1	  antibodies	  counterstained	  with	  DAPI,	  showing	  SMC-­‐1	  loaded	  to	  chromatin,	  decorating	  the	  axial	  element	  from	  transition	  zone	  onwards	  
B	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei	  
C	   Diplotene	  nucleus	  showing	  nucleoplasmic	  localisation	  of	  SMC-­‐1,	  with	  no	  chromatin-­‐associated	  signal	  
D	   Diakinesis	  oocyte	  from	  rec-­‐8;spo-­‐11	  showing	  no	  chromatin-­‐associated	  SMC-­‐1,	  but	  nucleoplasmic	  localisation	  only	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Figure	  35.	  Localisation	  of	  COH-­‐3::mCherry	  in	  rec-­‐8;syp-­‐2;coh-­‐3;coh-­‐
3::mCherry	  germlines	  	  
A	   Whole	  mount	  of	  rec-­‐8;syp-­‐2;coh-­‐3;coh-­‐3::mCherry	  germline	  stained	  with	  
α-­‐RFP	  antibodies	  counterstained	  with	  DAPI,	  showing	  COH-­‐3::mCherry	  loaded	  to	  chromatin,	  forming	  thin	  discontinuous	  tracks.	  
B	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei	  
C	   Diakinesis	  oocyte	  from	  rec-­‐8;syp-­‐2	  showing	  small	  irregular	  sister	  chromatid-­‐sized	  DAPI	  bodies	  as	  well	  as	  high	  levels	  of	  fragmentation,	  indicating	  complete	  absence	  of	  SCC	  and	  accumulation	  of	  persistent	  DNA	  damage.	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Figure	  36.	  Localisation	  of	  SMC-­‐1	  and	  RAD-­‐51	  in	  rec-­‐8;syp-­‐2;coh-­‐3;coh-­‐
3::mCherry	  germlines	  	  
A	   Whole	  mount	  of	  rec-­‐8;syp-­‐2;coh-­‐3;coh-­‐3::mCherry	  germline	  stained	  with	  
α-­‐SMC-­‐1	  and	  α-­‐RAD-­‐51	  antibodies,	  counterstained	  with	  DAPI,	  showing	  SMC-­‐1	  loaded	  to	  chromatin,	  forming	  thin	  discontinuous	  tracks	  and	  massive	  accumulation	  of	  recombination	  intermediates	  extending	  beyond	  the	  end	  of	  pachytene,	  indicating	  a	  severe	  impairment	  of	  DSB	  repair.	  
B	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei	  
C	   Diakinesis	  oocyte	  from	  rec-­‐8;syp-­‐2	  showing	  small	  irregular	  sister	  chromatid-­‐sized	  DAPI	  bodies	  as	  well	  as	  high	  levels	  of	  fragmentation,	  indicating	  complete	  absence	  of	  SCC	  and	  accumulation	  of	  persistent	  DNA	  damage.	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Figure	  37.	  Comparison	  of	  SCC	  deficient	  mutants	  	  Panel	  comparing	  COH-­‐3::mCherry	  loading	  and	  diakinesis	  phenotype	  in	  rec-­‐
8;coh-­‐3;coh-­‐3::mCherry,	  rec-­‐8;spo-­‐11;coh-­‐3;coh-­‐3::mCherry	  and	  rec-­‐8;syp-­‐2;coh-­‐
3;coh-­‐3::mCherry	  germlines,	  showing	  a	  clearing	  impairment	  in	  SCC	  in	  all	  diakinesis	  oocytes,	  despite	  significant	  levels	  of	  COH-­‐3::mCherry	  loading	  earlier	  in	  meiotic	  prophase,	  suggesting	  that	  either	  COH-­‐3	  containing	  cohesin	  complexes	  never	  establish	  cohesion,	  or	  that	  cohesion	  is	  lost	  at	  some	  point	  in	  prophase	  before	  the	  diakinesis	  stage	  is	  reached.	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Figure	  38.	  	  rec-­‐8	  and	  coh-­‐3;coh-­‐4	  mutants	  respond	  differently	  to	  
perturbations	  in	  CO	  repair	  	  Comparison	  of	  rec-­‐8;spo-­‐11	  and	  coh-­‐3;coh-­‐4;spo-­‐11	  diakinesis	  phenotypes,	  showing	  individualised	  sisters	  indicating	  loss	  of	  SCC,	  and	  univalents	  indicating	  intact	  SCC,	  respectively.	  	  	  Comparison	  of	  rec-­‐8;syp-­‐2	  and	  coh-­‐3;coh-­‐4;syp-­‐2	  diakinesis	  phenotypes,	  showing	  small	  irregular	  sister	  chromatid-­‐sized	  DAPI	  bodies	  as	  well	  as	  high	  levels	  of	  fragmentation	  indicating	  loss	  of	  SCC	  and	  persist	  DNA	  damage,	  and	  univalents	  indicating	  intact	  SCC	  and	  completion	  of	  DSB	  repair,	  respectively.	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Figure	  39.	  rec-­‐8	  and	  coh-­‐3;coh-­‐4	  mutants	  respond	  differently	  to	  γ-­‐IR	  	  
A	   Diakinesis	  oocytes	  of	  irradiated	  (100Gy)	  and	  non-­‐irradiated	  rec-­‐8	  and	  
coh-­‐3;coh-­‐4	  mutants,	  showing	  extensive	  fragmentation	  in	  rec-­‐8	  only	  indicating	  that	  DSB	  repair	  cannot	  efficiently	  occur,	  whereas	  in	  coh-­‐3;coh-­‐
4	  mutants	  DNA	  repair	  is	  less	  affected,	  or	  not	  affected	  at	  all.	  
B-­‐C	   For	  control	  data	  see	  Fig.	  5.	  
B	   Graph	  showing	  the	  average	  number	  of	  DAPI	  masses	  in	  diakinesis	  oocytes	  of	  irradiated	  (100Gy)	  and	  non-­‐irradiated	  rec-­‐8	  and	  coh-­‐3;coh-­‐4	  mutants,	  showing	  no	  significant	  difference	  in	  the	  number	  of	  masses	  between	  treated	  and	  untreated	  coh-­‐3;coh-­‐4	  mutants	  (P-­‐value	  **=0.30),	  but	  a	  significant	  increase	  in	  the	  number	  of	  DAPI	  masses	  in	  irradiated	  (100Gy)	  
rec-­‐8	  diakinesis	  oocytes	  compared	  with	  there	  non-­‐irradiated	  counterparts	  (P-­‐value	  *=6.24x10-­‐6)	  
C	   Graph	  showing	  CellProfiler	  analysis	  of	  DAPI	  mass	  area	  in	  diakinesis	  oocytes	  of	  irradiated	  (100Gy)	  and	  non-­‐irradiated	  rec-­‐8	  and	  coh-­‐3;coh-­‐4	  mutants,	  showing	  the	  highest	  percentage	  frequency	  category	  of	  both	  treated	  and	  untreated	  coh-­‐3;coh-­‐4	  worms	  is	  univalents	  (0.59%	  and	  0.53%,	  respectively,	  whereas	  the	  highest	  percentage	  frequency	  category	  of	  irradiated	  rec-­‐8	  was	  fragments	  (0.60%)	  versus	  sister	  chromatids	  in	  un-­‐irradiated	  rec-­‐8	  diakinesis	  oocytes	  (0.36%).	  Number	  of	  worms	  used	  for	  each	  genotype	  and	  treatment	  given	  in	  brackets:	  rec-­‐8	  irradiated(35),	  coh-­‐3;coh-­‐4	  irradiated(39),	  rec-­‐8	  non-­‐irradiated(34),	  and	  coh-­‐3;coh-­‐4	  non-­‐irradiated(31).	  	  	  	   	  
~	  227	  ~	  	  
	  
~	  228	  ~	  	  
Figure	  40.	  	  DSBs	  can	  improve	  cohesion	  defects	  in	  rec-­‐8;spo-­‐11	  diakinesis	  
oocytes	  	  
A	   Diakinesis	  oocytes	  of	  rec-­‐8;spo-­‐11	  with	  different	  doses	  of	  γ-­‐IR	  showing	  a	  gradient	  in	  the	  amount	  of	  fragmentation	  correlating	  with	  dose	  of	  treatment.	  Diakinesis	  oocytes	  of	  rec-­‐8	  for	  comparison.	  
B	   Graph	  showing	  the	  average	  number	  of	  DAPI	  masses	  in	  diakinesis	  oocytes	  of	  rec-­‐8;spo-­‐11	  with	  different	  doses	  of	  γ-­‐IR	  showing	  an	  increasing	  average	  number	  of	  DAPI	  bodies	  with	  increasing	  dose	  of	  irradiation.	  	  
C	   Graph	  showing	  CellProfiler	  analysis	  of	  DAPI	  mass	  area	  in	  diakinesis	  oocytes	  of	  rec-­‐8;spo-­‐11	  treated	  with	  different	  doses	  of	  γ-­‐IR,	  showing	  that	  at	  both	  100Gy	  and	  50Gy	  the	  highest	  percentage	  frequency	  category	  was	  fragments	  (0.62%	  and	  0.45%,	  respectively),	  compared	  with	  untreated	  
rec-­‐8;spo-­‐11	  diakinesis	  oocytes	  in	  which	  the	  highest	  percentage	  frequency	  category	  sister	  chromatids	  (0.63%).	  In	  rec-­‐8;spo-­‐11	  treated	  with	  10Gy	  and	  analysed	  60hrs	  post-­‐γ-­‐IR,	  the	  highest	  percentage	  frequency	  category	  was	  univalents	  (0.38%),	  suggesting	  that	  formation	  of	  some	  chiasmata	  in	  these	  diakinesis	  oocytes	  has	  occurred.	  Number	  of	  worms	  used	  for	  each	  genotype	  and	  treatment	  given	  in	  brackets:	  rec-­‐8;spo-­‐11	  0Gy	  30hrs(30),	  rec-­‐8;spo-­‐11	  10Gy	  30hrs(32),	  rec-­‐
8;spo-­‐11	  50Gy	  30hrs(30),	  rec-­‐8;spo-­‐11	  100Gy	  30hrs(27),	  and	  rec-­‐8;spo-­‐
11	  10Gy	  60hrs(32).	  	  
D	   Examples	  of	  the	  CellProfiler	  analysis	  process:	  individual	  bodies	  are	  identified	  based	  on	  threshold	  intensities	  and	  the	  number	  and	  area	  of	  area	  body	  calculated	  per	  nucleus.	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CHAPTER	  6:	  RESULTS	  	  
THE	  ROLE	  OF	  WAPL-­‐1	  IN	  MEIOSIS	  	  
6.1	  Objectives	  Data	  from	  the	  scc-­‐2	  RNAi	  experiments	  strongly	  suggests	  that	  without	  reloading,	  cohesin	  complexes	  are	  lost	  from	  chromatin	  during	  late	  meiotic	  prophase.	  In	  the	  previous	  chapter	  I	  have	  shown	  that	  cohesiveness	  can	  be	  modulated	  by	  altering	  DSB	  formation	  and	  repair	  in	  rec-­‐8	  mutants,	  suggesting	  that	  that	  COH-­‐3/4	  complexes	  may	  require	  DSBs	  in	  order	  to	  provide	  cohesion.	  In	  addition	  to	  this,	  I	  have	  also	  shown	  that	  COH-­‐3/4	  are	  not	  sufficient	  to	  promote	  DNA	  damage	  repair.	  As	  mentioned	  in	  the	  introduction,	  Wapl	  has	  been	  implicated	  in	  promoting	  cohesin	  removal	  in	  mitosis,	  in	  what	  is	  known	  as	  the	  prophase	  I	  pathway	  (Gandhi	  et	  al.,	  2006).	  It	  has	  been	  suggested	  that	  it	  does	  so	  by	  acting	  as	  an	  antagonist	  to	  factors	  involved	  in	  maintaining	  cohesion,	  such	  as	  Pds5	  (Liu	  et	  al.,	  2013;	  Nishiyama	  et	  al.,	  2010).	  However,	  very	  little	  is	  known	  about	  the	  role	  of	  WAPL-­‐1	  in	  meiosis,	  and	  whilst	  a	  wapl-­‐1	  homologue	  has	  been	  identified	  in	  C.	  
elegans	  by	  sequence	  homology,	  its	  function	  remains	  unknown.	  However,	  generation	  of	  a	  wapl-­‐1::GFP	  strain	  in	  our	  lab	  by	  my	  colleague	  Oliver	  Crawley	  shows	  that	  WAPL-­‐1	  is	  expressed	  in	  the	  nucleoplasm	  of	  all	  nuclei	  in	  the	  germline,	  suggesting	  that	  it	  may	  play	  a	  role	  in	  meiotic	  prophase.	  In	  this	  chapter	  I	  sought	  to	  examine	  whether	  wapl-­‐1	  plays	  a	  role	  the	  meiotic	  prophase	  of	  C.	  elegans,	  and	  in	  particular	  to	  see	  whether	  it	  could	  be	  responsible	  for	  the	  cohesin	  loss	  we	  observe	  in	  the	  scc-­‐2	  RNAi	  experiments.	  In	  order	  to	  do	  this,	  I	  have	  combined	  the	  wapl-­‐1	  mutation	  with	  other	  mutations	  in	  which	  SCC	  is	  highly	  impaired,	  reasoning	  that	  these	  phenotypes	  should	  be	  ameliorated	  if	  WAPL-­‐1	  plays	  a	  role	  as	  a	  cohesion	  anti-­‐establishment/maintenance	  factor.	  	  
6.2	  Basic	  characterisation	  of	  wapl-­‐1	  mutants	  The	  tm1814	  allele	  of	  wapl-­‐1	  has	  a	  600bp	  deletion	  at	  the	  start	  of	  the	  gene	  that	  removes	  the	  ATG	  start	  codon	  and	  it	  therefore	  expected	  to	  be	  a	  null	  allele.	  wapl-­‐1	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mutants	  display	  phenotypes	  that	  are	  consistent	  with	  wapl-­‐1	  playing	  a	  role	  in	  C.	  
elegans	  development.	  Whilst	  the	  larval	  stages	  and	  very	  young	  adults	  appear	  normal	  on	  the	  plate,	  as	  the	  worms	  age	  they	  become	  increasingly	  less	  healthy.	  Older	  worms	  have	  a	  vulva	  defect,	  which	  prevents	  them	  from	  laying	  eggs	  causing	  accumulation	  of	  eggs	  and	  larval	  worms	  inside	  the	  hermaphrodites.	  They	  also	  exhibit	  slight	  morphological	  and	  locomotion	  defects,	  with	  some	  worms	  displaying	  uncoordinated	  (unc)	  and	  dumpy	  (dpy)	  phenotypes.	  This	  maybe	  because	  the	  vulva	  defect	  causes	  them	  to	  fill	  up	  with	  eggs,	  or	  it	  may	  be	  a	  genuine	  result	  of	  the	  wapl-­‐1	  mutation.	  Importantly,	  there	  is	  some	  indication	  that	  wapl-­‐1	  mutants	  may	  have	  meiotic	  defects	  based	  on	  their	  plate	  phenotype.	  They	  have	  a	  very	  small	  brood	  size	  and	  reduced	  viability,	  with	  55.6	  eggs	  laid	  compared	  with	  300	  in	  wild-­‐type	  controls,	  and	  3.9%	  embryonic	  lethality	  compared	  with	  0.5%,	  as	  well	  as	  a	  larval	  lethality	  of	  10.5%	  versus	  0%	  in	  controls.	  Brief	  DAPI	  staining	  of	  wapl-­‐1	  adult	  worms	  reveals	  that	  in	  terms	  of	  gross	  chromatin	  morphology,	  the	  germline	  appears	  normal,	  with	  a	  normal	  length	  transition	  zone,	  pachytene	  nuclei	  with	  chromatin	  forming	  thick	  organised	  tracts	  and	  diakinesis	  oocytes	  with	  6	  regular	  looking	  bivalents.	  Therefore	  the	  decrease	  in	  viability	  in	  wapl-­‐1	  worms	  does	  not	  originate	  from	  defects	  in	  CO	  formation	  and	  may	  instead	  be	  due	  to	  segregation	  errors	  occurring	  in	  either	  the	  first	  or	  second	  meiotic	  division.	  One	  noticeable	  difference	  between	  wild	  type	  and	  wapl-­‐1	  germlines	  is	  that	  they	  tend	  to	  be	  much	  shorter	  in	  length	  and	  have	  a	  very	  abrupt	  transition	  from	  late	  pachytene	  to	  diakinesis.	  In	  addition	  to	  this,	  wapl-­‐1	  germlines	  occasionally	  have	  meiotic	  progression	  defects	  whereby	  distal	  to	  the	  diakinesis	  oocytes	  there	  are	  a	  population	  of	  nuclei	  with	  characteristic	  pachytene	  morphology.	  In	  other	  organisms	  wapl-­‐1	  has	  been	  shown	  to	  affect	  gene	  expression	  and	  this	  may	  also	  be	  the	  cause	  of	  the	  phenotypes	  observed	  in	  the	  C.	  elegans	  germlines	  (Verni	  et	  al.,	  2000).	  	  
6.3	  Removal	  of	  WAPL-­‐1	  improves	  cohesin	  defects	  in	  rec-­‐
8	  mutants	  In	  the	  previous	  chapter,	  we	  saw	  that	  SCC	  is	  severely	  affected	  in	  rec-­‐8	  mutants,	  that	  in	  rec-­‐8;spo-­‐11	  double	  mutants	  SCC	  is	  abolished	  and	  that	  in	  rec-­‐8;syp-­‐2	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double	  mutants	  both	  SCC	  and	  DSB	  repair	  are	  highly	  compromised.	  This	  is	  distinct	  from	  mutant	  combinations	  containing	  coh-­‐3;coh-­‐4,	  in	  which	  cohesion	  remains	  intact,	  suggesting	  that	  REC-­‐8	  containing	  cohesin	  complexes	  are	  more	  efficient	  in	  providing	  cohesion	  and	  have	  a	  more	  crucial	  role	  in	  DSB	  repair	  than	  those	  containing	  COH-­‐3/4.	  In	  order	  to	  assess	  whether	  WAPL-­‐1	  has	  any	  role	  in	  cohesin	  removal,	  or	  acts	  as	  a	  cohesin	  anti-­‐establishment	  factor	  during	  meiotic	  prophase,	  I	  combined	  the	  tm1814	  allele	  of	  wapl-­‐1	  with	  these	  three	  SCC	  deficient	  mutants	  (rec-­‐8,	  rec-­‐8;spo-­‐11,	  rec-­‐8;syp-­‐2),	  to	  determine	  whether	  they	  show	  any	  signs	  of	  improved	  cohesion	  in	  the	  absence	  of	  WAPL-­‐1.	  	  
6.3.1	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1	  I	  began	  by	  looking	  at	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1	  triple	  mutants	  as	  its	  WAPL-­‐1	  containing	  counterpart	  (rec-­‐8;spo-­‐11)	  shows	  the	  most	  complete	  loss	  of	  SCC	  and	  because	  DSBs	  are	  not	  present	  to	  confound	  the	  analysis.	  Initial	  examination	  of	  the	  gross	  morphological	  phenotype	  of	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1	  by	  DAPI	  staining	  revealed	  a	  striking	  improvement	  in	  the	  diakinesis	  phenotype,	  with	  the	  number	  of	  DAPI	  bodies	  reducing	  from	  approximately	  24	  individual	  sister	  chromatids	  in	  
rec-­‐8;spo-­‐11	  to	  approximately	  12	  univalents	  in	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1	  (Fig.	  41D-­‐E).	  In	  addition	  to	  this,	  and	  unlike	  rec-­‐8;spo-­‐11,	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1	  has	  no	  extended	  transition	  zone	  (Fig.	  41A,	  33A	  and	  47A).	  The	  phenotype	  in	  pachytene	  is	  also	  improved	  with	  the	  chromatin	  tracts	  appearing	  more	  compact	  and	  defined	  (Fig.	  41A,	  33A	  and	  47A).	  	  Immunostaining	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1;coh-­‐3	  quadruple	  mutants	  carrying	  the	  coh-­‐
3::mCherry	  transgene	  with	  α-­‐RFP	  antibodies	  showed	  COH-­‐3	  decorating	  the	  axial	  element	  of	  nuclei	  throughout	  prophase	  I,	  in	  a	  manner	  almost	  identical	  to	  that	  seen	  in	  rec-­‐8;spo-­‐11	  double	  mutants	  (Fig.	  41A).	  In	  diakinesis	  oocytes	  COH-­‐3	  can	  be	  seen	  on	  univalents,	  however,	  it	  demonstrates	  a	  different	  pattern	  from	  REC-­‐8	  staining	  seen	  in	  coh-­‐3;coh-­‐4	  univalents.	  COH-­‐3	  covers	  the	  chromatin	  in	  a	  somewhat	  diffuse	  manner	  in	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1	  diakinesis	  oocytes,	  rather	  than	  only	  localising	  to	  the	  interface	  between	  the	  two	  sisters	  as	  REC-­‐8	  is	  presumed	  to	  do	  in	  coh-­‐3;coh-­‐4	  double	  mutant	  oocytes	  (Fig.	  41C).	  Perhaps	  in	  the	  absence	  of	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WAPL-­‐1,	  COH-­‐3/4	  are	  loaded	  precociously	  or	  not	  properly	  removed	  from	  chromosomes	  in	  diakinesis	  oocytes,	  or	  it	  is	  possible	  that	  COH-­‐3/4	  containing	  cohesin	  complexes	  bind	  to	  different	  regions	  of	  chromatin	  than	  those	  containing	  REC-­‐8.	  	  As	  shown	  in	  the	  previous	  chapter,	  in	  rec-­‐8;spo-­‐11	  double	  mutants	  SMC-­‐1	  is	  lost	  from	  chromatin	  during	  late	  pachytene/diplotene,	  rather	  displaying	  only	  nucleoplasmic	  localisation,	  unlike	  COH-­‐3	  which	  remains	  loaded	  to	  chromosomes	  throughout	  prophase	  (Fig.	  33	  and	  34).	  This	  suggests	  a	  possible	  explanation	  for	  the	  presence	  of	  individualised	  sisters	  in	  rec-­‐8;spo-­‐11	  double	  mutants.	  In	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1,	  in	  which	  the	  diakinesis	  oocytes	  have	  univalents,	  one	  would	  expect	  to	  see	  SMC-­‐1	  loaded	  to	  chromatin	  to	  provide	  the	  cohesion	  required	  to	  hold	  the	  structure	  of	  univalents	  together.	  To	  test	  this,	  whole	  mount	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1	  germlines	  were	  stained	  with	  α-­‐SMC-­‐1	  antibodies.	  From	  this	  we	  can	  see	  that	  SMC-­‐1	  is	  retained	  on	  chromosomes	  throughout	  diplotene	  and	  diakinesis	  in	  a	  pattern	  that	  seems	  identical	  to	  that	  of	  COH-­‐3,	  with	  a	  more	  dispersed	  staining	  over	  the	  DAPI	  masses	  and	  a	  loss	  of	  localisation	  to	  chromosomes	  between	  final	  and	  penultimate	  	  diakinesis	  oocytes	  (known	  as	  the	  -­‐1	  and	  -­‐2	  oocytes,	  respectively),	  as	  will	  be	  discussed	  later	  (Fig.	  42).	  This	  data	  suggests	  that	  a	  cohesin	  complex	  containing	  SMC-­‐1	  and	  COH-­‐3/4	  is	  providing	  the	  cohesion	  that	  is	  holding	  the	  univalents	  in	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1	  diakinesis	  oocytes	  together,	  and	  furthermore	  that	  it	  is	  the	  wapl-­‐1	  mutation	  that	  is	  enabling	  this	  to	  happen.	  	  
6.3.2	  rec-­‐8;wapl-­‐1	  I	  have	  shown	  that	  removing	  WAPL-­‐1	  can	  ameliorate	  the	  SCC	  defects	  seen	  in	  rec-­‐
8;spo-­‐11	  mutants.	  One	  would	  expect	  then	  that	  this	  would	  also	  improve	  the	  phenotype	  of	  rec-­‐8	  mutants.	  I	  therefore	  generated	  a	  rec-­‐8;wapl-­‐1;coh-­‐3	  triple	  mutant	  carrying	  the	  coh-­‐3::mCherry	  transgene	  in	  order	  to	  determine	  whether	  there	  is	  an	  improvement	  in	  chromatin	  morphology	  throughout	  prophase	  but	  particularly	  in	  diakinesis,	  and	  to	  assess	  COH-­‐3	  loading	  to	  chromatin.	  Whole	  mount	  staining	  of	  these	  germlines	  with	  DAPI	  and	  α-­‐RFP	  does	  show	  an	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improvement	  between	  the	  phenotype	  of	  rec-­‐8;wapl-­‐1	  (Fig.	  43,	  48A)	  compared	  with	  rec-­‐8	  (Fig.	  27),	  however	  it	  is	  less	  marked	  than	  the	  difference	  between	  rec-­‐
8;spo-­‐11	  and	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1.	  In	  rec-­‐8;wapl-­‐1	  germlines	  there	  is	  no	  extended	  transition	  zone,	  as	  is	  the	  case	  in	  rec-­‐8	  (Fig.	  43A	  and	  27A)	  and	  pachytene	  nuclei	  have	  very	  compact	  chromatin	  tracts,	  more	  so	  even	  than	  those	  of	  wild	  type	  (Fig.	  43B	  and	  27B),	  perhaps	  suggesting	  that	  wapl-­‐1	  also	  plays	  a	  role	  in	  chromosome	  compaction.	  This	  can	  be	  even	  more	  clearly	  seen	  when	  looking	  at	  the	  COH-­‐3	  expression	  pattern	  in	  pachytene	  nuclei	  in	  this	  mutant	  (Fig.	  43B)	  versus	  controls	  (Fig.	  24A).	  The	  tracks	  appear	  very	  short	  by	  comparison	  and	  perhaps	  thicker	  too.	  However,	  in	  diakinesis	  the	  situation	  is	  not	  so	  clear.	  rec-­‐8;wapl-­‐1	  diakinesis	  oocytes	  have	  only	  a	  modest	  reduction	  in	  the	  number	  of	  DAPI	  masses,	  decreasing	  from	  almost	  19	  in	  rec-­‐8	  to	  approximately	  14	  in	  rec-­‐8;wapl	  double	  mutants	  (Fig.	  43D).	  Analysis	  of	  the	  types	  of	  DAPI	  masses	  seen	  reveals	  that	  the	  percentage	  frequency	  of	  sister	  chromatids	  drops	  from	  0.43	  in	  rec-­‐8	  to	  0.23	  in	  rec-­‐8;wapl,	  whereas	  the	  percentage	  frequency	  of	  univalents	  increases	  from	  0.18	  to	  0.36.	  As	  mentioned	  in	  Section	  5.4.3.1,	  because	  the	  link	  between	  adjacent	  sister	  chromatids	  in	  the	  rec-­‐8	  bi-­‐lobed	  univalents	  is	  very	  tenuous,	  cell	  CellProfiler	  identifies	  them	  as	  two	  sisters,	  rather	  than	  as	  a	  univalent.	  Therefore	  the	  reduction	  in	  percentage	  frequency	  of	  sister	  chromatids	  and	  increase	  in	  percentage	  frequency	  of	  univalents	  in	  rec-­‐8;wapl	  indicates	  that	  the	  structure	  of	  its	  univalents	  are	  more	  rounded	  and	  less	  bi-­‐lobed	  than	  those	  of	  it’s	  rec-­‐8	  counterpart	  (Fig.	  43E).	  Since	  I	  have	  shown	  that	  rec-­‐8	  is	  required	  for	  DSB	  repair,	  it	  may	  be	  that	  the	  presence	  of	  persistent	  DSBs	  in	  rec-­‐8;wapl	  mutants	  will	  compromise	  the	  chromosome	  structure,	  despite	  the	  increased	  cohesiveness	  of	  the	  COH-­‐3/4	  cohesin	  complexes	  on	  chromosomes.	  	  
6.3.3	  rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1	  	  In	  the	  previous	  two	  sections	  we	  have	  seen	  that	  removing	  WAPL-­‐1	  in	  cohesion-­‐deficient	  mutants	  can	  improve	  their	  phenotype.	  To	  further	  test	  this,	  I	  constructed	  a	  rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1;coh-­‐3	  quadruple	  mutant	  carrying	  the	  coh-­‐
3::mCherry	  transgene	  to	  assess	  chromatin	  morphology	  and	  COH-­‐3	  loading.	  As	  mentioned,	  the	  rec-­‐8;syp-­‐2	  mutant	  has	  a	  very	  severe	  phenotype	  with	  an	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extended	  transition	  zone,	  pachytene	  nuclei	  with	  highly	  disorganised	  chromatin,	  and	  diakinesis	  oocytes	  with	  large	  numbers	  of	  small	  irregular	  DAPI	  masses	  and	  a	  high	  degree	  of	  fragmentation	  (Fig.	  35).	  Removal	  of	  WAPL-­‐1	  from	  rec-­‐8;syp-­‐2	  double	  mutants	  improves	  all	  of	  these	  phenotypes	  to	  a	  great	  degree	  (Fig	  44	  and	  47A).	  Nuclei	  in	  pachytene	  have	  short,	  dense,	  ordered	  tracts	  of	  chromatin	  and	  α-­‐RFP	  staining	  to	  show	  COH-­‐3	  loading	  highlights	  the	  extent	  of	  the	  difference.	  Whereas	  in	  rec-­‐8;syp-­‐2	  pachytene	  nuclei	  COH-­‐3	  staining	  shows	  a	  tangle	  of	  extremely	  thin	  and	  highly	  discontinuous	  tracks,	  in	  rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1	  nuclei	  COH-­‐3	  staining	  is	  highly	  ordered,	  with	  short,	  thick	  and	  more	  continuous	  tracks	  loaded	  to	  chromatin	  (Fig.	  44B).	  	  	  Whilst	  an	  improvement	  in	  the	  phenotype	  in	  pachytene	  is	  perhaps	  to	  be	  expected,	  given	  the	  previous	  data,	  the	  sheer	  degree	  of	  this	  improvement	  is	  somewhat	  surprising.	  In	  syp-­‐2	  mutants,	  in	  which	  no	  synapsis	  occurs,	  one	  can	  see	  organised	  tracts	  in	  pachytene	  nuclei,	  however	  these	  are	  much	  longer	  and	  thinner	  than	  those	  of	  wild	  type,	  as	  homologue	  pairs	  are	  not	  tightly	  juxtaposed	  to	  one	  another.	  This	  pachytene	  phenotype	  is	  more	  severe	  than	  that	  seen	  in	  rec-­‐8	  mutants.	  One	  would	  expect	  that	  any	  improvement	  in	  the	  phenotype	  of	  rec-­‐8;syp-­‐
2;wapl-­‐1	  triple	  mutants	  would	  push	  it	  to	  appear	  more	  like	  the	  syp-­‐2	  single	  mutant,	  as	  it	  would	  affect	  SCC	  and	  not	  synapsis.	  This	  is	  clearly	  not	  the	  case,	  with	  
rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1	  pachytene	  nuclei	  bearing	  far	  more	  in	  common	  with	  wild-­‐type	  chromosome	  morphology.	  A	  possible	  explanation	  for	  this	  is	  that	  COH-­‐3	  is	  capable	  of	  acting	  in	  an	  SC-­‐like	  manner	  and	  that	  without	  a	  component	  of	  the	  CE,	  and	  without	  WAPL-­‐1	  to	  counteract	  its	  loading,	  it	  provides	  precocious	  cohesion	  between	  homologues,	  as	  well	  as	  presumably	  between	  sister	  chromatids.	  Finally,	  in	  the	  diakinesis	  oocytes	  of	  rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1	  worms	  we	  see	  univalents	  rather	  than	  a	  mixture	  of	  small	  DAPI	  masses	  and	  fragments	  (Fig.	  44C-­‐E),	  likely	  demonstrating	  SCC	  improvement	  brought	  about	  by	  the	  absence	  of	  WAPL-­‐1.	  Given	  this,	  it	  is	  perhaps	  surprising	  that	  in	  rec-­‐8;wapl-­‐1	  mutant	  diakinesis	  oocytes	  there	  is	  not	  a	  greater	  improvement	  with	  respect	  to	  rec-­‐8,	  as	  DSB	  repair	  should	  also	  be	  impaired	  in	  rec-­‐8;syp-­‐2	  double	  mutants.	  It	  may	  be	  that	  loading	  COH-­‐3	  inappropriately,	  which	  may	  occur	  to	  a	  greater	  degree	  in	  the	  absence	  of	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SYP-­‐2,	  enables	  maintenance	  of	  better	  chromosome	  structure,	  perhaps	  by	  conferring	  a	  greater	  ability	  to	  repair	  DSBs	  (See	  Section	  6.6).	  	  In	  all	  three	  of	  these	  experiments	  I	  have	  assumed	  that	  removing	  WAPL-­‐1	  is	  increasing	  the	  cohesive	  properties	  of	  COH-­‐3/4	  containing	  cohesin	  complexes.	  However,	  as	  previously	  mentioned	  SCC-­‐1	  and	  COH-­‐1	  have	  both	  been	  suggested	  to	  play	  a	  role	  during	  meiotic	  prophase	  (Mito	  et	  al.,	  2003;	  Pasierbek	  et	  al.,	  2001),	  and	  so	  it	  is	  possible	  that	  WAPL-­‐1	  acts	  through	  them	  as	  well.	  In	  order	  to	  test	  this,	  I	  checked	  the	  diakinesis	  phenotype	  of	  rec-­‐8;coh-­‐3;coh-­‐4;spo-­‐11;wapl-­‐1	  quintuple	  mutants.	  If	  WAPL-­‐1	  acts	  through	  SCC-­‐1	  and	  COH-­‐1	  one	  would	  expect	  to	  see	  univalents,	  in	  a	  phenotype	  similar	  to	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1,	  however	  if	  it	  acts	  through	  COH-­‐3/4	  the	  phenotype	  should	  be	  that	  of	  individualised	  sister	  chromatids,	  as	  is	  the	  case	  in	  rec-­‐8;spo-­‐11.	  The	  latter	  scenario	  is	  observed,	  suggesting	  that	  WAPL-­‐1	  mediates	  the	  cohesiveness	  of	  COH-­‐3/4	  containing	  cohesin	  complexes.	  It	  is	  important	  to	  note	  that	  none	  of	  this	  data	  excludes	  the	  possibly	  that	  WAPL-­‐1	  could	  operate	  on	  REC-­‐8	  containing	  cohesin	  complexes	  as	  well.	  	  	  
6.4	  Removal	  of	  WAPL-­‐1	  improves	  defects	  in	  syp-­‐2	  
mutants	  The	  observations	  in	  the	  section	  above	  indicated	  that	  COH-­‐3	  might	  be	  able	  to	  load	  where	  the	  SC	  would	  normally	  be	  assembled	  in	  the	  absence	  of	  SYP-­‐2.	  If	  this	  is	  the	  case,	  then	  we	  would	  expect	  the	  phenotype	  of	  syp-­‐2;wapl-­‐1	  to	  be	  better	  than	  that	  of	  syp-­‐2	  alone.	  To	  test	  this,	  I	  built	  syp-­‐2;coh-­‐3	  double	  mutants	  and	  syp-­‐
2;wapl-­‐1;coh-­‐3;	  triple	  mutants	  	  each	  carrying	  the	  coh-­‐3::mCherry	  transgene	  and	  stained	  whole	  mounted	  germlines	  with	  DAPI	  and	  α-­‐RFP	  antibodies	  and	  counterstained	  them	  with	  α-­‐HIM-­‐3	  antibodies	  to	  visualise	  the	  AE	  of	  the	  SC.	  From	  this	  we	  can	  see	  that,	  as	  expected	  in	  the	  syp-­‐2	  single	  strain	  HIM-­‐3	  and	  COH-­‐3	  colocalize	  on	  the	  axis	  of	  unsynapsed	  homologues,	  forming	  very	  thin	  tracks	  that	  correspond	  to	  individualised	  axial	  elements	  (Fig.	  45A	  and	  45B).	  The	  difference	  between	  this	  and	  the	  syp-­‐2;wapl-­‐1	  strain	  is	  clear.	  HIM-­‐3	  and	  COH-­‐3	  also	  colocalize	  in	  these	  germlines,	  however	  the	  tracks	  themselves	  are	  much	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shorter	  and	  thicker,	  indistinguishable	  from	  wild	  type,	  suggesting	  that	  they	  represent	  two	  juxtaposed	  axial	  elements	  (Fig.	  46A-­‐B	  and	  48B).	  In	  diakinesis	  oocytes	  univalents	  are	  present	  in	  both	  syp-­‐2	  and	  syp-­‐2;wapl-­‐1	  mutants	  (Fig.	  45C,	  46C	  and	  48B).	  It	  therefore	  appears	  that	  without	  WAPL-­‐1	  to	  restrain	  it	  and	  in	  the	  absence	  of	  a	  CE	  component,	  COH-­‐3	  can	  act	  to	  apparently	  bind	  homologues	  together,	  but	  that	  this	  structure	  is	  not	  capable	  of	  promoting	  COs	  at	  least	  in	  the	  absence	  of	  CE	  components.	  	  
6.5	  WAPL-­‐1	  independent	  cohesin	  removal	  In	  the	  previous	  section	  we	  have	  seen	  data	  that	  strongly	  suggests	  that	  WAPL-­‐1	  acts	  in	  preventing	  the	  establishment	  of,	  or	  counteracting	  the	  maintenance	  of	  cohesion	  provided	  by	  complexes	  containing	  COH-­‐3	  and	  COH-­‐4.	  However,	  antibody	  staining	  from	  this	  and	  the	  previous	  chapter,	  as	  well	  as	  the	  scc-­‐2	  RNAi	  experiments,	  have	  indicated	  that	  cohesin	  complexes	  are	  lost	  or	  removed	  from	  chromatin	  during	  meiotic	  prophase.	  	  	  	  
6.5.1	  COH-­‐3/4	  loss	  at	  diakinesis	  Whilst	  analysing	  the	  SCC	  deficient	  strains	  and	  their	  wapl-­‐1	  mutant	  background	  counterparts	  discussed	  previously,	  two	  observations	  became	  apparent:	  that	  the	  phenotypes	  of	  the	  final	  and	  penultimate	  diakinesis	  oocytes	  (known	  as	  -­‐1	  and	  -­‐2,	  respectively)	  are	  not	  the	  same,	  with	  the	  -­‐1	  oocytes	  appearing	  worse,	  and	  that	  the	  levels	  of	  COH-­‐3	  decreases	  concurrently	  with	  this.	  I	  undertook	  to	  compare	  the	  -­‐1	  and	  -­‐2	  phenotypes	  using	  the	  analysis	  pipeline	  discussed	  earlier	  to	  quantify	  the	  change	  in	  the	  areas	  of	  DAPI	  stained	  bodies	  in	  diakinesis	  oocytes	  (Section	  5.4.3.1).	  Additionally,	  I	  stained	  these	  germlines	  with	  α-­‐COH-­‐3	  antibodies	  in	  order	  that	  I	  could	  compare	  the	  COH-­‐3	  loss	  in	  adjacent	  -­‐1	  and	  -­‐2	  diakinesis	  oocytes	  from	  the	  same	  germline.	  From	  the	  staining	  of	  these	  diakinesis	  oocytes	  one	  can	  see	  a	  clear	  reduction	  in	  the	  amount	  of	  COH-­‐3	  on	  chromatin	  between	  -­‐1	  and	  -­‐2	  in	  all	  strains	  (Fig.	  47).	  It	  is	  plausible	  that	  this	  loss	  of	  COH-­‐3	  in	  the	  -­‐1	  diakinesis	  oocyte	  is	  in	  preparation	  for	  the	  first	  meiotic	  division.	  In	  wild-­‐type	  worms	  COH-­‐3	  is	  lost	  from	  the	  long	  arm	  of	  bivalents	  (Fig.	  
~	  239	  ~	  	  
24D)	  and	  it	  has	  been	  suggested	  that	  all	  COH-­‐3	  is	  cleaved	  during	  MI	  enabling	  homologues	  to	  separate	  (Severson	  et	  al.,	  2009).	  In	  the	  mutants	  tested,	  where	  there	  is	  no	  bivalent	  structure	  it	  may	  be	  that	  COH-­‐3	  removal	  becomes	  dysregulated.	  This	  would	  explain	  why	  in	  rec-­‐8;spo-­‐11	  -­‐1	  diakinesis	  oocytes	  one	  clearly	  sees	  some	  sister	  chromatids	  with	  significant	  COH-­‐3	  staining	  and	  others	  with	  none	  visible	  (Fig.	  33C).	  Irrespective	  of	  this,	  the	  fact	  that	  there	  is	  a	  reduction	  in	  both	  wapl-­‐1	  positive	  and	  negative	  strains	  suggests	  that	  a	  WAPL-­‐1-­‐independent	  pathway	  removes	  COH-­‐3	  containing	  cohesin	  complexes	  before	  metaphase	  I.	  	  
6.5.2	  COH-­‐3/4	  loss	  in	  response	  to	  DSBs	  In	  the	  subsequent	  section	  I	  will	  discuss	  the	  impact	  of	  WAPL-­‐1	  on	  DSB	  repair.	  Briefly,	  the	  ability	  of	  strains,	  in	  the	  presence	  and	  absence	  of	  WAPL-­‐1,	  to	  respond	  to	  DNA	  damage	  was	  tested	  by	  analysing	  their	  diakinesis	  phenotype	  subsequent	  to	  γ-­‐IR.	  However	  during	  this	  analysis,	  in	  addition	  to	  DAPI	  staining,	  germlines	  were	  also	  stained	  with	  α-­‐RFP	  antibodies	  to	  detect	  COH-­‐3	  loading.	  When	  compared	  with	  their	  unirradiated	  equivalents	  one	  can	  observe	  a	  difference	  in	  the	  staining.	  Whereas	  in	  the	  rec-­‐8	  single	  mutant,	  rec-­‐8;wapl-­‐1,	  rec-­‐8;spo-­‐11	  double	  mutant	  and	  rec-­‐8	  spo-­‐ll;wapl-­‐1	  triple	  mutant	  unirradiated	  strains	  COH-­‐3	  forms	  clear	  continuous	  tracks,	  after	  a	  dose	  of	  100Gy	  γ-­‐IR	  these	  tracks	  become	  discontinuous,	  forming	  a	  punctate	  pattern	  (Fig.	  49).	  It	  is	  possible	  that	  this	  indicates	  COH-­‐3	  removal	  in	  response	  to	  DNA	  damage	  and	  that	  this	  removal	  is	  independent	  of	  WAPL-­‐1,	  however	  further	  investigation	  is	  required	  to	  clarify	  this	  point.	  	  
6.6	  DSB	  repair	  in	  wapl-­‐1	  mutants	  Cohesin	  has	  been	  shown	  to	  play	  an	  important	  role	  in	  the	  repair	  of	  DSBs	  in	  mitosis	  (Sjogren	  and	  Nasmyth,	  2001)	  (Strom	  et	  al.,	  2004;	  Unal	  et	  al.,	  2007)	  (McAleenan	  et	  al.,	  2013).	  The	  irradiation	  data	  in	  chapter	  5	  suggests	  that	  in	  C.	  
elegans	  REC-­‐8	  but	  not	  COH-­‐3/4	  act	  in	  the	  repair	  of	  meiotic	  DSBs.	  However,	  in	  the	  absence	  of	  WAPL-­‐1	  it	  appears	  that	  cohesin	  complexes	  containing	  COH-­‐3/4	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can	  provide	  a	  greater	  cohesive	  force.	  In	  this	  section	  I	  sought	  to	  address	  the	  hypothesis	  that	  in	  making	  COH-­‐3/4	  more	  cohesive	  by	  removing	  WAPL-­‐1,	  they	  might	  gain	  some	  function	  in	  undertaking	  DSB	  repair.	  	  	  
6.6.1	  DSBs	  in	  rec-­‐8;syp-­‐2	  versus	  rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1	  	  The	  data	  in	  the	  sections	  above	  demonstrates	  that	  in	  the	  absence	  of	  WAPL-­‐1	  the	  diakinesis	  phenotype	  of	  cohesion-­‐deficient	  mutants	  is	  improved,	  suggesting	  that	  removing	  WAPL-­‐1	  improves	  SCC.	  In	  particular	  the	  difference	  between	  rec-­‐8;syp-­‐
2	  and	  rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1	  diakinesis	  oocytes	  shows	  a	  vast	  improvement	  with	  regards	  to	  the	  number	  of	  fragments,	  which	  is	  significantly	  reduced	  in	  rec-­‐8;syp-­‐
2;wapl-­‐1	  triple	  mutants.	  This	  could	  indicate	  that	  fewer	  DSBs	  are	  made,	  or	  their	  repair	  can	  occur	  more	  efficiently,	  in	  the	  absence	  of	  WAPL-­‐1.	  	  	  	  In	  order	  to	  assess	  whether	  the	  absence	  of	  fragments	  in	  rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1	  diakinesis	  oocytes	  might	  be	  due	  to	  a	  reduction	  in	  the	  number	  of	  repaired	  DSBs,	  whole	  mount	  rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1	  germlines	  were	  immunostained	  with	  α-­‐RAD-­‐51	  antibodies	  to	  monitor	  the	  number	  of	  recombination	  intermediates,	  and	  counterstained	  with	  α-­‐SMC-­‐1	  antibodies.	  From	  this	  we	  can	  see	  that	  the	  RAD-­‐51	  foci	  appear	  much	  later	  in	  prophase	  in	  rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1	  than	  in	  rec-­‐8;syp-­‐2	  mutants	  (Fig.	  50A	  and	  36A).	  In	  addition	  to	  this	  the	  number	  of	  foci	  is	  greatly	  reduced	  in	  the	  rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1	  mutant	  (Fig.	  51),	  although	  in	  both	  mutants	  the	  foci	  persist	  until	  diplotene.	  This	  suggests	  that	  in	  the	  absence	  of	  WAPL-­‐1	  either	  fewer	  DSBs	  are	  made,	  and/or	  that	  breaks	  are	  repaired	  more	  efficiently	  and	  therefore	  do	  not	  accumulate	  to	  the	  same	  extent.	  Interestingly,	  the	  SMC-­‐1	  staining	  shows	  that	  in	  rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1	  mutants	  there	  is	  a	  delay	  in	  SMC-­‐1	  loading,	  compared	  with	  rec-­‐8;syp-­‐2,	  with	  tracks	  becoming	  visible	  in	  early	  pachytene	  and	  transition	  zone,	  respectively	  (Fig.	  50A	  and	  36A).	  This	  is	  particularly	  surprising	  as	  COH-­‐3	  is	  clearly	  expressed	  in	  transition	  zone	  nuclei	  in	  
rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1	  germlines.	  This	  indicates	  that	  COH-­‐3	  may	  not	  always	  act	  in	  a	  complex	  with	  SMC-­‐1	  and	  also	  that	  SMC-­‐1	  loading	  might	  be	  impaired	  in	  the	  absence	  of	  WAPL-­‐1.	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6.6.2	  γ-­‐IR	  We	  have	  seen	  in	  the	  previous	  chapter	  that	  irradiation	  of	  strains	  carrying	  the	  rec-­‐
8	  mutation	  causes	  high	  levels	  of	  fragmentation	  in	  diakinesis	  oocytes.	  If	  the	  removal	  of	  WAPL-­‐1	  enables	  COH-­‐3/4	  to	  take	  part	  in	  DSB	  repair,	  one	  would	  expect	  that	  rec-­‐8	  mutant	  strains	  combined	  with	  the	  wapl-­‐1	  mutation	  would	  have	  an	  improved	  diakinesis	  phenotype	  after	  irradiation	  than	  those	  with	  a	  wild	  type	  copy	  of	  wapl-­‐1.	  In	  order	  to	  test	  this,	  rec-­‐8,	  rec-­‐8;wapl-­‐1,	  rec-­‐8;spo-­‐11	  and	  rec-­‐
8;spo-­‐11;wapl-­‐1	  young	  adults	  were	  irradiated	  with	  100Gy	  of	  γ-­‐IR.	  These	  worms	  were	  dissected	  at	  30	  hours	  post	  irradiation,	  stained	  with	  DAPI	  and	  imaged	  on	  the	  DeltaVision.	  These	  images	  were	  analysed	  as	  in	  the	  previous	  chapter,	  with	  the	  z-­‐stacks	  cropped	  to	  the	  size	  of	  an	  individual	  nucleus	  and	  maximum	  intensity	  projections	  made	  using	  Fiji	  ImageJ,	  and	  these	  cropped	  images	  analysed	  with	  CellProfiler	  to	  determine	  the	  number	  and	  type	  of	  DAPI	  mass	  per	  nucleus.	  The	  DAPI	  staining	  alone	  reveals	  a	  difference	  in	  diakinesis	  phenotype	  (Fig.	  52E)	  and	  from	  the	  image	  analysis	  we	  can	  see	  that	  the	  number	  of	  DAPI	  masses	  per	  nucleus	  decreases	  in	  both	  wapl-­‐1	  mutants	  compared	  with	  their	  wapl-­‐1-­‐positive	  counterparts	  (Fig.	  52A).	  The	  more	  detailed	  analysis	  of	  DAPI-­‐mass	  type	  reveals	  that	  in	  the	  absence	  of	  WAPL-­‐1	  the	  percentage	  frequency	  of	  fragments	  lessens	  slightly,	  likely	  indicating	  that	  the	  amount	  of	  persistent	  DNA	  damage	  is	  reduced	  (Fig.	  52B-­‐D).	  For	  this	  analysis	  -­‐1	  and	  -­‐2	  diakinesis	  oocytes	  were	  grouped	  together,	  however	  I	  also	  carried	  out	  the	  analysis	  only	  comparing	  -­‐2	  oocytes,	  to	  mitigate	  any	  possible	  effect	  of	  COH-­‐3	  loss	  between	  these	  two	  stages.	  In	  this	  case	  the	  improvement	  in	  diakinesis	  phenotype	  was	  even	  greater	  than	  in	  the	  joint	  analysis,	  with	  the	  percentage	  frequency	  of	  fragments	  falling	  by	  approximately	  a	  quarter	  and	  a	  third	  between	  rec-­‐8	  and	  rec-­‐8;wapl-­‐1,	  and	  rec-­‐8;spo-­‐11	  and	  rec-­‐
8;spo-­‐11;wapl-­‐1	  respectively	  (Fig.	  53B	  and	  C).	  This	  indicates	  that	  without	  WAPL-­‐1,	  DSB	  repair	  can	  occur	  more	  efficiently,	  perhaps	  mediated	  by	  improved	  SCC	  provided	  by	  COH-­‐3/4	  cohesin	  complexes.	  	  
6.7	  Summary	  of	  results	  WAPL-­‐1	  has	  been	  shown	  to	  be	  responsible	  for	  cohesin	  removal	  in	  mitotic	  prophase	  (Nishiyama	  et	  al.,	  2010)	  and	  also	  to	  act	  a	  cohesion	  anti-­‐establishment	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factor	  (Lopez-­‐Serra	  et	  al.,	  2013).	  The	  data	  in	  this	  chapter	  also	  implicates	  WAPL-­‐1	  as	  playing	  a	  similar	  role	  in	  meiosis.	  The	  absence	  of	  WAPL-­‐1	  in	  rec-­‐8,	  rec-­‐8;spo-­‐
11	  and	  rec-­‐8;syp-­‐2	  mutants	  causes	  an	  improvement	  in	  their	  chromatin	  morphology.	  In	  wapl-­‐1	  mutant	  background	  the	  chromatin	  of	  pachytene	  nuclei	  appears	  more	  compacted,	  forming	  short	  thick	  tracts	  than	  when	  WAPL-­‐1	  is	  present.	  Furthermore,	  whilst	  these	  mutants	  display	  a	  severe	  defect	  in	  SCC	  in	  diakinesis	  oocytes,	  in	  their	  wapl-­‐1	  mutant	  equivalents	  this	  appears	  to	  be	  greatly	  ameliorated,	  with	  a	  reduction	  in	  the	  number	  of	  fragments	  and	  a	  shift	  from	  individualised	  sister	  chromatids	  to	  univalents.	  These	  two	  results	  strongly	  suggest	  that	  in	  the	  absence	  of	  WAPL-­‐1	  SCC	  is	  improved.	  As	  this	  does	  not	  occur	  when	  COH-­‐3/4	  are	  removed,	  we	  assume	  that	  WAPL-­‐1	  is	  acting	  on	  cohesin	  complexes	  containing	  these	  two	  α-­‐kleisins.	  COH-­‐3	  loading	  occurs	  in	  all	  the	  analysed	  mutants	  lacking	  rec-­‐8,	  suggesting	  that	  WAPL-­‐1	  plays	  a	  role	  in	  preventing	  cohesion	  maintenance	  of	  COH-­‐3/4	  containing	  complexes.	  This	  is	  supported	  by	  the	  observation	  that	  without	  WAPL-­‐1	  these	  strains	  appear	  to	  display	  less	  unrepaired	  DNA	  damage	  after	  irradiation,	  which	  one	  might	  expect	  following	  an	  improvement	  of	  SCC.	  It	  also	  appears	  that	  in	  the	  absence	  of	  both	  WAPL-­‐1	  and	  SYP-­‐1,	  COH-­‐3	  can	  act	  in	  a	  manner	  that	  seems	  to	  provide	  synapsis	  as	  well	  as	  cohesion	  between	  chromosomes.	  Finally,	  we	  have	  shown	  COH-­‐3	  removal	  occurs	  between	  -­‐2	  and	  -­‐1	  diakinesis	  oocytes	  and	  possibly	  in	  response	  to	  DSBs.	  This	  further	  demonstrates	  the	  complex	  regulation	  of	  cohesin	  dynamics	  in	  meiotic	  prophase.	  	  For	  a	  table	  comparing	  a	  summary	  of	  the	  phenotypes	  observed	  in	  wapl-­‐1	  rescue	  strains	  and	  those	  mutants	  analysed	  in	  the	  previous	  chapter,	  see	  Table	  6	  on	  pages	  194-­‐195.	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Figure	  41.	  Characterisation	  of	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1	  triple	  mutants	  carrying	  
coh-­‐3::mCherry	  transgene	  
	  
A	   Whole	  mount	  of	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1;coh-­‐3;coh-­‐3::mCherry	  germline	  stained	  with	  α-­‐RFP	  antibodies	  counterstained	  the	  DAPI,	  showing	  COH-­‐3::mCherry	  loaded	  to	  chromatin,	  decorating	  the	  axial	  element	  from	  transition	  zone	  onwards,	  forming	  short	  thick	  tracts.	  
B	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei	  
C	   Diakinesis	  oocyte	  from	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1	  showing	  regular	  shaped	  univalents	  (unlike	  separated	  sisters	  seen	  in	  rec-­‐8;spo-­‐11	  mutants),	  with	  COH-­‐3::mCherry	  localising	  to	  chromatin.	  
D	   Graph	  showing	  the	  average	  number	  of	  DAPI	  masses	  in	  diakinesis	  oocytes	  of	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1	  versus	  rec-­‐8;spo-­‐11	  mutants,	  showing	  a	  decrease	  in	  the	  average	  number	  of	  DAPI	  masses	  in	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1,	  indicating	  that	  in	  absence	  of	  WAPL-­‐1	  SCC	  is	  improved.	  
E	   Graph	  showing	  CellProfiler	  analysis	  of	  DAPI	  mass	  area	  in	  diakinesis	  oocytes	  of	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1	  versus	  rec-­‐8;spo-­‐11	  mutants	  a	  decrease	  in	  the	  percentage	  frequency	  of	  separated	  sister	  chromatids	  and	  an	  increase	  in	  the	  percentage	  frequency	  of	  univalents	  in	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1	  compared	  with	  rec-­‐8;spo-­‐11,	  supporting	  the	  theory	  that	  in	  absence	  of	  WAPL-­‐1	  SCC	  is	  improved.	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Figure	  42.	  Localisation	  of	  SMC-­‐1	  in	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1;coh-­‐3;coh-­‐
3::mCherry	  germlines	  
	  
A	   Whole	  mount	  of	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1;coh-­‐3;coh-­‐3::mCherry	  germline	  stained	  with	  α-­‐SMC-­‐1	  antibodies	  counterstained	  with	  DAPI,	  showing	  SMC-­‐1	  loaded	  to	  chromatin,	  decorating	  the	  axial	  element	  from	  transition	  zone	  onwards	  
B	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei	  
C	   Diplotene	  nucleus	  showing	  SMC-­‐1	  localising	  to	  all	  chromosomes.	  
D	   Diakinesis	  oocyte	  showing	  some	  chromatin-­‐associated	  SMC-­‐1.	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Figure	  43.	  Characterisation	  of	  rec-­‐8;wapl-­‐1	  double	  mutants	  carrying	  coh-­‐
3::mCherry	  transgene	  
	  
A	   Whole	  mount	  of	  rec-­‐8;	  wapl-­‐1;coh-­‐3;coh-­‐3::mCherry	  germline	  stained	  with	  α-­‐RFP	  antibodies	  counterstained	  the	  DAPI,	  showing	  COH-­‐3::mCherry	  loaded	  to	  chromatin,	  decorating	  the	  axial	  element	  from	  transition	  zone	  onwards,	  forming	  short	  thick	  tracts.	  
B	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei	  
C	   Diakinesis	  oocyte	  from	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1	  showing	  more	  regular	  shaped	  univalents	  (unlike	  the	  bi-­‐lobed	  univalents	  seen	  in	  rec-­‐8	  mutants),	  with	  COH-­‐3::mCherry	  localising	  to	  chromatin.	  
D	   Graph	  showing	  the	  average	  number	  of	  DAPI	  masses	  in	  diakinesis	  oocytes	  of	  rec-­‐8;wapl-­‐1	  versus	  rec-­‐8	  mutants,	  showing	  a	  decrease	  in	  the	  average	  number	  of	  DAPI	  masses	  in	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1,	  indicating	  that	  in	  absence	  of	  WAPL-­‐1	  SCC	  is	  improved.	  
E	   Graph	  showing	  CellProfiler	  analysis	  of	  DAPI	  mass	  area	  in	  diakinesis	  oocytes	  of	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1	  versus	  rec-­‐8;spo-­‐11	  mutants	  a	  decrease	  in	  the	  number	  of	  separated	  sister	  chromatids	  and	  an	  increase	  in	  the	  number	  of	  univalents	  in	  rec-­‐8;wapl-­‐1	  compared	  with	  rec-­‐8	  mutants,	  supporting	  the	  theory	  that	  in	  absence	  of	  WAPL-­‐1	  SCC	  is	  improved.	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Figure	  44.	  Characterisation	  of	  rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1	  triple	  mutants	  carrying	  
coh-­‐3::mCherry	  transgene	  
	  
A	   Whole	  mount	  of	  rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1;coh-­‐3;coh-­‐3::mCherry	  germline	  stained	  with	  α-­‐RFP	  antibodies	  counterstained	  the	  DAPI,	  showing	  COH-­‐3::mCherry	  loaded	  to	  chromatin,	  decorating	  the	  axial	  element	  from	  transition	  zone	  onwards,	  forming	  short	  thick	  tracts.	  
B	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei	  
C	   Diakinesis	  oocyte	  from	  rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1	  showing	  regular	  shaped	  univalents	  (unlike	  small	  irregular	  sister-­‐sized	  masses	  and	  fragmentation	  	  seen	  in	  rec-­‐8;syp-­‐2	  mutants),	  with	  COH-­‐3::mCherry	  localising	  to	  chromatin.	  
D	   Graph	  showing	  the	  average	  number	  of	  DAPI	  masses	  in	  diakinesis	  oocytes	  of	  rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1	  versus	  rec-­‐8;syp-­‐2	  mutants,	  showing	  a	  decrease	  in	  the	  average	  number	  of	  DAPI	  masses	  in	  rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1,	  indicating	  that	  in	  absence	  of	  WAPL-­‐1	  SCC	  is	  improved.	  
E	   Graph	  showing	  CellProfiler	  analysis	  of	  DAPI	  mass	  area	  in	  diakinesis	  oocytes	  of	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1	  versus	  rec-­‐8;spo-­‐11	  mutants	  a	  decrease	  in	  the	  number	  of	  fragments	  and	  separated	  sister	  chromatids,	  and	  an	  increase	  in	  the	  number	  of	  univalents	  in	  rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1	  compared	  with	  rec-­‐8;syp-­‐2	  mutants,	  supporting	  the	  theory	  that	  in	  absence	  of	  WAPL-­‐1	  SCC	  is	  improved.	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Figure	  45.	  Localisation	  of	  COH-­‐3::mCherry	  and	  HIM-­‐3	  in	  syp-­‐2;coh-­‐3;coh-­‐
3::mCherry	  germlines	  
	  
A	   Whole	  mount	  of	  syp-­‐2;coh-­‐3;coh-­‐3::mCherry	  germline	  stained	  with	  α-­‐RFP	  and	  α-­‐HIM-­‐3	  antibodies	  counterstained	  with	  DAPI,	  showing	  HIM-­‐3	  and	  	  COH-­‐3::mCherry	  colocalising,	  loaded	  to	  chromatin,	  forming	  thin	  tracks.	  
B	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei	  
C	   Diakinesis	  oocyte	  from	  syp-­‐2;coh-­‐3;coh-­‐3::mCherry	  showing	  univalents.	  	  	   	  
~	  253	  ~	  	  
~	  254	  ~	  	  
Figure	  46.	  Localisation	  of	  COH-­‐3::mCherry	  in	  syp-­‐2;wapl-­‐1;coh-­‐3;coh-­‐
3::mCherry	  germlines	  
	  
A	   Whole	  mount	  of	  syp-­‐2;wapl-­‐1;coh-­‐3;coh-­‐3::mCherry	  germline	  stained	  with	  α-­‐RFP	  and	  α-­‐HIM-­‐3	  antibodies	  counterstained	  with	  DAPI,	  showing	  HIM-­‐3	  and	  	  COH-­‐3::mCherry	  colocalising,	  loaded	  to	  chromatin,	  forming	  thick	  tracks,	  usually	  indicative	  of	  synapsis.	  
B	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei	  
C	   Diakinesis	  oocyte	  from	  syp-­‐2;coh-­‐3;coh-­‐3::mCherry	  showing	  univalents.	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Figure	  47.	  	  Removal	  of	  WAPL-­‐1	  improves	  phenotypes	  in	  SCC	  and	  SC	  
deficient	  mutants	  	  
A	   Absence	  of	  WAPL-­‐1	  results	  in	  a	  decrease	  in	  the	  number	  of	  DAPI	  bodies	  seen	  in	  diakinesis	  oocytes	  of	  the	  SCC	  deficient	  mutants:	  rec-­‐8;	  rec-­‐8;spo-­‐
11	  and	  rec-­‐8;syp-­‐2,	  as	  well	  as	  a	  greater	  degree	  of	  compaction	  of	  chromatin	  in	  pachytene	  nuclei.	  
B	   Absence	  of	  WAPL-­‐1	  results	  in	  axial	  element	  and	  COH-­‐3	  staining	  suggestive	  of	  synapsis	  in	  the	  SC	  deficient	  mutant	  syp-­‐2.	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Figure	  48.	  	  Loss	  of	  COH-­‐3::mCherry	  localisation	  between	  -­‐1	  and	  -­‐2	  
diakinesis	  oocytes	  	  
A	   -­‐1	  and	  -­‐2	  diakinesis	  oocytes	  from	  the	  same	  germline	  of	  rec-­‐8;coh-­‐3;rec-­‐
8::GFP;coh-­‐3::mCherry	  controls	  showing	  a	  loss	  in	  COH-­‐3	  staining	  between	  the	  -­‐2	  and	  -­‐1	  stages	  
B	   -­‐1	  and	  -­‐2	  diakinesis	  oocytes	  from	  the	  same	  germline	  of	  SCC	  deficient	  mutants	  rec-­‐8,	  rec-­‐8;spo-­‐11	  and	  rec-­‐8;syp-­‐2,	  showing	  a	  loss	  in	  COH-­‐3	  staining	  between	  the	  -­‐2	  and	  -­‐1	  stages,	  indicating	  that	  COH-­‐3	  has	  been	  lost	  from	  chromatin.	  
C	   -­‐1	  and	  -­‐2	  diakinesis	  oocytes	  from	  the	  same	  germline	  of	  SCC	  deficient	  mutants	  rec-­‐8,	  rec-­‐8;spo-­‐11	  and	  rec-­‐8;syp-­‐2,	  in	  the	  absence	  of	  WAPL-­‐1	  showing	  a	  loss	  in	  COH-­‐3	  staining	  between	  the	  -­‐2	  and	  -­‐1	  stages,	  indicating	  that	  COH-­‐3	  has	  been	  lost	  from	  chromatin	  and	  that	  this	  occurs	  in	  a	  WAPL-­‐1	  independent	  manner.	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Figure	  49.	  	  COH-­‐3	  loss	  in	  response	  to	  DSBs	  	  
γ-­‐IR	  and	  non-­‐irradiated	  pachytene	  nuclei	  in	  SCC	  deficient	  mutants,	  in	  the	  presence	  and	  absence	  of	  WAPL-­‐1,	  stained	  with	  α-­‐RFP	  and	  counterstained	  with	  DAPI,	  showing	  continuous	  tracks	  in	  non-­‐irradiated	  nuclei,	  but	  punctate	  staining	  in	  all	  irradiated	  nuclei,	  suggesting	  that	  COH-­‐3	  may	  be	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  removed	  in	  response	  to	  DSBs.	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Figure	  50.	  Localisation	  of	  SMC-­‐1	  and	  RAD-­‐51	  in	  rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1;coh-­‐
3;coh-­‐3::mCherry	  germlines	  
	  
A	   Whole	  mount	  of	  rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1;coh-­‐3;coh-­‐3::mCherry	  germline	  stained	  with	  α-­‐SMC-­‐1	  and	  α-­‐RAD-­‐51	  antibodies,	  counterstained	  with	  DAPI,	  showing	  SMC-­‐1	  loaded	  to	  chromatin,	  forming	  tracks	  and	  some	  accumulation	  of	  recombination	  intermediates	  in	  pachytene	  nuclei,	  indicating	  an	  impairment	  of	  DSB	  repair.	  
B	   Magnification	  showing	  mid	  pachytene	  nuclei	  
C	   Diakinesis	  oocyte	  from	  rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1	  showing	  regular	  shaped	  univalents	  (unlike	  small	  irregular	  sister-­‐sized	  masses	  and	  fragmentation	  	  seen	  in	  rec-­‐8;syp-­‐2	  mutants),	  suggesting	  that	  DSB	  repair	  is	  occurring.	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Figure	  51.	  	  Removal	  of	  WAPL-­‐1	  improves	  DSB	  repair	  in	  rec-­‐8;syp-­‐2	  
mutants	  
	  Comparison	  of	  levels	  of	  RAD-­‐51	  foci	  in	  rec-­‐8;syp-­‐2	  and	  rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1	  pachytene	  nuclei,	  revealing	  significantly	  fewer	  foci	  in	  rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1	  suggesting	  that	  DSB	  repair	  occurs	  more	  efficiently	  in	  the	  absence	  of	  WAPL-­‐1.	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Figure	  52.	  	  Removal	  of	  WAPL-­‐1	  improves	  phenotype	  in	  diakinesis	  in	  γ-­‐
irradiated	  SCC	  deficient	  mutants	  	  Diakinesis	  oocytes	  of	  the	  SCC	  deficient	  mutants	  rec-­‐8	  and	  rec-­‐8;spo-­‐11	  and	  their	  
wapl-­‐1	  deletion	  counterpart	  treated	  with	  100Gy	  γ-­‐IR	  and	  analysed	  with	  CellProfiler.	  Analysis	  was	  carried	  out	  on	  -­‐1	  and	  -­‐2	  (total)	  diakinesis	  oocytes	  and	  on	  -­‐2	  only.	  	  
A	   Graph	  showing	  the	  average	  number	  of	  DAPI	  masses	  in	  diakinesis	  oocytes	  of	  all	  irradiated	  mutants	  with	  their	  unirradiated	  controls.	  As	  expected	  the	  number	  of	  DAPI	  masses	  is	  higher	  in	  all	  mutants	  after	  irradiation.	  The	  increase	  between	  treated	  and	  untreated	  is	  greater	  in	  the	  absence	  of	  WAPL-­‐1	  and	  the	  overall	  number	  of	  DAPI	  bodies	  amongst	  the	  treated	  worms	  is	  also	  higher	  in	  the	  absence	  of	  WAPL-­‐1	  
B	   Graph	  showing	  CellProfiler	  analysis	  of	  DAPI	  mass	  area	  in	  diakinesis	  oocytes	  comparing	  rec-­‐8	  +/-­‐	  100Gy	  γ-­‐IR	  and	  rec-­‐8;wapl-­‐1	  +/-­‐	  100Gy	  γ-­‐IR.	  	  
C	   Graph	  showing	  CellProfiler	  analysis	  of	  DAPI	  mass	  area	  in	  diakinesis	  oocytes	  comparing	  rec-­‐8;spo-­‐11	  +/-­‐	  100Gy	  γ-­‐IR	  and	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1	  +/-­‐	  100Gy	  γ-­‐IR.	  
D	   Graph	  showing	  CellProfiler	  analysis	  of	  DAPI	  mass	  area	  in	  diakinesis	  oocytes	  of	  all	  treated	  and	  untreated	  SCC	  deficient	  mutants.	  
E	   DAPI	  stained	  diakinesis	  oocytes	  of	  irradiated	  rec-­‐8	  and	  rec-­‐8;spo-­‐11	  and	  there	  wapl-­‐1	  harbouring	  counterparts,	  showing	  that	  in	  the	  absence	  of	  WAPL-­‐1	  less	  chromosome	  fragmentation	  occurs,	  suggesting	  that	  the	  
wapl-­‐1	  mutation	  results	  in	  more	  efficient	  DSB	  repair.	  	  	  
~	  267	  ~	  	  
	   	  
~	  268	  ~	  	  
~	  269	  ~	  	  
	   	  
~	  270	  ~	  	  
CHAPTER	  7:	  DISCUSSION	  	  
7.1	  Summary	  of	  findings	  The	  goal	  of	  my	  PhD	  project	  was	  to	  investigate	  the	  regulation	  of	  cohesin	  dynamics	  in	  meiosis	  and	  to	  understand	  the	  roles	  of	  meiotic	  cohesin	  in	  orchestrating	  the	  events	  of	  meiotic	  prophase.	  At	  the	  outset	  of	  my	  PhD,	  previous	  work	  by	  my	  colleague	  James	  Lightfoot	  characterising	  the	  scc-­‐2(fq1)	  mutant,	  had	  demonstrated	  for	  the	  first	  time	  that	  SCC-­‐2	  is	  responsible	  for	  cohesin	  loading	  in	  meiosis.	  	  The	  localisation	  of	  SCC-­‐2	  to	  the	  axial	  element	  through	  meiotic	  prophase	  suggested	  that	  cohesin	  loading	  might	  be	  of	  importance	  at	  stages	  of	  meiosis	  other	  than	  S-­‐phase.	  To	  address	  this,	  I	  depleted	  scc-­‐2	  in	  the	  germline	  by	  RNAi.	  The	  first	  and	  most	  striking	  phenotype	  following	  scc-­‐2	  RNAi	  was	  the	  appearance	  of	  univalents	  in	  diakinesis	  oocytes.	  This	  finding,	  together	  with	  the	  axial	  element	  localization	  of	  SCC-­‐2,	  	  suggested	  that	  cohesin	  reloading	  may	  be	  required	  for	  crossover	  formation	  or	  for	  maintenance	  of	  chiasmata	  following	  crossover	  formation.	  I	  also	  saw	  that	  in	  the	  absence	  of	  SCC-­‐2,	  REC-­‐8-­‐containing	  cohesin	  complexes	  are	  lost	  from	  chromatin	  in	  late	  pachytene	  nuclei,	  while	  SMC-­‐1	  and	  SMC-­‐3	  remain,	  suggesting	  that	  cohesin	  complexes	  with	  different	  kleisins	  may	  display	  different	  dynamics.	  	  	  	  These	  data	  suggest	  that	  cohesin	  turnover	  might	  be	  happening	  in	  meiosis.	  To	  investigate	  to	  what	  extent	  this	  might	  be	  occurring,	  I	  therefore	  sought	  to	  engineer	  a	  system	  that	  would	  allow	  greater	  temporal	  control	  of	  cohesin	  expression	  than	  could	  be	  achieved	  by	  scc-­‐2	  RNAi.	  I	  attempted	  this	  ambitious	  goal	  in	  several	  ways:	  first,	  by	  placing	  the	  control	  of	  rec-­‐8::GFP	  expression	  under	  the	  3’	  UTRs	  of	  genes	  that	  are	  known	  to	  restrict	  protein	  expression	  to	  specific	  regions	  in	  the	  germline,	  second,	  by	  inducing	  rec-­‐8::GFP	  expression	  from	  a	  heat	  shock	  promoter,	  	  and	  third	  to	  induce	  scc-­‐3::GFP	  expression	  by	  injection	  of	  capped,	  poly(A)	  tailed	  mRNA	  directly	  into	  the	  germline.	  I	  could	  not	  however	  use	  these	  methods	  to	  determine	  whether	  cohesin	  turnover	  occurs	  in	  meiosis.	  A	  more	  radical	  approach	  was	  to	  attempt	  to	  pioneer	  the	  auxin-­‐mediated	  degron	  system	  in	  worms,	  the	  first	  time	  it	  would	  have	  been	  used	  in	  a	  multicellular	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organism,	  as	  well	  as	  demonstrate	  that	  the	  SNAP-­‐tag	  system	  of	  covalently	  labelling	  proteins	  is	  effective	  in	  C.	  elegans.	  	  	  I	  also	  wanted	  to	  examine	  the	  roles	  that	  cohesin	  complexes	  containing	  different	  
α-­‐kleisin	  subunits	  might	  play	  in	  meiosis.	  I	  examined	  the	  localisation	  of	  REC-­‐8	  and	  COH-­‐3	  and	  found	  them	  to	  be	  subtly	  different.	  Cytological	  analysis	  of	  the	  different	  kleisin	  mutants	  revealed	  that	  REC-­‐8	  provides	  almost	  all	  the	  SCC	  in	  meiosis	  and	  therefore	  is	  the	  main	  mediator	  of	  DSB	  repair,	  whereas	  COH-­‐3/4	  are	  more	  important	  for	  the	  assembly	  of	  the	  SC	  and	  chiasma	  formation.	  Also,	  I	  have	  presented	  data	  that	  for	  the	  first	  time	  implicates	  WAPL-­‐1	  as	  having	  a	  role	  in	  modulating	  cohesin	  in	  meiosis.	  I	  demonstrate	  that	  the	  phenotypes	  of	  SCC-­‐deficient	  mutants	  can	  be	  ameliorated	  by	  removal	  of	  WAPL-­‐1,	  which	  seems	  to	  act	  by	  counteracting	  the	  cohesion	  of	  COH-­‐3/4-­‐containing	  cohesin	  complexes,	  perhaps	  explaining	  why	  they	  appear	  to	  provide	  so	  little	  SCC.	  Finally,	  I	  have	  demonstrated	  that	  phosphorylation	  of	  REC-­‐8	  at	  key	  residues,	  presumably	  by	  AIR-­‐2,	  is	  involved	  in	  the	  regulation	  of	  chromosome	  segregation,	  likely	  by	  promoting	  its	  cleavage	  by	  separase.	  	  All	  of	  this	  paints	  a	  complex	  picture	  in	  which	  cohesin	  loading,	  establishment	  and	  disassociation	  are	  tightly	  controlled	  throughout	  meiosis	  by	  multiple	  means,	  with	  this	  in	  turn	  regulating	  key	  events	  in	  the	  life	  of	  a	  meiotic	  nuclei.	  I	  will	  discuss	  the	  implications	  of	  some	  of	  these	  findings	  below.	  	  
7.2	  Cohesin	  reloading	  during	  meiotic	  prophase	  In	  mammalian	  oogenesis,	  meiosis	  is	  initiated	  during	  foetal	  development,	  but	  is	  subsequently	  arrested	  for	  a	  prolonged	  period	  at	  the	  diplotene	  stage	  of	  the	  ﬁrst	  meiotic	  prophase.	  This	  prophase	  arrest	  is	  maintained	  until	  hormonal	  signals	  during	  the	  menstrual	  cycle	  promote	  the	  first	  meiotic	  division	  to	  take	  place	  and	  ovulation	  to	  occur	  (Maller	  and	  Krebs,	  1980;	  Zhang	  and	  Xia,	  2012).	  This	  interval	  could	  last	  for	  several	  decades	  in	  humans.	  It	  has	  been	  proposed	  that	  during	  this	  extended	  prophase	  arrest,	  oocytes	  age	  in	  a	  way	  that	  greatly	  increases	  the	  frequency	  of	  chromosome	  missegregation	  at	  both	  meiotic	  divisions	  and	  that	  this	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is	  largely	  responsible	  for	  age-­‐related	  infertility	  and	  trisomy	  (Hassold	  and	  Hunt,	  2001;	  Hassold	  et	  al.,	  2001).	  	  	  	  In	  meiosis,	  bivalents	  are	  thought	  to	  be	  held	  together	  from	  birth	  until	  ovulation	  by	  sister	  chromatid	  cohesion	  mediated	  by	  cohesin	  complexes.	  Cohesion	  is	  established	  during	  DNA	  replication	  in	  the	  embryo	  (Uhlmann	  and	  Nasmyth,	  1998),	  thus	  cohesin	  rings	  must	  persist	  on	  DNA	  and	  provide	  cohesion	  for	  an	  exceptionally	  long	  period	  of	  time.	  It	  may	  therefore	  be	  that	  the	  gradual	  loss	  of	  cohesin,	  which	  will	  eventually	  lead	  to	  the	  degradation	  of	  cohesion	  over	  time,	  leads	  to	  the	  increasing	  levels	  of	  aneuploidy	  that	  are	  seen	  with	  increasing	  maternal	  age.	  This	  idea	  has	  been	  given	  credence	  by	  the	  evidence	  that	  SMC1β-­‐deficient	  oocytes	  are	  sterile	  due	  to	  massive	  levels	  of	  aneuploidy,	  and	  that	  this	  worsens	  with	  the	  age	  of	  the	  female	  mice	  (Hodges	  et	  al.,	  2005).	  In	  addition	  to	  this,	  it	  has	  been	  demonstrated	  that	  an	  age-­‐related	  reduction	  of	  Rec8	  occurs	  in	  mice	  and	  humans	  (Chiang	  et	  al.,	  2010;	  Garcia-­‐Cruz	  et	  al.,	  2010;	  Lister	  et	  al.,	  2010).	  The	  dynamics	  of	  cohesin	  during	  meiosis	  therefore	  has	  great	  clinical	  significance.	  	  In	  mitosis,	  a	  great	  deal	  of	  work	  has	  been	  carried	  out	  to	  address	  the	  roles	  of	  cohesin	  loading.	  It	  has	  been	  demonstrated	  that	  cohesin’s	  association	  with	  chromosomes	  requires	  the	  Scc2	  protein	  along	  with	  other	  key	  factors	  (Ciosk	  et	  al.,	  2000;	  Watrin	  et	  al.,	  2006).	  	  Previous	  work	  by	  my	  colleague	  James	  Lightfoot	  studying	  an	  scc-­‐2	  null	  allele	  in	  worms	  demonstrated	  that,	  in	  meiosis	  too,	  SCC-­‐2	  was	  responsible	  for	  cohesin	  loading.	  However,	  it	  was	  not	  possible	  to	  assess	  whether	  cohesin	  reloading	  occurs	  in	  meiotic	  prophase	  by	  analysing	  the	  mutant	  alone.	  	  	  	  Whilst	  cohesin	  turnover	  in	  meiosis	  has	  been	  implicated	  as	  key	  factor	  in	  age-­‐related	  aneuploidy,	  and	  is	  therefore	  an	  area	  of	  extensive	  research,	  this	  has	  not	  yet	  been	  demonstrated.	  Indeed,	  two	  papers	  investigating	  cohesin	  turnover	  in	  mice	  have	  failed	  to	  find	  evidence	  that	  it	  occurs.	  In	  the	  first	  report,	  a	  conditional	  knockout	  mice	  in	  which	  SMC1β	  protein	  is	  produced	  only	  during	  foetal	  development	  causes	  no	  impact	  on	  fertility,	  leading	  to	  the	  suggestion	  that	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meiotic	  cohesin	  is	  sufficiently	  robust	  to	  provide	  cohesion	  throughout	  the	  life	  of	  foetal	  oocytes,	  and	  that	  little	  or	  no	  turnover	  of	  meiotic	  cohesin	  occurs	  until	  fertilization	  (Revenkova	  et	  al.,	  2010).	  In	  a	  second	  paper,	  mature	  GV	  oocytes	  of	  mice	  harbouring	  TEV-­‐cleavable	  Rec8	  were	  injected	  with	  wild-­‐type	  Rec8,	  followed	  by	  injection	  with	  TEV	  protease.	  The	  wild-­‐type	  Rec8	  did	  not	  prevent	  bivalent	  breakdown,	  indicating	  that	  Rec8	  expressed	  after	  S-­‐phase	  was	  not	  loaded	  to	  chromosomes	  or	  did	  not	  become	  cohesive	  (Tachibana-­‐Konwalski	  et	  al.,	  2010).	  However,	  in	  both	  these	  cases	  turnover	  was	  assessed	  in	  oocytes	  already	  in	  meiotic	  arrest,	  and	  as	  such	  these	  findings	  do	  not	  preclude	  a	  role	  for	  cohesin	  turnover	  in	  early	  prophase.	  Indeed,	  we	  have	  observed	  that	  SCC-­‐2	  is	  localised	  to	  the	  axial	  element	  throughout	  meiotic	  prophase,	  suggesting	  that	  cohesin	  reloading	  might	  be	  occurring	  at	  this	  stage,	  and	  data	  from	  the	  scc-­‐2	  RNAi	  experiments	  indicates	  that	  this	  does	  in	  fact	  occur	  and	  that	  this	  may	  play	  a	  role	  in	  orchestrating	  some	  key	  events	  in	  meiosis.	  	  Following	  knockdown	  of	  scc-­‐2,	  we	  see	  loss	  of	  REC-­‐8	  localisation	  to	  chromatin	  in	  late	  pachytene	  nuclei,	  indicating	  that	  in	  the	  absence	  of	  SCC-­‐2,	  REC-­‐8	  is	  lost	  or	  removed	  from	  chromosomes	  at	  this	  stage	  of	  meiosis.	  However,	  these	  germlines	  do	  not	  exhibit	  loss	  of	  SMC-­‐1	  or	  SMC-­‐3	  at	  the	  same	  stage.	  In	  order	  to	  check	  that	  the	  absence	  of	  REC-­‐8	  on	  chromatin	  of	  pachytene	  nuclei	  was	  due	  to	  loss	  or	  removal,	  I	  monitored	  SC	  assembly	  following	  scc-­‐2	  RNAi.	  As	  cohesin	  loading	  is	  required	  for	  SC	  formation	  (Colaiacovo	  et	  al.,	  2003;	  Goodyer	  et	  al.,	  2008;	  Klein	  et	  al.,	  1999;	  Martinez-­‐Perez	  and	  Villeneuve,	  2005;	  Pasierbek	  et	  al.,	  2001),	  the	  presence	  of	  SYP-­‐1	  in	  nuclei	  with	  little	  or	  no	  REC-­‐8	  demonstrates	  REC-­‐8	  is	  being	  lost	  subsequent	  to	  its	  loading	  in	  S-­‐phase.	  As	  the	  levels	  of	  REC-­‐8	  are	  constant	  throughout	  the	  germline	  in	  wild-­‐type	  worms,	  this	  indicates	  that	  de	  novo	  cohesin	  loading	  is	  occurring	  to	  counteract	  the	  REC-­‐8	  loss	  that	  we	  see	  following	  scc-­‐2	  RNAi.	  This	  is	  the	  first	  evidence	  that	  cohesin	  reloading	  might	  be	  occurring	  during	  meiotic	  prophase	  and	  if	  proved	  to	  be	  true,	  would	  constitute	  a	  major	  breakthrough	  in	  our	  understanding	  of	  the	  role	  of	  cohesin	  in	  meiotic	  prophase.	  	  	  It	  is	  notable	  that	  scc-­‐2	  RNAi	  germlines	  in	  which	  we	  see	  REC-­‐8	  loss	  also	  exhibit	  univalents	  in	  their	  diakinesis	  oocytes,	  but	  no	  obvious	  separation	  of	  sister	  
~	  274	  ~	  	  
chromatids.	  This	  observation	  could	  be	  explained	  in	  two	  ways:	  a)	  following	  scc-­‐2	  depletion	  cohesin	  levels	  drop	  to	  such	  an	  extent	  that	  chiasmata	  breakdown;	  b)	  for	  CO	  formation	  to	  occur,	  sufficiently	  high	  levels	  of	  cohesin,	  or	  cohesin	  reloading	  are	  required,	  and	  so	  following	  scc-­‐2	  RNAi	  COs	  cannot	  be	  formed.	  The	  first	  explanation	  seems	  less	  likely.	  If	  bivalents	  were	  falling	  apart	  one	  would	  expect	  this	  to	  occur	  randomly	  resulting	  in	  any	  number	  of	  DAPI	  bodies,	  from	  6	  bivalents	  to	  24	  individual	  sisters,	  in	  the	  diakinesis	  oocytes	  of	  scc-­‐2	  RNAi	  treated	  worms.	  In	  fact	  we	  do	  not	  see	  this.	  In	  scc-­‐2	  partial	  depletion	  germlines	  the	  number	  of	  bodies	  in	  diakinesis	  oocytes	  ranges	  from	  6	  to	  12	  and	  all	  the	  bodies	  are	  the	  size	  and	  shape	  of	  a	  bivalent	  or	  univalent,	  with	  none	  as	  small	  as	  a	  sister.	  Secondly	  it	  has	  been	  shown	  that	  very	  low	  levels	  of	  cohesin	  are	  required	  to	  provide	  cohesion	  in	  yeast	  (Heidinger-­‐Pauli	  et	  al.,	  2010),	  and	  as	  such	  almost	  all	  cohesin	  molecules	  would	  have	  to	  be	  lost	  in	  order	  for	  the	  chiasmata	  to	  break	  down.	  This	  suggested	  that	  the	  second	  hypothesis	  is	  true	  and	  that	  wild-­‐type	  levels	  of	  cohesin	  are	  required	  to	  promote	  CO	  formation	  or	  that	  cohesin	  reloading	  itself	  is	  required.	  	  Cohesin	  has	  been	  shown	  to	  play	  a	  key	  role	  in	  DNA	  repair	  in	  mitosis.	  In	  response	  to	  DSBs,	  cohesin	  becomes	  reloaded	  at	  break	  sites,	  forming	  expanded	  cohesin	  domains	  spanning	  50-­‐100kb,	  as	  well	  undergoing	  a	  genome-­‐wide	  enrichment	  (Kim	  et	  al.,	  2010a;	  Strom	  et	  al.,	  2004;	  Unal	  et	  al.,	  2007).	  This	  damage-­‐induced	  cohesin	  is	  loaded	  by	  Scc2	  (Unal	  et	  al.,	  2004)	  and	  becomes	  cohesive	  (Unal	  et	  al.,	  2007).	  It	  is	  thought	  that	  DSB	  repair	  is	  facilitated	  by	  cohesin	  by	  keeping	  sister	  chromatids	  in	  close	  proximity,	  which	  promotes	  the	  correct	  sequence	  to	  be	  used	  as	  a	  donor	  template	  for	  repair.	  It	  has	  been	  shown	  that	  in	  tetraploid	  yeast,	  when	  the	  levels	  of	  cohesin	  were	  reduced	  to	  that	  of	  a	  single	  copy,	  a	  significant	  increase	  in	  homologous	  chromosome	  directed	  HR,	  rather	  than	  sister	  chromosome	  recombination	  was	  detected	  (Covo	  et	  al.,	  2010).	  These	  observations	  clearly	  indicate	  that	  cohesin	  promotes	  inter-­‐sister	  repair,	  but	  during	  meiosis	  this	  must	  be	  avoided	  in	  order	  to	  favour	  the	  formation	  of	  inter-­‐homologue	  COs.	  Thus,	  could	  cohesin	  reloading	  play	  a	  role	  in	  CO	  formation	  during	  meiosis?	  One	  would	  have	  thought	  the	  reverse	  to	  be	  true,	  with	  cohesin	  reinforcement	  promoting	  inter	  sister,	  rather	  than	  inter-­‐homologue	  recombination.	  Indeed,	  in	  yeast	  it	  has	  been	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shown	  that	  Rec8	  promotes	  a	  sister	  bias	  and	  that	  axial	  element	  proteins	  Red1	  and	  Mek1	  antagonise	  this	  effect,	  making	  a	  homologue	  bias	  possible	  (Kim	  et	  al.,	  2010b).	  The	  authors	  also	  suggest	  that	  Rec8	  removal	  and	  maintenance	  is	  differentially	  regulated	  on	  either	  side	  of	  a	  DSB.	  On	  one	  side,	  the	  break-­‐end	  must	  have	  cohesion	  loosened	  to	  allow	  for	  strand	  invasion	  into	  the	  homologue,	  whilst	  at	  the	  other	  end	  cohesion	  must	  be	  maintained	  to	  ensure	  that	  it	  remains	  quiescent.	  Subsequent	  to	  this,	  the	  quiescent	  end	  must	  be	  released	  from	  its	  sister	  to	  allow	  the	  conversion	  from	  a	  single-­‐end	  invasion	  to	  a	  double	  Holliday	  junction,	  involving	  a	  second	  stage	  of	  cohesin	  loss.	  	  I	  have	  seen	  that	  REC-­‐8	  is	  lost	  from	  chromatin	  in	  late	  pachytene	  nuclei	  subsequent	  to	  scc-­‐2	  RNAi.	  I	  sought	  to	  address	  whether	  this	  loss	  was	  in	  response	  to	  DSBs	  or	  for	  the	  resolution	  of	  intermediates	  downstream	  in	  the	  CO	  repair	  pathway.	  This	  is	  an	  appealing	  hypothesis	  as	  visualisation	  of	  REC-­‐8	  on	  chiasmata	  reveals	  an	  absence	  of	  proteins	  at	  the	  CO	  site.	  In	  addition,	  in	  silver	  stained	  locust	  chromosomes	  one	  can	  clearly	  see	  separation	  of	  sister	  axes	  at	  the	  points	  of	  DNA	  exchange	  (Jones	  and	  Franklin,	  2006),	  suggesting	  a	  weakening	  of	  cohesion,	  possibly	  resulting	  from	  cohesin	  loss.	  Furthermore,	  in	  mitotically	  dividing	  yeast,	  DSBs	  promote	  dissociation	  of	  S-­‐phase-­‐loaded	  cohesin,	  and	  this	  is	  required	  for	  the	  effective	  resection	  of	  breaks,	  which	  in	  turn	  is	  need	  for	  DNA	  repair	  by	  homologous	  recombination	  (McAleenan	  et	  al.,	  2013).	  Finally,	  as	  previously	  mentioned,	  cohesin	  loss	  has	  been	  implicated	  in	  SEI	  and	  dHJ	  formation	  in	  yeast	  meiosis	  (Kim	  et	  al.,	  2010b).	  However,	  carrying	  out	  scc-­‐2	  RNAi	  on	  spo-­‐11	  mutants	  reveals	  that	  DSBs	  are	  not	  the	  primary	  trigger	  for	  REC-­‐8	  loss.	  It	  is	  possible	  that	  the	  rate	  of	  REC-­‐8-­‐cohesin	  turnover	  is	  higher	  in	  late	  pachytene	  to	  facilitate	  crossing	  over,	  but	  that	  this	  is	  regulated	  by	  some	  other	  means.	  Indeed,	  Kim	  et	  al.	  have	  suggested	  that	  Rec8	  might	  respond	  to	  global	  regulatory	  signals	  derived	  from	  the	  cell	  cycle,	  licensing	  major	  transitions	  nucleus-­‐wide	  and	  thereby	  link	  recombination	  progression	  to	  overall	  cell	  status	  to	  periodically	  reinforce	  nucleus-­‐wide	  synchrony	  (Kim	  et	  al.,	  2010b),	  and	  perhaps	  it	  is	  this	  phenomenon	  that	  we	  are	  observing.	  Finally,	  our	  data	  does	  not	  preclude	  REC-­‐8	  removal	  in	  response	  to	  DSBs,	  as	  it	  may	  occur	  only	  immediately	  around	  CO	  sites	  and	  therefore	  at	  levels	  lower	  than	  can	  be	  detected	  	  by	  immunofluorescence.	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  It	  is	  clear	  that	  cohesin	  is	  required	  for	  CO	  formation.	  Rec8	  mutants	  in	  yeast,	  mouse	  and	  C.	  elegans	  fail	  to	  make	  crossovers	  (Klein	  et	  al.,	  1999;	  Llano	  et	  al.,	  2012;	  Pasierbek	  et	  al.,	  2001),	  and	  as	  with	  the	  scc-­‐2	  RNAi	  data	  presented	  here,	  this	  cannot	  be	  explained	  by	  failure	  to	  form	  DSBs.	  What	  role	  could	  cohesin	  be	  playing	  in	  the	  promotion	  of	  CO	  formation?	  As	  discussed	  above,	  it	  has	  been	  suggested	  that	  one	  end	  of	  meiotic	  DSBs	  must	  remain	  quiescent	  (Kim	  et	  al.,	  2010b),	  so	  perhaps	  cohesin	  reloading	  is	  required	  at	  this	  stage.	  Meiotic	  chromosomes	  exist	  in	  the	  context	  of	  an	  axis	  with	  DNA	  forming	  co-­‐oriented	  linear	  arrays	  (Fig.	  53A)	  (Blat	  et	  al.,	  2002).	  At	  the	  base	  of	  these	  loops	  are	  AT-­‐rich	  axis	  association	  sites	  and	  it	  is	  here	  that	  cohesin	  has	  been	  suggested	  to	  bind	  (Kleckner,	  2006).	  DSBs	  are	  thought	  to	  occur	  in	  the	  DNA	  loops	  and	  are	  brought	  into	  the	  axis	  where	  they	  bind	  to	  recombinosomes	  as	  part	  of	  tethered-­‐loop	  axis	  complexes	  (Fig.	  53B)	  (Blat	  et	  al.,	  2002).	  In	  this	  model	  cohesin	  molecules	  are	  not	  close	  to	  the	  DSB	  site,	  so	  perhaps	  some	  degree	  of	  cohesion	  reinforcement	  would	  be	  required	  to	  maintain	  the	  quiescent	  end.	  However,	  it	  is	  difficult	  to	  imagine	  how	  in	  the	  absence	  of	  an	  “ends-­‐apart”	  configuration	  at	  the	  break	  site,	  CO	  formation	  would	  be	  completely	  abolished.	  	  	  I	  would	  like	  to	  propose	  a	  model	  in	  which	  cohesin	  plays	  a	  role	  at	  the	  late	  stages	  of	  CO	  formation	  by	  ensuring	  that	  dHJs	  are	  correctly	  repaired.	  One	  mechanism	  by	  which	  dHjs	  are	  resolved	  involves	  convergent	  branch	  migration,	  mediated	  by	  BLM/TOPOIIIα	  complexes,	  which	  promote	  topological	  decatenation	  of	  dHJ	  structures,	  thereby	  causing	  dissolution	  of	  dHJs	  without	  crossover	  formation	  (Wu	  and	  Hickson,	  2003).	  Cohesin	  could	  be	  required	  to	  stabilise	  dHJs	  to	  ensure	  that	  they	  can	  be	  processed	  to	  form	  COs	  or	  NCO	  events.	  Perhaps	  cohesin	  is	  loaded	  onto	  the	  double	  stranded	  inter-­‐homologue	  DNA	  molecules	  that	  are	  formed	  in	  dHJs	  to	  act	  as	  a	  spacer,	  preventing	  convergent	  branch	  migration,	  thus	  enabling	  dHJ	  resolvases	  to	  cleave	  DNA	  in	  a	  manner	  that	  can	  lead	  to	  CO	  events.	  This	  would	  cast	  cohesin’s	  function	  in	  CO	  formation	  as	  mediating	  inter	  chromosomal	  interactions	  in	  a	  manner	  similar	  to	  its	  role	  in	  regulating	  gene	  expression	  (Degner	  et	  al.,	  2009;	  Hadjur	  et	  al.,	  2009).	  If	  this	  hypothesis	  were	  true,	  one	  would	  expect	  rec-­‐8	  mutants	  to	  have	  elevated	  numbers	  of	  gene	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conversion	  events,	  which	  would	  arise	  by	  the	  BLM/TOPOIIIα-­‐dependent	  dissolution	  of	  dHJs	  (Fig.	  53C).	  	  Another	  possibility	  would	  be	  to	  cross	  rec-­‐8	  to	  the	  background	  of	  the	  C.	  elegans	  Blm	  orthologue,	  him-­‐6,	  and	  assess	  whether	  COs	  are	  able	  to	  form.	  In	  either	  case,	  clarifying	  the	  molecular	  role	  of	  cohesin	  in	  inter-­‐homologue	  CO	  formation	  is	  an	  interesting	  area	  for	  further	  research.	  	  
7.2.1	  Developing	  tools	  to	  visualize	  cohesin	  reloading	  
during	  meiotic	  prophase	  As	  previously	  mentioned,	  there	  are	  limitations	  to	  the	  conclusions	  that	  can	  be	  drawn	  from	  the	  scc-­‐2	  RNAi	  experiments	  described	  in	  this	  thesis.	  The	  phenotypes	  seen	  in	  these	  experiments	  are	  transgenerational,	  making	  it	  impossible	  to	  unequivocally	  say	  what	  the	  cohesin	  status	  of	  a	  nucleus	  was	  in	  the	  past.	  In	  order	  to	  strengthen	  the	  analysis	  presented	  above,	  I	  sought	  to	  develop	  a	  system	  that	  provides	  greater	  temporal	  resolution.	  This	  new	  experimental	  procedure	  would	  ideally	  be	  shorter	  in	  time	  than	  the	  events	  of	  meiotic	  prophase.	  RNAi	  can	  be	  used	  to	  more	  swiftly	  knockdown	  gene	  expression	  when	  injected	  directly	  into	  the	  germline.	  My	  attempts	  to	  carry	  out	  RNAi	  by	  this	  means	  revealed	  a	  pattern	  of	  REC-­‐8	  staining	  similar	  to	  that	  seen	  the	  in	  the	  partial	  knockdown	  by	  scc-­‐2	  RNAi	  by	  feeding,	  24	  hours	  after	  injecting.	  As	  nuclei	  take	  about	  35-­‐40	  hours	  to	  move	  from	  transition	  zone	  to	  late	  pachytene	  (Jaramillo-­‐Lambert	  et	  al.,	  2007),	  the	  presence	  of	  late	  pachytene	  nuclei	  with	  reduced	  levels	  of	  REC-­‐8	  staining	  is	  consistent	  with	  the	  conclusion	  that	  REC-­‐8	  is	  lost	  from	  chromatin	  subsequent	  to	  loading	  at	  S-­‐phase,	  and	  supports	  the	  hypothesis	  that	  SCC-­‐2-­‐dependent	  reloading	  of	  cohesin	  occurs	  during	  pachytene.	  Interestingly,	  diakinesis	  oocytes	  of	  these	  germlines	  had	  6	  bivalents,	  suggesting	  that	  at	  the	  time	  of	  scc-­‐2	  depletion	  chiasmata	  had	  been	  successfully	  formed	  and	  remained	  intact	  throughout	  the	  scc-­‐2	  knockdown.	  This	  also	  counters	  the	  interpretation	  that	  chiasmata	  fall	  apart	  due	  to	  the	  loss	  of	  REC-­‐8	  and	  supports	  the	  idea	  that	  it	  is	  impairment	  of	  CO	  formation	  that	  results	  in	  presence	  of	  univalents	  in	  the	  scc-­‐2	  RNAi	  feeding	  experiments.	  However,	  we	  have	  seen	  that	  the	  SCC-­‐2	  protein	  is	  exceptionally	  stable,	  both	  from	  the	  RNAi	  by	  feeding	  experiments,	  and	  also	  from	  the	  fact	  that	  scc-­‐2	  null	  worms	  develop	  to	  adulthood,	  presumably	  surviving	  on	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scc-­‐2	  mRNA	  or	  protein	  inherited	  from	  their	  heterozygous	  mothers.	  Therefore,	  it	  is	  possible	  that	  an	  amount	  of	  SCC-­‐2	  protein	  remained	  in	  the	  oocytes	  of	  scc-­‐2	  RNAi	  injected	  worms	  and	  that	  this	  was	  sufficient	  to	  prevent	  these	  bivalents	  from	  breaking	  apart.	  	  Carrying	  out	  scc-­‐2	  RNAi	  by	  injection	  is	  technically	  very	  challenging,	  with	  a	  large	  proportion	  of	  injected	  worms	  dying	  before	  any	  analysis	  can	  take	  place.	  I	  therefore,	  sought	  to	  create	  a	  situation	  analogous	  to	  the	  RNAi	  depletion	  by	  genetic	  means,	  to	  eliminate	  the	  variation	  that	  cannot	  be	  controlled	  for,	  which	  derive	  from	  the	  different	  rates	  of	  knockdown	  in	  individual	  worms	  following	  RNAi	  even	  by	  injection.	  To	  this	  end,	  I	  created	  a	  transgenic	  line	  in	  which	  rec-­‐
8::GFP	  was	  placed	  under	  the	  control	  of	  the	  fbf-­‐2	  3’	  UTR,	  which	  restricts	  expression	  to	  the	  mitotic	  tip	  and	  early	  stages	  of	  meiotic	  prophase.	  The	  hope	  was	  that	  this	  would	  cause	  a	  similar	  outcome	  to	  the	  RNAi	  experiments	  in	  which	  REC-­‐8	  is	  lost	  from	  late	  pachytene.	  Unfortunately,	  analysis	  of	  rec-­‐8;rec-­‐8::GFP	  fbf-­‐2	  3’	  UTR	  worms	  revealed	  no	  decrease	  in	  REC-­‐8::GFP	  localisation	  at	  the	  later	  stages	  of	  meiosis	  and	  consequently	  had	  no	  effect	  on	  CO	  formation.	  It	  may	  be	  that	  the	  
fbf-­‐2	  3’	  UTR	  does	  not	  adequately	  restrict	  REC-­‐8::GFP	  expression,	  or	  that	  removed	  molecules	  of	  REC-­‐8-­‐cohesin	  can	  themselves	  be	  reloaded	  onto	  chromatin.	  	  I	  therefore	  undertook	  to	  develop	  a	  number	  of	  novel	  techniques	  that	  I	  might	  use	  to	  assess	  whether	  cohesin	  turnover	  occurs	  during	  meiotic	  prophase.	  I	  will	  discuss	  these	  in	  a	  later	  section	  of	  the	  discussion.	  I	  would	  however,	  like	  to	  briefly	  mention	  some	  preliminary	  data	  from	  my	  colleague	  Oliver	  Crawley	  that	  I	  have	  not	  referred	  to	  earlier	  in	  this	  thesis.	  In	  order	  to	  monitor	  cohesin	  localisation,	  I	  generated	  three	  transgenic	  lines	  in	  which	  cohesin	  subunits	  were	  tagged	  with	  a	  fluorescent	  protein:	  rec-­‐8;rec-­‐8::GFP,	  coh-­‐3;coh-­‐3::mCherry	  and	  scc-­‐3;scc-­‐3::GFP,	  in	  all	  of	  which	  the	  tagged	  proteins	  are	  functional.	  This	  provides	  the	  possibility	  of	  carrying	  out	  FRAP	  experiments	  in	  the	  C.	  elegans	  germlines,	  something	  which	  has	  not	  been	  attempted	  before,	  to	  my	  knowledge.	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Pilot	  FRAP	  experiments	  show	  that	  COH-­‐3::mCherry	  recovers	  its	  axial	  element	  localisation	  only	  a	  few	  seconds	  after	  photobleaching,	  SCC-­‐3::GFP	  also	  recovers	  but	  takes	  slightly	  longer	  to	  do	  so,	  and	  REC-­‐8::GFP	  recovers	  with	  slower	  kinetics	  still.	  This	  suggests	  that	  REC-­‐8	  turnover	  is	  occurring	  during	  meiotic	  prophase	  but	  that	  the	  rate	  of	  turnover	  is	  not	  as	  rapid	  as	  that	  of	  COH-­‐3.	  Unfortunately,	  at	  the	  time	  of	  carrying	  out	  the	  scc-­‐2	  RNAi	  experiments	  it	  was	  not	  possible	  to	  assess	  COH-­‐3/4	  levels.	  This	  makes	  repetition	  of	  the	  scc-­‐2	  RNAi	  experiments	  in	  the	  rec-­‐
8;coh-­‐3;rec-­‐8::GFP;coh-­‐3::mCherry	  a	  key	  experiment,	  as	  one	  would	  expect	  to	  see	  COH-­‐3	  loss	  occurring	  more	  rapidly	  than	  that	  of	  REC-­‐8.	  These	  observations	  also	  provide	  another	  explanation	  for	  the	  presence	  of	  univalents	  following	  scc-­‐2	  RNAi:	  that	  COH-­‐3/4	  cohesin	  complexes	  are	  rapidly	  lost	  when	  SCC-­‐2	  is	  depleted,	  resulting	  in	  an	  effective	  phenocopy	  of	  the	  coh-­‐3;coh-­‐4	  double	  mutant	  in	  which	  CO	  formation	  is	  impaired	  while	  sister	  chromatids	  remain	  attached.	  As	  SMC-­‐1	  and	  SMC-­‐3	  are	  retained	  on	  chromatin	  in	  late	  pachytene	  following	  scc-­‐2	  RNAi	  partial	  depletion,	  this	  raises	  the	  possibility	  that	  these	  remaining	  SMC-­‐1/3	  molecules	  are	  in	  complexes	  with	  either	  COH-­‐1	  or	  SCC-­‐1	  following	  scc-­‐2	  RNAi.	  Another	  possibility	  is	  that	  they	  are	  retained	  on	  chromatin	  but	  not	  in	  the	  form	  of	  the	  canonical	  cohesin	  complex.	  The	  idea	  that	  cohesin	  subunits	  may	  sometimes	  act	  independently	  from	  one	  another	  is	  supported	  by	  the	  fact	  that	  in	  coh-­‐3;coh-­‐4	  double	  mutants	  REC-­‐8	  can	  be	  seen	  localising	  to	  chromatin	  throughout	  prophase,	  and	  that	  COH-­‐3	  can	  be	  seen	  to	  localise	  to	  the	  individual	  sisters	  in	  rec-­‐
8;spo-­‐11	  diakinesis	  oocytes,	  but	  in	  both	  of	  these	  cases	  SMC-­‐1	  appears	  to	  be	  absent.	  These	  observations	  suggest	  that	  perhaps	  cohesin	  subunits	  can	  interact	  with	  DNA	  but	  not	  as	  part	  of	  the	  cohesin	  ring.	  	  	  
7.3	  Cohesin	  removal	  in	  meiosis	  
7.3.1	  Phosphorylation	  of	  REC-­‐8	  by	  AIR-­‐2	  The	  maintenance	  and	  timely	  release	  of	  SCC	  is	  crucial	  for	  proper	  chromosome	  segregation	  in	  meiosis.	  One	  of	  the	  key	  features	  that	  differentiates	  meiosis	  from	  mitosis	  is	  that	  in	  meiosis	  cohesin	  is	  disassociated	  from	  chromosomes	  in	  two	  steps:	  firstly	  allowing	  homologue	  segregation	  at	  meiosis	  I,	  and	  then	  sister	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chromatid	  segregation	  in	  meiosis	  II.	  This	  has	  been	  shown	  to	  be	  mediated	  by	  cleavage	  of	  Rec8	  by	  separase	  (Buonomo	  et	  al.,	  2000).	  In	  yeast,	  mutation	  of	  two	  separase	  sites	  renders	  Rec8	  non-­‐cleavable	  (Buonomo	  et	  al.,	  2000;	  Kitajima	  et	  al.,	  2003).	  In	  mouse,	  separase	  cleaves	  Rec8	  at	  three	  positions	  in	  vitro	  and	  mutation	  of	  these	  three	  residues	  has	  been	  shown	  to	  prevent	  the	  production	  of	  haploid	  spermatids	  and	  to	  delay	  chiasma	  resolution	  in	  oocytes	  (Kudo	  et	  al.,	  2009).	  In	  C.	  
elegans,	  REC-­‐8	  has	  14	  possible	  separase	  cleavage	  sites,	  three	  of	  which	  are	  adjacent	  or	  overlapping	  with	  putative	  AIR-­‐2	  phosphorylation	  sites.	  Mutating	  these	  three	  residues	  to	  abolish	  the	  separase	  sites	  does	  not	  have	  any	  affect	  on	  chromosome	  segregation,	  however	  it	  has	  been	  shown	  in	  vitro	  that	  mouse	  Rec8	  is	  cleaved	  at	  secondary	  separase	  sites	  when	  its	  primary	  sites	  are	  mutated	  (Kudo	  et	  al.,	  2009),	  and	  this	  may	  be	  happening	  in	  this	  mutant.	  It	  was	  not	  possible	  to	  generate	  a	  transgenic	  worm	  strain	  in	  which	  five	  separase	  sites	  were	  mutated	  at	  residues	  364,	  400,	  570,	  631	  and	  666.	  This	  may	  be	  indicative	  of	  these	  sites	  being	  essential	  for	  cleavage	  of	  REC-­‐8	  and	  therefore	  having	  a	  dominant	  effect,	  blocking	  chiasma	  resolution	  at	  metaphase	  I	  and/or	  II,	  thereby	  making	  the	  transgenic	  worms	  carrying	  this	  mutant	  form	  of	  REC-­‐8	  sterile.	  	  The	  cleavage	  of	  Rec8	  by	  separase	  has	  been	  shown	  to	  be	  mediated	  by	  its	  phosphorylation.	  In	  yeast,	  this	  phosphorylation	  is	  carried	  out	  by	  the	  CK1	  and	  Cdc7	  kinases	  (Ishiguro	  et	  al.,	  2010;	  Katis	  et	  al.,	  2010;	  Rumpf	  et	  al.,	  2010).	  It	  is	  less	  clear	  in	  other	  organisms	  which	  kinase	  is	  responsible	  for	  the	  phosphorylation	  of	  Rec8.	  In	  yeast,	  mitotic	  dissociation	  of	  cohesin	  is	  dependent	  on	  the	  activity	  polo-­‐like	  kinase	  (Plk1)	  (Alexandru	  et	  al.,	  2001;	  Diaz-­‐Martinez	  et	  al.,	  2007;	  Losada	  et	  al.,	  2002;	  Sumara	  et	  al.,	  2002)	  In	  C.	  elegans,	  the	  Aurora	  B	  homologue	  AIR-­‐2	  is	  thought	  to	  function	  similarly	  to	  CK1,	  since	  depletion	  of	  AIR-­‐2	  by	  RNAi	  has	  been	  shown	  to	  prevent	  chromosome	  separation	  at	  both	  anaphase	  I	  and	  II,	  and	  AIR-­‐2	  has	  the	  capacity	  to	  phosphorylate	  REC-­‐8	  at	  a	  major	  amino	  acid	  in	  vitro	  (Rogers	  et	  al.,	  2002).	  This	  has	  lead	  to	  the	  hypothesis	  that	  phosphorylation	  of	  REC-­‐8	  by	  AIR-­‐2	  is	  responsible	  for	  rendering	  REC-­‐8	  cleavable	  by	  separase	  in	  worms.	  This	  leads	  to	  the	  prediction	  that	  mutation	  of	  key	  residues	  within	  the	  putative	  AIR-­‐2	  sites	  of	  REC-­‐8	  to	  a	  non-­‐phosphorylatable	  amino	  acid	  should	  render	  the	  protein	  uncleavable.	  Creation	  of	  a	  transgenic	  strain	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expressing	  a	  mutant	  form	  of	  REC-­‐8	  with	  three	  mutated	  residues	  in	  putative	  AIR-­‐2	  sites	  adjacent	  to	  predicted	  separase	  sites,	  had	  no	  effect	  on	  chromosome	  segregation.	  However	  in	  yeast,	  mutation	  of	  the	  12	  phosphorylation	  sites	  of	  Rec8	  identified	  by	  mass	  spectroscopy	  had	  no	  effect	  on	  chromosome	  segregation,	  since,	  in	  a	  manner	  similar	  to	  mutation	  of	  Rec8’s	  separase	  sites,	  mutation	  of	  the	  primary	  CK1	  sites	  in	  Rec8	  results	  in	  the	  phosphorylation	  of	  secondary	  sites	  (Katis	  et	  al.,	  2010).	  Therefore,	  it	  may	  be	  that	  these	  sites	  are	  responsible	  for	  REC-­‐8	  cleavage	  but	  that	  their	  mutation	  prompts	  the	  use	  of	  other	  sites.	  	  	  	  If	  these	  putative	  AIR-­‐2	  sites	  are	  involved	  in	  REC-­‐8	  cleavage,	  one	  would	  predict	  that	  mutating	  key	  residues	  to	  phosphomimetic	  residues	  would	  lead	  to	  premature	  release	  of	  SCC	  and	  therefore	  affect	  chromosomes	  segregation.	  I	  have	  seen	  that	  worms	  expressing	  a	  REC-­‐8	  mutant	  protein	  that	  mimics	  constitutive	  phosphorylation	  of	  the	  three	  AIR-­‐2	  sites	  show	  a	  great	  increase	  in	  embryonic	  lethality	  and	  a	  higher	  incidence	  of	  males,	  indicating	  chromosome	  mis-­‐segregation.	  As	  no	  obvious	  defects	  in	  meiotic	  prophase	  could	  be	  observed	  in	  these	  mutants,	  we	  conclude	  that	  the	  segregation	  defects	  originate	  from	  errors	  derived	  in	  MI	  or	  MII.	  This	  strongly	  suggests	  that	  REC-­‐8	  phosphorylation	  promotes	  its	  cleavage	  by	  separase	  and	  subsequent	  cohesin	  disassociation,	  in	  support	  of	  the	  previous	  evidence.	  Worms	  harbouring	  both	  the	  hyperphosphorylated	  REC-­‐8::GFP	  and	  a	  mutation	  in	  coh-­‐3	  have	  even	  lower	  viability,	  supporting	  the	  idea	  that	  COH-­‐3/4	  must	  also	  disassociate	  from	  chromosomes	  at	  MI	  or	  MII.	  To	  test	  at	  precisely	  which	  stage	  these	  segregation	  defects	  stem	  from	  I	  will	  carry	  out	  live	  imaging	  of	  the	  meiotic	  divisions	  using	  a	  H2B::mCherry	  marker.	  	  
7.3.2	  Role	  of	  WAPL-­‐1	  during	  meiotic	  prophase	  In	  mitosis,	  the	  majority	  of	  cohesin	  is	  lost	  before	  the	  metaphase	  to	  anaphase	  transition	  in	  the	  prophase	  pathway,	  with	  only	  a	  small,	  but	  essential,	  complement	  of	  cohesin	  being	  retained	  at	  the	  centromeres.	  A	  key	  player	  in	  this	  separase-­‐independent	  cohesin	  removal	  pathway	  is	  Wapl,	  which	  depletion	  in	  mammalian	  cells	  causes	  most	  cohesin	  to	  remain	  on	  chromosome	  arms	  (Gandhi	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et	  al.,	  2006;	  Kueng	  et	  al.,	  2006;	  Rowland	  et	  al.,	  2009).	  	  A	  recent	  study	  in	  S.	  
cerevisiae,	  has	  demonstrated	  that	  Wapl	  is	  the	  only	  factor	  preventing	  G2-­‐expressed	  cohesin	  from	  establishing	  SCC,	  showing	  that	  it’s	  role	  is	  not	  restricted	  to	  anti-­‐establishment	  activity	  during	  DNA	  replication,	  but	  extends	  to	  cohesion	  maintenance	  outside	  of	  S	  phase	  (Lopez-­‐Serra	  et	  al.,	  2013).	  In	  mammalian	  cells,	  two	  other	  proteins	  that	  show	  complex	  interactions	  with	  Wapl,	  Pds5	  and	  Sororin,	  have	  been	  shown	  to	  modify	  the	  association	  of	  cohesion	  with	  chromatin	  after	  S-­‐phase.	  Phosphorylation	  of	  sororin	  by	  the	  mitotic	  kinase	  CDK1	  triggers	  Wapl-­‐dependent	  removal	  of	  cohesin,	  by	  disrupting	  the	  interaction	  of	  Sororin	  and	  Pds5,	  allowing	  Wapl	  to	  bind	  to	  Pds5	  and	  causing	  cohesin	  disassociation	  from	  chromosome	  arms	  (Nishiyama	  et	  al.,	  2010).	  It	  is	  unknown	  whether	  Wapl	  is	  responsible	  for	  any	  cohesin	  removal	  in	  meiosis.	  In	  yeast,	  it	  has	  been	  shown	  that	  spore	  viability	  is	  not	  compromised	  by	  lack	  of	  Wapl	  indicating	  that	  Wapl’s	  function	  in	  meiosis	  is	  not	  essential	  for	  chromosome	  segregation	  (Lopez-­‐Serra	  et	  al.,	  2013),	  though	  it	  may	  have	  a	  role	  in	  other	  aspects	  of	  chromosome	  behaviour.	  In	  mouse	  oocytes	  Wapl	  has	  been	  shown	  to	  co-­‐localise	  with	  the	  SC	  in	  pachytene	  nuclei,	  suggesting	  that	  it	  may	  play	  a	  role	  in	  meiotic	  prophase	  (Zhang	  et	  al.,	  2008a).	  	  	  The	  data	  presented	  in	  this	  thesis	  represents	  the	  only	  evidence	  so	  far	  of	  a	  WAPL-­‐1-­‐mediated	  pathway	  regulating	  cohesin	  establishment	  and	  maintenance	  in	  meiosis.	  I	  have	  shown	  that	  in	  SCC	  deficient	  mutants	  cohesion	  is	  markedly	  improved	  after	  removal	  of	  WAPL-­‐1.	  More	  specifically,	  I	  have	  demonstrated	  that	  WAPL-­‐1	  plays	  a	  role	  in	  preventing	  cohesion	  maintenance	  of	  COH-­‐3/4-­‐containing	  complexes.	  Interestingly	  in	  the	  absence	  of	  both	  WAPL-­‐1	  and	  the	  SC	  component	  SYP-­‐1,	  COH-­‐3	  can	  act	  in	  a	  manner	  that	  seems	  to	  provide	  synapsis	  as	  well	  as	  cohesion	  between	  chromosomes.	  It	  is	  important	  to	  note	  that	  none	  of	  this	  data	  excludes	  the	  possibly	  that	  WAPL-­‐1	  could	  also	  operate	  on	  REC-­‐8-­‐containing	  cohesin	  complexes,	  however	  further	  work	  is	  required	  to	  demonstrate	  this.	  In	  addition	  to	  this,	  my	  colleague	  Oliver	  Crawley	  has	  seen	  that	  the	  levels	  of	  COH-­‐3	  on	  chromatin,	  as	  assessed	  by	  immunofluorescence,	  are	  higher	  in	  wapl-­‐1	  mutants	  compared	  with	  wild	  type.	  	  This	  suggests	  that	  WAPL-­‐1	  may	  act	  in	  meiotic	  prophase	  in	  a	  similar	  fashion	  to	  mitosis.	  Demonstration	  of	  WAPL-­‐1’s	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interaction	  with	  cohesin	  as	  well	  as	  the	  identification	  of	  other	  factors	  or	  modifications	  evolved	  in	  regulating	  these	  processes	  are	  areas	  of	  further	  research	  being	  undertaken	  in	  the	  lab.	  	  Finally,	  I	  have	  observed	  two	  instances	  of	  a	  WAPL-­‐1-­‐independent	  pathway	  of	  cohesin	  removal	  during	  meiotic	  prophase.	  I	  have	  demonstrated	  that	  there	  is	  a	  decrease	  in	  the	  levels	  of	  chromosome-­‐associated	  COH-­‐3	  between	  the	  penultimate	  and	  final	  diakinesis	  oocyte.	  In	  wild-­‐type	  diakinesis	  oocytes	  COH-­‐3	  becomes	  restricted	  to	  the	  short	  arm	  of	  the	  bivalent.	  This	  loss	  probably	  occurs	  in	  preparation	  for	  the	  first	  meiotic	  division	  and	  occurs	  independently	  of	  WAPL-­‐1.	  In	  addition	  to	  this,	  in	  SCC	  mutant	  γ-­‐IR	  caused	  a	  change	  in	  the	  pattern	  of	  COH-­‐3	  staining	  in	  pachytene	  nuclei	  changing	  from	  continuous	  tracks	  decorating	  the	  axial	  element	  to	  a	  punctate	  pattern.	  This	  is	  suggestive	  of	  COH-­‐3	  removal	  in	  response	  to	  DSBs.	  As	  this	  effect	  can	  be	  seen	  even	  in	  the	  presence	  of	  WAPL-­‐1	  we	  conclude	  that	  this	  too	  is	  part	  of	  a	  WAPL-­‐1-­‐independent	  pathway	  of	  cohesin	  removal.	  In	  yeast	  mitosis	  cohesin	  has	  been	  shown	  to	  disassociate	  from	  chromatin	  in	  response	  to	  DSBs	  and	  that	  this	  requires	  separase	  (McAleenan	  et	  al.,	  2013).	  My	  observations	  provide	  the	  first	  evidence	  that	  something	  similar	  might	  occur	  in	  meiosis,	  although	  whether	  this	  removal	  of	  cohesin	  is	  separase	  dependent	  remains	  to	  be	  seen.	  	  
7.4	  Different	  roles	  of	  the	  meiotic	  kleisins	  In	  mice	  an	  SMC1	  paralogue,	  SMC1β	  (Revenkova	  et	  al.,	  2001),	  and	  an	  additional	  α-­‐kleisin,	  Rad21L	  (Ishiguro	  et	  al.,	  2011;	  Lee	  and	  Hirano,	  2011)	  are	  all	  present	  during	  meiosis.	  Similarly,	  in	  C.	  elegans,	  cohesin	  complexes	  with	  multiple	  α-­‐kleisins	  have	  been	  implicated	  as	  having	  roles	  in	  meiosis.	  This	  could	  provide	  a	  flexibility	  that	  allows	  different	  meiosis	  specific	  functions	  to	  be	  carried	  out	  by	  different	  cohesin	  complexes.	  	  	  In	  C.	  elegans,	  REC-­‐8,	  COH-­‐3	  and	  COH-­‐4	  have	  all	  been	  implicated	  as	  having	  a	  role	  in	  providing	  SCC	  (Severson	  et	  al.,	  2009).	  However,	  to	  me	  this	  appears	  to	  be	  an	  incomplete	  analysis.	  Whilst	  in	  rec-­‐8	  mutants	  we	  see	  sister	  chromatids	  tenuously	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connected,	  indicating	  a	  impairment	  of	  SSC,	  in	  coh-­‐3;coh-­‐4	  double	  mutants	  sisters	  are	  tightly	  juxtaposed	  in	  diakinesis	  oocytes,	  indicating	  that	  SCC	  is	  intact.	  It	  has	  previously	  been	  assumed	  that	  the	  bi-­‐lobed	  univalents	  of	  rec-­‐8	  mutants	  are	  held	  together	  by	  cohesin	  complexes	  containing	  COH-­‐3/4.	  As	  a	  consequence,	  full	  separation	  of	  sister	  chromatids	  only	  occurs	  in	  the	  rec-­‐8;coh-­‐3;coh-­‐4.	  However,	  I	  have	  seen	  that	  COH-­‐3	  cannot	  be	  detected	  by	  immunofluorescence	  between	  the	  two	  sister	  chromatids	  in	  the	  majority	  of	  bi-­‐lobed	  univalents	  seen	  in	  rec-­‐8	  diakinesis	  oocytes,	  suggesting	  that	  something	  other	  than	  cohesion	  is	  holding	  them	  together.	  In	  addition	  to	  this,	  rec-­‐8;spo-­‐11	  mutants	  have	  full	  separation	  of	  sisters	  in	  diakinesis	  oocytes.	  This	  might	  suggest	  that	  COH-­‐3/4	  cohesin	  complexes	  only	  become	  cohesive	  in	  response	  to	  DSBs,	  something	  supported	  by	  the	  fact	  that	  we	  start	  to	  see	  bi-­‐lobed	  univalents	  in	  γ-­‐IR	  rec-­‐8;spo-­‐11	  diakinesis	  oocytes.	  However,	  it	  is	  also	  possible	  that	  rec-­‐8	  univalents	  are	  held	  together	  by	  the	  formation	  of	  crossover	  events	  between	  sister	  chromatids,	  and	  thus	  by	  abolishing	  DSB	  formation	  the	  link	  between	  sisters	  cannot	  be	  established.	  Interestingly,	  it	  has	  been	  suggested	  that	  in	  mice	  rec-­‐8	  mutants	  the	  SC	  is	  formed	  between	  sister	  chromatids	  (Xu	  et	  al.,	  2005),	  and	  I	  have	  observed	  that	  	  the	  diakinesis	  oocytes	  of	  rec-­‐8;	  syp-­‐2	  double	  mutants,	  in	  which	  the	  SC	  can	  not	  be	  formed,	  display	  extensive	  separation	  of	  sisters	  and	  the	  presence	  of	  chromosome	  fragments.	  This	  could	  be	  explained	  because	  in	  this	  situation	  inter-­‐sister	  crossovers	  cannot	  be	  formed	  due	  to	  the	  absence	  of	  the	  SC,	  leading	  to	  loss	  of	  SCC	  and	  chromosome	  fragmentation.	  This	  possibility	  is	  also	  consistent	  with	  the	  phenotype	  seen	  in	  rec-­‐8;	  coh-­‐3;	  coh-­‐4	  triple	  mutants,	  almost	  complete	  separation	  of	  sister	  chromatids	  in	  diakinesis	  oocytes	  (Severson	  et	  al.,	  2009),	  as	  I	  have	  shown	  that	  no	  DSBs	  are	  made	  in	  the	  absence	  of	  all	  three	  meiotic	  kleisins.	  If	  this	  hypothesis	  is	  correct,	  rec-­‐8;	  msh-­‐4/5	  or	  rec-­‐8;	  cosa1	  double	  mutants,	  in	  which	  crossover	  formation	  is	  impaired	  by	  the	  lack	  of	  one	  of	  these	  pro-­‐crossover	  factors	  (Yokoo	  et	  al.,	  2012;	  Zalevsky	  et	  al.,	  1999),	  would	  display	  full	  sister	  separation	  in	  diakinesis	  oocytes,	  phenocopying	  the	  rec-­‐8;spo-­‐11	  double	  mutant.	  This	  is	  something	  I	  intend	  to	  investigate	  immediately.	  	  A	  further	  piece	  of	  evidence	  supporting	  the	  hypothesis	  that	  COH-­‐3/4	  provide	  very	  little	  SCC	  is	  the	  fact	  that	  we	  see	  extensive	  accumulation	  of	  chromosome	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fragments	  in	  rec-­‐8	  mutant	  oocytes	  following	  γ-­‐IR,	  while	  chromosomes	  appear	  intact	  in	  the	  diakinesis	  oocytes	  of	  irradiated	  coh-­‐3;coh-­‐4	  double	  mutants,	  suggesting	  that	  only	  REC-­‐8-­‐containing	  cohesin	  complexes	  are	  capable	  of	  supporting	  efficient	  DSB	  repair.	  SCC	  has	  been	  shown	  to	  play	  a	  vital	  role	  in	  the	  repair	  of	  DSBs	  in	  mitosis,	  therefore	  one	  might	  expect	  cohesin	  complexes	  that	  do	  not	  provide	  SCC	  to	  have	  little	  effect	  on	  the	  repair	  of	  accumulated	  DNA	  damage	  in	  meiosis.	  I	  would	  therefore	  suggest	  that	  the	  primary	  role	  of	  COH-­‐3/4	  in	  meiosis	  is	  in	  promoting	  assembly	  of	  the	  SC	  and	  promoting	  chiasma	  formation,	  as	  well	  as	  maintaining	  chromatin	  structure.	  	  	  This	  is	  not	  to	  say,	  however,	  that	  COH-­‐3/4-­‐containing	  cohesin	  complexes	  cannot	  provide	  cohesion.	  As	  I	  have	  mentioned	  earlier	  in	  the	  discussion,	  removal	  of	  WAPL-­‐1	  from	  SCC-­‐deficient	  mutants,	  rec-­‐8,	  rec-­‐8;spo-­‐11	  and	  rec-­‐8;syp-­‐2	  results	  in	  phenotypes	  suggestive	  of	  an	  reduction	  in	  cohesion	  defects.	  Furthermore,	  there	  appears	  to	  be	  less	  persistent	  DSBs	  in	  γ-­‐IR	  harbouring	  the	  wapl-­‐1	  mutation.	  In	  addition,	  localization	  of	  COH-­‐3	  in	  the	  univalents	  of	  rec-­‐8;spo-­‐11;wapl-­‐1	  and	  
rec-­‐8;syp-­‐2;wapl-­‐1	  diakinesis	  oocytes	  has	  a	  different	  localisation	  than	  that	  of	  REC-­‐8	  in	  coh-­‐3;coh-­‐4	  or	  spo-­‐11	  univalents.	  Whereas	  REC-­‐8	  forms	  a	  thick	  bar	  in	  these	  univalents	  delineating	  the	  interface	  between	  sister	  chromatids,	  COH-­‐3	  is	  more	  diffusely	  distributed	  across	  chromatin	  in	  diakinesis.	  This	  could	  be	  indicative	  of	  the	  fact	  that	  COH-­‐3	  does	  not	  have	  a	  primary	  role	  in	  providing	  SCC	  and	  therefore	  mislocalises	  in	  wapl-­‐1	  mutants,	  in	  which	  their	  cohesiveness	  is	  not	  restricted.	  Finally,	  as	  mentioned	  earlier,	  preliminary	  FRAP	  data	  suggest	  that	  COH-­‐3	  is	  very	  rapidly	  turned	  over	  in	  pachytene	  nuclei.	  It	  is	  difficult	  to	  believe	  that	  a	  cohesin	  complex	  with	  only	  a	  few	  second	  residency	  on	  chromatin	  could	  provide	  a	  great	  deal	  of	  cohesion.	  It	  would	  be	  invaluable	  to	  know	  whether	  COH-­‐3	  turnover	  is	  reduced	  in	  wapl-­‐1	  mutants	  and	  this	  is	  currently	  being	  investigated	  in	  the	  lab.	  	  	  
7.5	  Novel	  techniques	  Following	  the	  scc-­‐2	  RNAi	  experiments,	  it	  became	  apparent	  that	  the	  development	  of	  a	  novel	  technique	  would	  be	  necessary	  to	  establish	  emphatically	  that	  cohesin	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reloading	  occurs.	  These	  were	  met	  with	  varying	  success	  and	  in	  this	  section	  I	  discuss	  their	  potential	  and	  future	  work,	  which	  I	  intend	  to	  undertake	  in	  order	  to	  develop	  them.	  	  In	  other	  organisms	  the	  introduction	  of	  mRNA	  into	  cells	  has	  been	  used	  to	  achieve	  tight	  temporal	  control	  of	  protein	  expression.	  However,	  at	  the	  time	  of	  carrying	  out	  these	  experiments	  this	  technique	  had	  not	  been	  extensively	  employed	  in	  C.	  
elegans.	  I	  have	  demonstrated	  that	  mRNA	  can	  be	  used	  to	  drive	  expression	  of	  H2B::mCherry	  in	  the	  C.	  elegans	  germline.	  However,	  I	  was	  unable	  to	  obtain	  full	  length	  scc-­‐3::GFP	  transcript	  and	  therefore,	  could	  not	  used	  this	  method	  to	  determine	  whether	  cohesin	  reloading	  was	  occurring	  during	  meiotic	  prophase.	  However,	  subsequent	  to	  carrying	  out	  these	  experiments,	  mRNA	  has	  been	  used	  to	  successfully	  induce	  expression	  of	  ZFNs	  in	  the	  C.	  elegans	  germline	  (Wood	  et	  al.,	  2011).	  In	  this	  paper	  the	  same	  Ambion	  kits	  are	  used	  for	  synthesis,	  but	  an	  SP6	  in	  vitro	  transcription	  plasmid	  backbone	  derived	  from	  pJK370	  containing	  5’	  and	  3’	  UTR	  sequences	  that	  support	  germ-­‐line	  translation	  was	  used.	  This	  plasmid	  was	  a	  gift	  from	  Tom	  Evans	  who	  has	  kindly	  provided	  us	  with	  the	  sequence,	  vector,	  and	  a	  detailed	  protocol	  for	  mRNA	  synthesis	  and	  expression	  in	  the	  C.	  
elegans	  germline.	  Hopefully	  with	  this	  information	  it	  will	  be	  possible	  to	  generate	  mRNA	  that	  can	  be	  used	  to	  induce	  expression	  of	  tagged	  cohesin	  molecules,	  thereby	  enabling	  us	  to	  answer	  some	  remaining	  questions	  about	  the	  dynamics	  of	  cohesin	  in	  meiotic	  prophase.	  In	  particular,	  one	  could	  use	  this	  method	  to	  synthesise	  putative	  non-­‐cleavable	  rec-­‐8	  mRNA	  do	  determine	  whether	  reloaded	  cohesin	  becomes	  cohesive.	  	  The	  auxin	  degron	  has	  been	  used	  in	  S.	  cerevisiae	  and	  in	  mammalian	  cells	  to	  allow	  the	  rapid	  degradation	  of	  proteins	  (Nishimura	  et	  al.,	  2009).	  However,	  it	  has	  not	  yet	  been	  utilized	  in	  the	  context	  of	  a	  multicellular	  organism.	  It	  could	  provide	  us	  with	  an	  excellent	  method	  of	  investigating	  molecular	  events	  that	  occur	  over	  a	  short	  time	  frame	  such	  as	  cohesin	  reloading	  in	  meiosis,	  giving	  us	  the	  temporal	  resolution	  that	  is	  lacking	  in	  the	  scc-­‐2	  RNAi	  experiments.	  I	  have	  begun	  work	  to	  assess	  the	  feasibility	  of	  using	  this	  system	  in	  worms.	  I	  have	  generated	  a	  rec-­‐8;rec-­‐
8::IAA17	  strain	  also	  expressing	  tir1.	  As	  protein	  degradation	  should	  cause	  an	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obvious	  phenotype	  in	  the	  diakinesis	  oocytes	  of	  treated	  worms,	  this	  is	  an	  ideal	  strain	  with	  which	  to	  test	  the	  potential	  of	  the	  degron	  system	  in	  worms.	  I	  will	  undertake	  to	  determine	  the	  best	  method	  for	  auxin	  delivery	  and	  to	  optimize	  the	  conditions	  for	  degradation	  in	  the	  germline,	  and	  hopefully	  find	  that	  this	  technique	  can	  be	  as	  effective	  in	  worms	  as	  it	  is	  in	  other	  organisms.	  If	  established,	  it	  would	  not	  only	  be	  invaluable	  research	  into	  meiosis,	  but	  also	  for	  the	  study	  of	  any	  gene,	  in	  any	  organ	  of	  the	  worm.	  There	  is	  currently	  no	  system	  that	  can	  achieve	  total	  protein	  degradation	  in	  such	  a	  tightly-­‐controlled	  temporal	  and	  tissue-­‐specific	  way.	  Study	  of	  genes	  that	  cause	  embryonic	  lethality	  would	  be	  made	  possible	  by	  engineering	  worms	  with	  tissue	  specific	  tir1	  expression,	  creating	  a	  situation	  analogous	  to	  a	  tissue	  specific	  knockout.	  In	  addition	  to	  this,	  there	  are	  genes	  which	  are	  currently	  difficult	  to	  investigate	  by	  RNAi	  knockdown,	  either	  because	  they	  have	  paralogues	  with	  similar	  sequences	  which	  are	  simultaneously	  depleted,	  or	  because	  the	  protein	  is	  highly	  stable	  and	  therefore	  persists	  well	  after	  the	  mRNA	  has	  gone,	  as	  is	  the	  case	  for	  SCC-­‐2.	  In	  these	  situations	  too,	  a	  degron	  system	  would	  provide	  a	  solution.	  	  	  The	  SNAP-­‐tag	  system	  of	  covalently	  labelling	  proteins	  has	  been	  used	  in	  organisms	  such	  as	  yeast	  and	  Zebrafish	  (Campos	  et	  al.,	  2011;	  Regoes	  and	  Hehl,	  2005),	  and	  in	  cell	  culture	  (Maurel	  et	  al.,	  2008),	  but	  not	  in	  worms.	  It	  could	  provide	  us	  with	  a	  method	  of	  assessing	  cohesin	  turnover	  in	  the	  germline.	  I	  have	  shown	  that	  we	  can	  successfully	  label	  REC-­‐8::SNAP	  on	  meiotic	  chromosomes	  in	  
C.	  elegans.	  Further	  work	  optimising	  the	  best	  conditions	  for	  delivery	  of	  the	  ligands	  to	  the	  germline	  is	  required,	  but	  following	  this,	  it	  should	  be	  possible	  to	  carry	  out	  a	  fluorescent	  pulse-­‐chase	  experiment,	  as	  has	  been	  done	  in	  yeast	  to	  determine	  the	  rate	  of	  protein	  turnover	  (Bodor	  et	  al.,	  2012).	  	  Briefly,	  a	  first	  ligand	  would	  be	  introduced	  to	  the	  germline,	  some	  time	  later	  a	  second	  different	  ligand	  would	  be	  delivered.	  By	  varying	  the	  time	  between	  the	  first	  and	  second	  exposes	  and	  assess	  the	  difference	  between	  their	  levels	  it	  should	  be	  possible	  to	  determine	  whether	  cohesin	  turnover	  occurs	  and	  its	  rate.	  There	  are	  disadvantages	  to	  using	  this	  system:	  it	  is	  technically	  challenging	  and	  labour	  intensive.	  Also	  if	  the	  cohesin	  molecules	  removed	  from	  chromatin	  can	  be	  reloaded	  without	  synthesis,	  as	  might	  be	  suggested	  by	  the	  localisation	  of	  REC-­‐8::GFP	  fbf-­‐2	  3’UTR,	  detecting	  protein	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turnover	  might	  not	  be	  possible.	  Having	  said	  that,	  this	  is	  the	  technique	  that	  I	  developed	  furthest	  and	  shows	  a	  great	  deal	  of	  potential	  not	  only	  in	  this	  project,	  but	  also	  for	  scrutinizing	  other	  processes	  within	  the	  worm.	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Figure	  53.	  Model	  of	  the	  role	  of	  cohesin	  in	  CO	  formation	  	  
A	   Co-­‐oriented	  sister	  linear	  loop	  array	  
B	   Recombining	  DNAs	  in	  chromatin	  loops	  are	  tethered	  to	  axes	  via	  axis/recombinosome	  contacts	  in	  ‘‘tethered-­‐loop	  axis	  complexes’’	  (Blat	  et	  al.,	  2002)	  	   1.	  	   DSB	  formation:	  Cohesin	  removal	  required	  for	  resection	  2.	   Single-­‐end	  invasion:	  Cohesin	  removal	  on	  invading	  strand	  but	  cohesin	  maintenance	  (Kim	  et	  al.,	  2010b).	  3.	   Double	  Holliday	  Junction	  formation:	  Cohesin	  removal	  required	  for	  second-­‐end	  invasion	  (Kim	  et	  al.,	  2010b)	  
C	   Homologous	  recombination	  repair	  pathway	  4.	   Cohesin	  reloading	  onto	  single-­‐stranded	  interhomologue	  DNA	  molecules	  to	  prevent	  convergent	  branch	  migration	  and	  dHJ	  dissolution.	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